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Partie I : Le système ANP/GC-A 
I- Les peptides natriurétiques : des hormones cardiaques
1) Découverte des peptides natriurétiques
 Ce sont 25 ans après la découverte de l’existence de granules de sécrétion dans l’oreillette 
cardiaque que de Bold et al. ont établi que le cœur est une glande endocrine. En effet, en 1981 
ces chercheurs ont découvert qu’une injection intraveineuse d’homogénat auriculaire induit 
une diminution rapide de la pression sanguine et une augmentation de l’excrétion d’eau et de 
sodium dans le rein de rats (de Bold et al. 1981). Afin d’identifier les molécules libérées par 
l’oreillette cardiaque à l’origine des effets rénaux, les auteurs ont purifié, à partir du tissu 
atrial, plusieurs peptides ayant des activités natriurétiques et vasorelaxantes. Ces peptides, 
forment la famille des peptides natriurétique (PN). Chez les mammifères, les PN regroupent, 
dans l’ordre chronologique de découverte, l’ANP (atrial natriuretic peptide), le BNP (B-type 
natriuretic peptide) et le CNP (C-type natriuretic peptide). Le CNP ne sera pas abordé dans 
cette thèse. Tous les membres de la famille des PN partagent une structure en anneau de 17 
acides aminés (aa) reliés pas un pont disulfure, qui est hautement conservée entre les espèces 
(Inagami et al. 1987). Cette structure circulaire est primordiale pour la liaison du PN à ses 
récepteurs et son activité biologique.  
Chez un sujet sain au repos, les niveaux plasmatiques d’ANP et de BNP sont respectivement 
d’environs 3-20 pM et 1-15pM. La demie vie de l’ANP est de 2 minutes alors que celle du BNP 
est de 20 minutes (Mukoyama et al. 1991; Yandle et al. 1986). L’ANP est très conservé entre 
les espèces alors que le BNP, avec seulement 35% d’homologie entre l’Homme et  les espèces 
murines, est le PN le plus variable (Lincoln R. Potter et al. 2009).   
2) Mécanisme de sécrétion des peptides natriurétiques
 Dans le cœur, l’oreillette est la source majeure de production de l’ANP et du BNP. Ils 
peuvent également être synthétisés dans les ventricules mais en condition physiologique, on 
estime une expression de l’ANP, 250 à 1000 fois plus élevée dans l’oreillette que dans le 
ventricule. Les expressions ventriculaires de l’ANP et du BNP augmentent en condition 
pathologique telle que l’insuffisance cardiaque (Mukoyama et al. 1991; Nakagawa, Nishikimi, 
et Kuwahara 2019). Les cardiomyocytes de l’oreillette et des ventricules ne présentent pas le 
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même phénotype endocrine et ont des capacités de stockage et de sécrétion de peptides 
différentes (Goetze 2010). 
Figure 1 : Structure de l’ANP et du BNP. Les PN contiennent une structure en anneau reliée par un 
pont disulfure. Les acides aminés communs à tous les PN ont été colorés en jaune. Adapté de (Lincoln 
R. Potter, Abbey-Hosch, et Dickey 2006)
A) ANP
 La synthèse de l’ANP est semi constitutive : 40% d’ANP néo-synthétisés sont directement 
et sans stimulation libérés dans la circulation sanguine et les 60% restants sont stockés dans 
les granules de sécrétion (Iida et Shibata 1994). 
Les mécanismes de biosynthèse et de sécrétion d’ANP dans les ventricules ne sont pas encore 
connus. Dans l’oreillette, l’ANP est sécrété sous forme d’une prépro-hormone (prépro-ANP) 
de 151 aa, codée par le gène Nppa (natriuretic peptide A). Nppa est un gène de 2,7 kpb 
contenant 3 exons et 2 introns, localisé sur le chromosome 1 chez l’humain et le chromosome 
4 chez la souris. L’exon 1 code pour la région 5’ non traduite, le peptide signal et les 16 
premiers acides aminés du pro-ANP. L’exon 3 code pour la tyrosine terminale du pro-ANP chez 
l’humain et les 3 derniers acides aminés chez la souris. L’exon 2 code pour tout le reste de la 
prohormone (Vesely 2002). Suite à la transcription du Nppa en prépro-ANP, ce dernier est 
clivé en pro-ANP, une structure de 126 aa, qui passe de l’appareil de Golgi aux granules de 
sécrétion immatures puis matures pour y être stocké jusqu’à relargage (Woodard et Rosado 
2008). Au moment de l’exocytose dans le tissu atrial, le pro-ANP est clivé par la corine, une 
protéase sérine transmembranaire, générant ainsi 2 formes détectables dans le plasma : l’α-




ANP biologiquement actif constitué de 28 aa et le NT-ProANP forme inactive constituée de 98 
aa. La corine est synthétisée sous forme de zymogène inactif et est activée par clivage 
protéolique par la PCSK6 (proprotein convertase subtilisin/kexin-6) lorsqu’elle se trouve à la 
surface de la cellule (S. Chen et al. 2015).  
 Il y a une forte homologie du gène Nppa entre les espèces, comme l’ANP, et la séquence 
codant pour le pro-ANP est très conservée entre les humains et les rongeurs.  
  B) BNP 
 Le mécanisme de sécrétion du BNP diffère de celui de l’ANP bien que des similitudes 
existent. Contrairement à l’ANP, le BNP est totalement et directement sécrété dans la 
circulation sanguine : on parle de sécrétion constitutive.  
 Le gène codant le BNP est le Nppb (natriuretic peptide B), localisé sur les chromosomes 1 
et 4 respectivement chez l’humain et la souris. Le Nppb humain contient 3 exons et 2 introns. 
L’exon 1 du Nppb code pour la région 5’ non traduite et une partie du prépro-BNP. L’exon 3 
code pour les 5 derniers acides aminés et la région 3’ non traduite. L’exon 2 code pour tout le 
reste du peptide (LaPointe 2005). Comme l’ANP, il est synthétisé par les cardiomyocytes sous 
forme de prépro-BNP de 134 aa puis converti en pro-BNP de 108 aa. Dans l’appareil de Golgi, 
le pro-BNP est glycosylé au niveau de 7 sites dans sa région N-terminale : Thréonine (Thr)36, 
Sérine (Ser)37, Ser44, Thr48, Ser53, Thr58, et Thr71. Le pro-BNP O-glycosylé est transporté à 
travers le réseau Golgien pour y être clivé puis sécrété en forme biologiquement active (BNP) 
et inactive (NT-proBNP) de 32aa et 76aa respectivement (Schellenberger et al. 2006). La 
corrélation entre les taux plasmatiques de BNP et de NT-proBNP est de 92%. De plus, la demi-
vie du NT-proBNP est de 60-120min pour le NT pro-BNP, ce qui est 4 à 6 fois supérieur à celle 
du BNP. L’une des enzymes impliquées dans le clivage du proBNP en BNP est la furine qui est 
une endoprotéase majoritairement exprimée dans l’appareil trans-Golgi. La corine est 
également capable de cliver le pro-BNP en BNP (Yan et al. 2000). Cependant dans le plasma 
humain on retrouve également du pro-BNP, non clivé, qui résulte certainement de la présence 
d’O-glycosylations situées sur les résidus Thr71 et Thr48 près du site de clivage. Chez le rat 
cependant les sites d’O-glycosylation sont localisés loin du site de clivage ce qui pourrait 
expliquer le niveau plus élevé de BNP chez le rat par rapport à l’Homme (Nakagawa, Nishikimi, 
et Kuwahara 2019).  







Figure 2 : Mécanisme de synthèse de l’ANP et du BNP. Les gènes des PN (Nppa et Nppb) sont transcrits 
en ARNm, eux-mêmes traduits en prépro-hormone (prépro-ANP et préproBNP). Suite à des clivages 
par la corine et/ou la furine, les PN sont sécrétés sous une forme active (ANP et BNP) et une forme N-
Terminale inactive (NT-proANP et NT-proBNP).  
 
3) Régulation des peptides natriurétiques 
A) Régulation transcriptionnelle de Nppa et Nppb 
 Le gène Nppb est localisé à 12-15 kb en amont du gène Nppa chez la souris et à 8 kb en 
amont du gène Nppa chez l’humain. La proximité de ces gènes suggère que des éléments 
régulateurs pourraient contrôler leurs deux expressions.  Les promoteurs du Nppa et du 
Nppb contiennent des sites de liaison GATA permettant la liaison de plusieurs facteurs de 
transcription. Dans des cultures de cardiomyocytes humain ou murin, la mutation des sites 
GATA du Nppb réduit considérablement la transcription de ce gène. GATA4 (GATA binding 
protein 4), un facteur de transcription important pour le développement cardiaque, active la 
transcription des gènes Nppa et Nppb en se liant au site GATA. Le facteur de transcription NF-
AT3 (nuclear factor of activated T-cells, cytoplasmic 4) agit avec GATA4 pour transduire les 
effets de la phényléphrine, un puissant vasoconstricteur, sur le promoteur du Nppb 
(Molkentin et al., 1998).  En parallèle, le facteur de transcription MEF2 (myocyte enhancer 
factor 2), qui se lie aux séquences d’ADN riches en A/T , est recruté par GATA4 pour 
synergétiquement activer la transcription de Nppa (Morin et al. 2000). Cependant, chez les 
souris déficientes pour GATA4, les niveaux cardiaques d’ANP ne sont pas différents de ceux 
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de souris sauvages. L’expression de Nppa ne semble donc pas uniquement dépendre de la 
liaison de GATA4 au niveau des régions promotrices, ou d’autres mécanismes peuvent 
éventuellement masquer la diminution de l’expression de Nppa.  
 D’autre part, plusieurs sites de liaison AP-1 (activator protein 1) et CRE (cAMP response 
elements) sont impliqués dans la régulation de l’activité du promoteur du Nppa et du Nppb  
(Rosenzweig et al. 1991). Les sites AP-1 peuvent lier des membres de la famille Jun et Fos alors 
que les sites CRE peuvent lier des facteurs induits par l’AMPc (cyclic adenosine 
monophosphate) comme CREB (CRE-binding protein). Des éléments de liaison homéobox-NK, 
CArG, SRE (serum-responsive element), TB (T-box)  dans le promoteur de Nppa ont également 
été identifiés. Dans la région promotrice du Nppb, on retrouve différents autres sites de 
liaison : des sites M-CAT impliqués dans les effets β-adrénergiques et de la phenylephrine, 
plusieurs sites SSRE (shear stress-responsive element) et des sites TRE (thyroid hormone-
responsive element) liant les  hormones thyroïdienes et l’ET-1 (endothelin 1) (Faquan Liang et 
al. 2003). Un élément répresseur de transcription NRSE (neuron restrictive silencer element) 
est aussi localisé dans le promoteur de l’ANP et du BNP (Kuwahara et al. 2001; E. Ogawa et al. 
2002).  
B) Régulation de la sécrétion des peptides natriurétiques
 Initialement il a été pensé que la libération des PN était due à une augmentation de la 
pression artérielle. Cependant, des expériences au cours desquelles la pression au niveau de 
l’oreillette a été maintenue constante, ont montré que c’est l’étirement de la paroi cardiaque 
le déterminant majeur de la production de PN in vivo (de Bold, Bruneau, et Kuroski de Bold 
1996). En plus de cette stimulation mécanique, plusieurs facteurs ont été identifiés comme 
modulateurs de la sécrétion de peptides natriurétiques dont certains sont présentés ci-
dessous. 
Hormones thyroïdiennes. La présence du site de liaison TRE dans les régions promotrices de 
Nppa et Nppb suggère un effet direct de la T3 (triiodothyronine) sur la transcription des PN. Il 
a été montré que la T3 augmente l’expression d’ARNm de pro-ANP dans des myocytes en 
culture d’oreillette et de ventricules cardiaques. De plus, l’expression atriale de Nppa est de 
l’ordre de 41% en hypothyroïdie et de 176% en hyperthyroïdie comparé à l’euthyroïdie. 
L’expression ventriculaire du Nppa dans l’hypothyroïdie et l’hyperthyroïdie est de 31% et 




178% respectivement (Pw, Kd, et Jg 1988). Le BNP est modulé de la même façon par la T3 
(Kohno et al. 1993).  
Glucocorticoïdes. La dexaméthasone, une hormone glucocorticoïde de synthèse ayant un rôle 
anti-inflammatoire et immunosuppresseur, augmente les niveaux d’expression du Nppa dans 
les cardiomyocytes de l’oreillette et du ventricule de rats et de façon dose dépendante 
(Gardner et al. 1988). 
Endothéline 1. L’ET-1, un puissant vasoconstricteur, augmente la sécrétion d’ANP et la 
transcription de Nppa dans  des cardiomyocytes isolés de rats. Chez des rats perfusés, l’ET-1 
augmente la sécrétion d’ANP en réponse à un étirement de l’oreillette cardiaque. Lorsque 
l’ET-1 est neutralisée par un anticorps, l’induction de la sécrétion d’ANP par étirement de la 
paroi cardiaque est atténuée ce qui montre un rôle paracrine essentiel de l’ET-1 dans ce 
processus (Skvorak, Nazian, et Dietz 1995).  
Angiotensine (1-7). L’angiotensine (1-7) est un peptide cardiovasculaire qui a des effets 
vasodilatateurs, natriurétiques et anti-fibrotiques. Une étude a montré que ce peptide 
augmente la sécrétion d’ANP lors d’une stimulation auriculaire par une voie de signalisation 
impliquant l’axe Ras/PI3K (phosphoinositide 3-kinase)/Akt (protein kinase B) (T. Ogawa et al. 
1999). 
Catécholamines. La noradrénaline stimule la sécrétion d’ANP via les récepteurs α-
adrénergiques (α-AR) et β-adrénergiques (β-AR) mais avec une prédominance pour l’activité 
des β-AR (Schiebinger, Baker, et Linden 1987). Une étude réalisée in vitro sur de l’oreillette de 
cochon de guinée, a montré que l’adrénaline et la noradrénaline augmentent de façon dose-
dépendante la sécrétion d’ANP. (Speake et al. 1993). 
Opioïdes. La dynorphine augmente la sécrétion d’ANP par les cardiomyocytes de l’oreillette 
in vitro, de façon dose dépendante via l’activation sélective du récepteur aux opioïdes κ (K. 
Yamada, Yoshida, et Shimada 1991). Les mêmes effets ont été relevés pour la nociceptine, un 
peptide ayant la même séquence d’acides aminés que la dynorphine, via l’activation de son 
récepteur NOP (Nociceptin (N/OFQ) receptor) (Kim et al. 2002). Des rats traités à la morphine, 
ont des niveaux plasmatiques d’ANP environs 8 fois supérieurs à ceux de rats non traités et 
cette induction est complètement abolie par un prétraitement à la naloxone, un antagoniste 
des opioïdes (Gutkowska et al. 1986).  




Hormones neurohypophysaires. L’ocytocine augmente la sécrétion d’ANP en se liant à ses 
récepteurs cardiaques. Il est proposé que l’augmentation du volume sanguin active des 
barorécepteurs dans le cerveau qui induiraient la libération d’ocytocine de la 
neurohypophyse. L’ocytocine circulerait jusqu’au cœur où elle induirait la libération d’ANP 
pour que celui-ci applique ses effets vasodilatateurs et cardiaques (Gutkowska et al. 1997) 
Angiotensine II. Plusieurs études ont montré que l’Ang II (angiotensin II) induit la sécrétion 
d’ANP. Cependant, il a été décrit plus récemment que l’angiotensine générée de façon 
endogène suite à un étirement atrial, diminue la sécrétion d’ANP via son récepteur AT1 
(angiotensin II type 1) (Oh et al. 2011). 
Oxyde nitrique. Le NO (nitric oxide) est un vasodilatateur puissant qui augmente les niveaux 
de production de GMPc (cyclic guanosine monophosphate) dans le muscle cardiaque et les 
cellules musculaires lisses. Au cours d’une élévation de la pression artérielle, les niveaux 
plasmatiques d’ANP sont élevés. En présence d’Ach (acetylcholine) cette sécrétion d’ANP 
induite par l’augmentation de pression est diminuée (Speake et al. 1993). Lorsque l’activité du 
NO est inhibée, la diminution de la sécrétion d’ANP par l’ACh est abolie. Ces résultats 
démontrent que le NO participe à l’inhibition de la sécrétion de l’ANP (Skvorak et Dietz 1997). 
Hormones sexuelles. Les niveaux plasmatiques de PN présentent un dimorphisme sexuel. Ils 
sont plus élevés chez les femmes que chez les hommes. Une étude récente a montré que la 
suppression de la production de testostérone chez l’homme est associée à une augmentation 
des niveaux plasmatiques de NT-proBNP qui est atténuée lors d’un traitement à la 
testostérone (Bachmann et al. 2019). Les mêmes effets de la testostérone sur les niveaux 
plasmatiques de NT-proBNP ont été déterminé chez des femmes traitées ou non à la 
testostérone (E. Lin et al. 2012). Ces résultats indiquent une inhibition de la production de PN 
par les hormones androgènes.  
II- Le récepteur biologiquement actif des PN : le GC-A 
 Les peptides natriurétiques régulent une variété de paramètres physiologiques et 
pathologiques. Il existe 3 récepteurs différents aux peptides natriurétiques : le GC-A (guanylyl 
cyclase A), le GC-B (guanylyl cyclase B) et le NPRC (natriuretic peptide receptor C). Les 
récepteurs GC-A et GC-B sont des récepteurs membranaires à activité guanylyl cyclase 
intrinsèque induisant la synthèse de GMPc, un second messager intracellulaire. Le NPRC lui 
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n’est pas un récepteur guanylyl cyclase. C’est un récepteur impliqué dans la clairance des 
peptides natriurétiques et qui est également couplé à une protéine Gi. L’ANP et le BNP sont 
capables de se lier au GC-A, au GC-B et au NPRC mais avec une plus forte affinité pour GC-A 
(Lincoln R. Potter, Abbey-Hosch, et Dickey 2006). Intéressée par le système ANP/GC-A, le GC-
B ne sera pas abordé dans cette thèse.  
1) Structure du GC-A
 Le  GC-A est le premier récepteur membranaire GC cloné chez les mammifères (Lowe et al. 
1989). Le gène codant pour le GC-A, Npr1 (natriuretic peptide receptor 1), contient 22 exons 
et 21 introns (Takahashi et al. 1998) et est localisé sur le chromosome 1 des humains, comme 
Nppa et Nppb, et sur le chromosome 3 des souris.  
Le GC-A est une protéine de 130 Kda composée d’un domaine de liaison extracellulaire N-
terminal d’environs 441 aa, d’un domaine transmembranaire hydrophobe de 20-25 aa et d’un 
domaine intracellulaire C-terminal d’environs 567 aa. Le domaine intracellulaire contient un 
domaine homologue aux kinases (KHD) d’environs 250 aa, un domaine d’environs 60 aa qui 
participe à l’homodimérisation du récepteur et un domaine catalytique guanylyl cyclase (GC) 
c-terminal d’environs 250 aa. Le KHD présente des homologies de séquences au domaine
catalytique des protéines kinases et lie l’ATP mais sa fonction est toujours inconnue.
Le GC-A est un récepteur exprimé par de nombreux tissus, les muscles lisses vasculaires,
l’endothélium, le cœur, la glande surrénale, les reins, les poumons, la rate, le système nerveux
central, les tissu adipeux, les muscle squelettiques, le foie et le pancréas (Kuhn 2016).
2) Signalisation du GC-A
A) Activation du GC-A
Le GC-A est activé par l’ANP, le BNP et le CNP avec l’ordre d’affinité préférentielle suivant : 
ANP>BNP>CNP (Suga et al. 1992). Peu de choses sont connues sur le mécanisme d’activation 
du GC-A néanmoins il a été montré qu’en absence de ligand, le GC-A forme un homodimère 
ou un homotétramère et que son KHD est fortement phosphorylé sur au moins 6 résidus dont 
les résidus Ser497, Ser502, Ser506, Ser513, Thr500 et Thr513. Lors de la liaison du ligand, un 
changement de conformation du récepteur a lieu. La liaison de l’ANP au GC-A induit une 
rotation intermoléculaire de l’homodimère qui induirait une rotation similaire de chacun des 




domaines catalytiques GC. Ce changement de conformation du récepteur permettrait la levée 
de l’inhibition du domaine KHD sur l’activité GC. Une fois le domaine GC activé, celui-ci va 
produire un second messager, du GMPc à partir de GTP (guanosine triphosphate) (H. Ogawa 
et al. 2004). 
 
 
Figure 3 : Structure et signalisation du récepteur aux PN, le GC-A.  Le GC-A est un récepteur composé 
d’un domaine de liaison au ligand, un domaine transmembranaire, un domaine d’homologie aux 
kinases et un domaine guanylyl cyclase. Lorsque le récepteur est activité, du GMPc est produit à partir 
de GTP, ce qui induit l’activation de PKG. 
 
B) Production de GMPc, un second messager 
 Les PN induisent leurs effets par la production de GMPc initialement identifié dans l’urine 
de rat en 1963 (Ashman et al. 1963). Le GMPc est synthétisé à partir de GTP par les GC 
membranaires ou solubles. Les GC-A et GC-B sont les deux seuls récepteurs GC membranaires 
exprimés chez les mammifères. Les GC solubles peuvent être activés par le NO. Une fois 
produit, le GMPc peut se lier à trois familles de protéines : les protéines kinases GMPc 
dépendantes (PKG), les phosphodiestérases (PDE) et les canaux de liaison nucléotide 




cyclique/ions. Seules les PKG, qui représentent les médiateurs principaux de la signalisation 
GMPc, seront discutées dans cette thèse. 
C) Les protéines kinases GMPc dépendantes 
 Chez les mammifères deux sous-types de PKG ont été identifiés : La PKG I qui comprend 
deux isoformes la PKG Iα et la PKG Iβ, et la PKG II. La PKG I est un homodimère cytosolique 
largement exprimé dans les tissus. Les deux isoformes de la PKG I sont détectées dans les 
mêmes tissus chez l’humain. Cependant, dans le système vasculaire, les reins et la glande 
adrénale on retrouve principalement la PKG Iα et dans l’utérus on retrouve seulement la PKG 
Iβ. La PKG Iα  a une affinité pour le GMPc ≈ 10 fois supérieure à celle de la PKG Iβ et légèrement 
inférieure à celle de la PKG II.  La PKG II est un homodimère membranaire. Absente du système 
cardiovasculaire elle est abondante dans le cerveau, l’intestin et est également exprimée dans 
les poumons, les reins et les os. Les deux PKGs ne sont retrouvées ensembles que dans un seul 
type cellulaire, les chondrocytes.  
 Toutes les PKGs sont composées d’un domaine N-terminal, un domaine régulateur et un 
domaine catalytique. La PKG I et la PKG II diffèrent principalement par leurs domaines N-
terminaux. En effet, la PKG-I contient un site acétylé alors que la PKG II contient un site 
myristoylé requis pour sa liaison à la membrane (Lucas et al. 2000). Le domaine régulateur 
contient deux sites de liaison au GMPc, un domaine auto-inhibiteur permettant l’inactivation 
de la PKG en absence de GMPc et un domaine de dimérisation. Dans la partie catalytique des 
PKG, il y a deux domaines majeurs, un domaine de liaison magnésium/ATP (adenosine 
triphosphate) et un domaine de liaison aux protéines substrats. En absence de GMPc, l’activité 
catalytique des PKGs est supprimée par une auto-inhibition. Le site catalytique est en contact 
direct avec un domaine auto-inhibiteur localisé près du domaine N-terminal. En présence de 
GMPc, celui-ci se fixe aux sites de liaison du GMPc présents sur le domaine régulateur des 
PKGs. La conformation de la PKG est modifiée et le domaine catalytique contenant le site de 
liaison aux protéines substrats devient accessible (Francis et al. 2010). 
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3) Régulation du GC-A
A) Régulation transcriptionnelle de GC-A
 Trois sites de liaison au facteur de transcription Sp1 (specificity protein 1) et un motif CCAAT 
sont présents en amont du promoteur du Npr1, sans présence apparente de boîte TATA 
(Yamaguchi, Rutledge, et Garbers 1990). Le facteur de transcription nucléaire ubiquitaire NF-
Y  (nuclear transcription factor Y) et Sp1 coopèrent et sont essentiels dans la régulation de la 
transcription de Npr1. En effet, une mutation dans les sites de liaison Sp1 et CCAAT (site de 
liaison de NF-Y) élimine complétement l’activité promotrice de GC-A alors que la 
surexpression des facteurs de transcription qui s’y lient l’augmente (F. Liang, Schaufele, et 
Gardner 2001). De manière intéressante, l’ANP autorégule son récepteur par l’inhibition de 
l’expression et de la synthèse du Npr1. En effet, l’accumulation intracellulaire de GMPc, par 
une boucle de rétro-inhibition, diminue la transcription du gène Npr1 (L. Cao, Wu, et Gardner 
1995; L. M. Zhang, Tao, et Newman 1993). Plus de 10 ans après cette découverte, l’équipe de 
Martel a démontré chez le rat l’existence d’un élément de régulation-cis appelé élément de 
réponse au GMPc (cGMP-RE) localisé dans le promoteur du gène Npr1 qui permet le contrôle 
transcriptionnel de ce gène par le GMPc (Martel, Hamet, et Tremblay 2010). Cette séquence 
présente 95% d’homologie avec la souris et 75% d’homologie avec l’humain (Hum David et al. 
2004). 
B) Désensibilisation du GC-A
 L’insuffisance cardiaque (IC) est caractérisée par des niveaux circulants d’ANP et de BNP 
très élevés. Cependant la réponse à ces hormones est altérée. Ceci indique une boucle de 
rétro-inhibition qui diminue la synthèse de GC-A suite à la signalisation intracellulaire induite 
par la fixation de l’ANP, c’est la désensibilisation homologue. Il existe également un autre 
mécanisme de régulation appelé la désensibilisation hétérologue qui est une désensibilisation 
du récepteur conséquente d’une activation par une autre molécule que son ligand. 
a. La désensibilisation homologue
 Plusieurs études in vitro  ont montré que l’exposition chronique de GC-A à des 
concentrations élevées d’ANP peut induire une désensibilisation homologue, certainement 
due à une déphosphorylation du récepteur et notamment du KHD (Joubert, Labrecque, et De 




Léan 2001; L. R. Potter et Garbers 1992, 1994). En effet, lorsque le GC-A est modifié pour être 
constitutivement phosphorylé sur ses six sites de phosphorylation, le récepteur est réceptif 
aux ligands et résistant à la désensibilisation homologue (L. R. Potter et Hunter 1999).  
b. La désensibilisation hétérologue 
 Une exposition à des hormones de croissance comme l‘Ang II et l’ET-1 induit également 
une désensibilisation de GC-A. Ce processus semble impliquer la PKC (protein kinase c) puisque 
des activateurs de PKC miment cette réponse. Quand des cellules mésangiales glomérulaires 
sont traitées à l’ANP, la production de GMPc est activée. Au cours d’un traitement à l’ANP, 
l’ajout d’Ang II inhibe cette production de GMPc en deux temps: durant la phase initiale elle 
active une PDE dépendante du calcium (Ca2+) et de la calmoduline puis l’inhibition est 
maintenue dans le temps via l’activation d’une PKC inhibitrice de la GC (Haneda et al. 1991). 
Ces résultats confortent ceux trouvés précédemment dans des cellules de muscle lisse (CML) 
aortique (Smith et Lincoln 1987). De plus, l’ET-1 inhibe également la production de GMPc par 
l’ANP dans des CML via l’activation de PKC (Jaiswal 1992).  
L’activation de la PKC se fait via la signalisation PLC (phospholipase C) et engendre la 
déphosphorylation du KHD du GC-A soit par activation d’une phosphatase soit par inhibition 
d’une kinase (L. R. Potter et Garbers 1994). Lors de la désensibilisation hétérologue, la 
déphosphorylation d’un seul site est impliquée alors que dans la désensibilisation homologue, 
tous les sites sont déphosphorylés. 
C) Internalisation, dégradation et recyclage du GC-A 
 La signalisation induite par l’ANP peut également être régulée/réprimée par internalisation 
puis dégradation via la voie lysosomale du complexe ANP/GC-A. On estime qu’environ 60% 
des complexes internalisés seraient soumis à cette voie de dégradation, le reste serait recyclé 
à la membrane plasmique (Pandey, 2002).  L’internalisation du complexe ANP/GC-A a 
longtemps été débattue cependant une étude récente a démontré que l’ANP entraine 
l’internalisation du GC-A via une voie dépendante de la clathrine. Cette voie implique le 
regroupement du « cargot » ligand/récepteur dans les fosses de clathrine et l’invagination de 
la membrane plasmique, formant ainsi des vésicules recouvertes de clathrine (Somanna et al. 
2018).  
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III- Dégradation des peptides natriurétiques
1) Le récepteur de clairance, NPRC
A) Structure du NPRC
 Le NPRC est le plus abondant des récepteurs aux PN (Maack, 1992). Il est exprimé dans de 
nombreux tissus comme le cœur, les poumons, le foie, les reins ,le placenta, les muscles lisses 
aortiques, les cellules endothéliales, le système nerveux central, les adipocytes, les muscles 
squelettique, le foie (Lincoln R. Potter, Abbey-Hosch, et Dickey 2006). Le NPRC est codé par le 
gène Npr3 (natriuretic peptide receptor 3) localisé sur les chromosomes 5 et 15 
respectivement chez l’humain et la souris et il est constitué de 8 exons et 7 introns (Rahmutula 
et al. 2002). Contrairement au GC-A, ce récepteur est un homodimère dépourvu de domaine 
GC qui n’induit pas la synthèse de GMPc mais qui est impliqué dans la dégradation des PN. 
Avec un poids moléculaire de 65 kb, il est composé d’un domaine extracellulaire de 436 aa, un 
domaine transmembranaire de 23 aa et un domaine intracellulaire de 37 aa (Fuller et al. 1988). 
Le domaine extracellulaire du NPRC présente 30% d’homologie avec celui du GC-A (van den 
Akker 2001). L’affinité du NPRC est plus forte pour l’ANP que pour le BNP chez l’humain et le 
rat (Potter et al., 2006) ce qui peut expliquer la demi-vie plus longue du BNP comparée à l’ANP. 
B) Internalisation du NPRC
 C’est l’utilisation d’un analogue de l’ANP, le C-ANP4-23, qui a permis la découverte de la 
clairance des PN par le NPRC en 1987 (Maack et al. 1987). Dépourvu de la structure en anneau, 
le C-ANP4-23 est un agoniste sélectif et spécifique du NPRC. Il a été montré que dans le rein, 
le C-ANP4-23 occupe environs 99% des sites de liaison de l’ANP mais n’induit pas d’effet 
détectable sur ce tissu. Or, lors d’une infusion d’ANP chez le rat, une augmentation de 
l’excrétion de sodium et une diminution de la pression sanguine sont observées. De plus, 
quand les rats sont infusés avec du C-ANP4-23,  les niveaux plasmatiques ainsi que les effets 
de l’ANP endogène sont augmentés, ce qui suggère l’existence d’un récepteur qui induirait la 
dégradation de l’ANP (Almeida et al. 1989). Des expériences complémentaires ont confirmé 
cette hypothèse et ont montré que le NPRC induit l’internalisation des PN et leur hydrolyse 
lysosomale pour les éliminer de la circulation.  




 L’internalisation du NPRC est constitutive, elle a lieu même en absence de ligand. Lorsque 
l’on bloque la synthèse de novo du NPRC, les niveaux de récepteurs situés à la surface des 
cellules ne sont pas modifiés ce qui indique un recyclage important des NPRC internalisés 
(Nussenzveig, Lewicki, et Maack 1990). 
C) Signalisation du NPRC 
 Longtemps considéré comme un simple récepteur de clairance, le NPRC a également un 
rôle physiologique. Il a été montré que le C-ANP4-23 inhibe l’activité adenylyl cyclase (AC) 
dans des CML vasculaires d’une façon dose dépendante et sans affecter les niveaux de GMPc. 
Lorsque la liaison du C-ANP4-23 au NPRC est bloquée par un ASO (antisense oligonucleotide), 
l’inhibition de l’AC est atténuée de façon dose et temps dépendante (Palaparti, Li, et Anand-
Srivastava 2000). De plus, d’autres études ont révélé que l’inhibition de l’activité AC via le 
NPRC implique son domaine cytoplasmique de 37 aa. Ce domaine lie et active les protéines 
Gi1/2, inhibitrices de l’AC, grâce à une séquence de 17 aa (Anand-Srivastava, Sehl, et Lowe 
1996; Murthy et al. 2000).  Cependant l’importance physiologique de cette voie activée par le 
NPRC est peu connue à ce jour.  
2) Dégradation enzymatique des peptides natriurétiques 
 Les PN sont dégradés par des protéases extracellulaires et notamment la NEP (neprilysin) 
et l’IDE (insulin-degrading enzyme). Le BNP peut également être dégradé par la DPP4 et la 
méprine A mais peu de choses restent connues à ce jour sur la relevance physiologique de ces 
enzymes sur les concentrations plasmatiques de PN. 
A) La néprilysine  
 La NEP est une métalloprotéase transmembranaire dépendante du zinc qui clive et dégrade 
plusieurs peptides sur des acides aminés de résidus hydrophobes comme les enképhalines, les 
angiotensines, l’ocytocine. Elle est localisée à la membrane des cardiomyocytes, fibroblastes, 
CML, cellules endothéliales et au niveau de la lumière du tubule proximal rénal (Vanneste et 
al. 1988). Sept sites de clivage de l’ANP par la NEP ont été identifiés (R4-S5, C7-F8, R11-M12, R14-
I15, G16-A17, G20-L21 and S25-F26) mais l’attaque initiale arrive entre la cystéine (C7) et la 
phénylalanine (F8). Elle coupe la structure en anneau ce qui désactive le peptide (Stephenson 
et Kenny 1987; Vanneste et al. 1988). La NEP clive le BNP humain au niveau des liaisons M5–




V6 puis au niveau de la liaison R17-I18 qui ne se trouvent pas dans la structure en anneau. De 
manière générale, la NEP cible préférentiellement l’ANP (Kenny, Bourne, et Ingram 1993).  
B) L’enzyme dégradant l’insuline  
 L’IDE est une métalloprotéase dépendante du zinc ubiquitaire impliquée dans la 
dégradation d’enzymes telles que l’insuline et l’EGF (epidermal growth factor). Elle présente 
également une forte affinité pour l’ANP (Müller et al. 1991). L’IDE clive séquentiellement 
l’ANP, premièrement au niveau des site S25-F26, puis au niveau des sites R3-R4, D13-R14 et 
termine entre C7 et F8 (Müller et al. 1992). De la même manière, le BNP est clivé au niveau des 
sites R24-R25 puis G6-R7 et D10-R11. L’IDE clive rapidement l’ANP le rendant incapable d’induire 
une augmentation de GMPc intracellulaire. L’IDE a une meilleure affinité pour les PN que la 




Figure 4 : Mécanismes de dégradation des PN. Les PN peuvent être dégradés via leur liaison au NPRC. 
Le NPRC est internalisé puis soit dégradé soit recyclé à la membrane plasmique. Les PN peuvent aussi 
être dégradés par clivages enzymatiques. En rose sont représentés les sites de clivage de la NEP et en 
violet les sites de clivage de l’IDE. 
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IV- Fonctions du système ANP/GC-A dans la sphère
cardiovasculaire et rénale
Le système ANP/GC-A est majoritairement étudié pour son rôle dans l’homéostasie des 
fluides et la fonction cardiaque. En effet, l’ANP a un effet hypotenseur et hypovolémique par 
des actions diurétiques et natriurétiques, par une vaso-relaxation des CML et l’augmentation 
de la perméabilité endothéliale, ainsi que par l’antagonisme du système rénine-angiotensine. 
Il exerce également des effets autocrines et paracrines sur le cœur afin d’inhiber 
l’hypertrophie et la fibrose cardiaque. 
1) Effets endocrines de l’ANP
A) Natriurèse et diurèse
 Comme leurs noms l’indiquent les PN induisent la natriurèse c’est à dire l’excrétion de 
sodium (Na+) qui s’accompagne également de la diurèse, l’excrétion d’urine. En effet, dans le 
rein, l’ANP augmente le niveau de filtration glomérulaire en stimulant la vasodilatation des 
artérioles afférentes et en inhibant leur vasoconstriction. Aussi, il inhibe la réabsorption de 
Na+ dans le canal collecteur médullaire rénal en inhibant le canal Na+ apical et le canal Na+/K+-
ATPase basolatéral. De plus, l’ANP inhibe le système rénine/angiotensine/aldostérone qui se 
répercute à trois niveaux. Ceci diminue à la fois le transport de sodium et d’eau dans le tubule 
proximal induit par l’Ang II, la sécrétion de rénine par les cellules granulaires 
juxtaglomérulaires et la synthèse d’aldostérone par la glande adrénale (Lugnier et al. 2019). 
Ces effets de l’ANP sur le rein sont exclusivement induits par le GC-A car ils sont complètement 
perdus chez des animaux GC-A déficients (Kishimoto, Dubois, et Garbers 1996). 
B) Vasodilatation
 a. Relaxation des cellules musculaires lisses
  L’ANP a un effet vasorelaxateur via l’activation du GC-A et de la PKG I.  En effet, les souris 
déficientes pour PKG I (PKG I KO) ne présentent pas de vasodilatation en réponse à une 
élévation en GMPc induite par l’ANP ou le NO (Pfeifer et al. 1998). De plus, la délétion 
spécifique de GC-A dans les CML abolie totalement les effets vasodilatateurs de l’ANP 
(Holtwick et al. 2002). La PKG I stimule la relaxation des CML en diminuant le niveau de ca2+ 
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intracellulaire par des phosphorylations activatrices ou inhibitrices de différents canaux 
calciques. En effet, une fois activée, la PKG I stimule SERCA (Ser Ca2+-ATPase), le canal faisant 
entrer le ca2+ cytoplasmique et inhibe le récepteur IP3R (inositol (1, 4, 5) triphosphate receptor) 
responsable de la sortie du Ca2+ dans le réticulum sarcoplasmique (RS). D’autre part, la PKG I 
stimule la sortie et inhibe l’entrée du Ca2+ intracellulaire par l’activation ou l’inhibition de 
canaux Ca2+/ATPase membranaires. Aussi, la PKG I active par phosphorylation le canal K+/Ca2+ 
causant ainsi une hyperpolarisation membranaire. Cette hyperpolarisation inhibe l’influx 
calcique par les canaux voltages calciques (Carvajal et al. 2000).  
 b. Perméabilité endothéliale
 L’administration d’ANP synthétique à des souris augmente la perméabilité microvasculaire 
à l’albumine et diminue la volémie. Ces effets sont absents chez des souris ayant une délétion 
de GC-A spécifiquement dans les cellules endothéliales (EC GC-A KO). Les souris EC GC-A KO 
ont une hypervolémie chronique avec un volume plasmatique augmenté de 11 à 13%. En 
comparaison, les souris GCA-KO, qui ont une délétion systémique et globale de GC-A, le 
volume plasmatique est augmenté d’environ 30%. Ces résultats indiquent que la modulation 
de la perméabilité endothéliale par le système ANP/GC-A est critique dans les actions 
hypovolémique de l’ANP (Sabrane et al. 2005). 
C) Inhibition du système rénine angiotensine aldostérone
L’ANP régule la pression sanguine en partie par l’inhibition du système rénine-angiotensine 
II-aldostérone. La rénine est une enzyme sécrétée par les cellules juxtaglomérulaires rénales.
Elle clive l’angotensinogène en angiotensine I qui est ensuite converti en Ang II. L’Ang II stimule 
la vasoconstriction et la libération d’aldostérone, une hormone importante dans la régulation
de la réabsorption de Na+ dans le canal collecteur cortical rénal. Des doses physiologiques
d’ANP diminuent fortement les niveaux de rénine et d’aldostérone. Dans la glande adrénale,
l’ANP diminue les niveaux d’Ach, d‘Ang II et d’aldostérone. Les souris déficientes pour GC-A
(GC-A KO) présentent des niveaux plasmatiques d’aldostérone 2 fois plus élevés que des souris
WT ce qui suggère l’implication du GC-A dans les effets de l’ANP sur l’aldostérone. L’inhibition
de la sécrétion de rénine requiert la PKG II. Les souris déficientes pour la PKG II ont des niveaux
d’expression de rénine plus élevés que des souris WT et sont résistantes à l’inhibition de la
sécrétion de rénine induite par l’augmentation de GMPc (Wagner et al. 1998).
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D) Rôles dans le système nerveux central
 L’ANP a d’abord été trouvé dans l’hypothalamus qui est la source principale des PN dans le 
cerveau. Il est également présent dans le cortex cérébral, le cervelet, l’aire limbique, le bulbe 
olfactif, le thalamus et le striatum (Hodes et Lichtstein 2014). En accord avec un rôle 
hypovolémique, l’ANP induit une diminution de la soif. En 1992, une étude a montré qu’une 
infusion d’ANP chez des individus sains diminue la prise hydrique (Burrell, Palmer, et Baylis 
1992). De plus, l’injection intra-ventriculaire d’ANP induit une inhibition de la soif de façon 
dose dépendante chez des rats, associée à une diminution de l’appétence pour le sel. Il est 
suggéré que c’est en modulant la sécrétion d’hormones telles que l’arginine, la vasopressine 
et l’Ang II, connues pour augmenter la prise hydrique, que l’ANP diminue la soif (Bartness et 
Ryu 2015). 
2) Effets locaux de l’ANP
A) Anti-hypertrophie cardiaque
 Les souris GC-A KO ou déficientes pour l’ANP (ANP KO) présentent une hypertrophie 
cardiaque sans modification de la pression sanguine, même lorsqu’elles sont traitées par un 
anti-hypertenseur depuis la naissance (Knowles et al. 2001). La délétion de GC-A 
spécifiquement dans les cardiomyocytes induit également une hypertrophie cardiaque 
(Holtwick et al. 2003). A l’inverse, les souris transgéniques surexprimant l’ANP ont des cœurs 
plus petits (Barbee et al. 1994). Ces résultats ont permis de montrer que le système ANP/GC-
A joue un rôle anti-hypertrophique dans le cœur, de façon indépendante de ses rôles dans la 
pression sanguine et dans l’homéostasie des fluides. Plusieurs mécanismes ont été suggérés 
in vitro mais des analyses complémentaires sont nécessaires pour adresser cette question. 
B) Fibrose atriale
 L’ANP antagonise l’action pro-fibrotique du TGF-β (transforming growth factor β), de l’Ang 
II et de l’ET-1. En effet, la fibrose myocardique induite chez des rats est diminuée suite à 
l’administration d’ANP (Tsuneyoshi et al. 2004). Dans des modèles de souris pro-fibrotiques 
par sur-activation de TGF-β ou par constriction aortique transversale (TAC), la délétion du 
récepteur de clairance NPRC supprime la fibrose atriale (Rahmutula et al. 2019). L’effet anti-
fibrotique de l’ANP résulterait d’une activation intracellulaire de la PKG, suite à la liaison de 




l’ANP sur son récepteur GC-A. La PKG phosphoryle la protéine Smad3 (SMAD family member 
3) ce qui empêche sa translocation dans le noyau. De par l’activation de la PKG, l’induction de 
la fibrose par le TGF- β, qui nécessite l’activation de gène pro-fibrotiques via Smad3 dans le 
noyau, est alors bloquée (Li et al. 2008).   
 
 
Figure 5 : Effets principaux de l’ANP dans la régulation de la volémie et la pression sanguine. 
 
3) Modulation des PN en conditions physiologiques et pathologiques 
A) Conditions physiologiques 
L’activité physique : 7 jours d’inactivé physique mimée par un bed rest ou un head-down bed 
rest induisent une diminution marquée de la concentration plasmatique de pro-ANP chez des 
jeunes hommes en bonne santé (Gauquelin et al. 1996; Zois et al. 2017). A l’inverse, au cours 
d’un exercice physique, la sécrétion d’ANP est augmentée (Haufe et al. 2015). En effet, un 
exercice aigu sur un vélo augmente les niveaux plasmatiques d’ANP d’un facteur 2 , qui résulte 
probablement d’une augmentation de la pression de remplissage cardiaque (Barletta et al. 
1998). 
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Une immersion dans l’eau : L’immersion dans l’eau jusqu’au cou induit une augmentation du 
volume sanguin central, de la pression veineuse centrale et une distension de l’oreillette 
cardiaque. Les niveaux plasmatiques d’ANP sont alors augmentés jusqu’à 3 fois à la fin de la 
troisième heure d’immersion (Epstein, Norsk, et Loutzenhiser 1989). Cependant, après 12h 
d’immersion dans de l’eau thermoneutrale (34,5°C), l’excrétion rénale de sodium est 
diminuée et corrèle avec une diminution des concentrations plasmatiques d’ANP chez 
l’Homme (Stadeager et al. 1992). 
Une exposition au froid. Une exposition au froid pendant 2 et 4 semaines à 6°C augmente les 
niveaux plasmatiques ainsi que le contenu atrial d’ANP chez des rats. Chez l’Homme, 
l’exposition au froid pendant 2h à 10°C augmente également les niveaux plasmatiques d’ANP. 
Dans ces études les auteurs suggèrent que l’induction de la sécrétion d’ANP par le froid est 
une réponse compensatoire à l’élévation de la pression sanguine et aux changements de la 
balance des fluides corporels. L’ANP pourrait ainsi contribuer à l’activation de la diurèse 
fréquemment observée au froid (Hassi et al. 1991; Yuan et al. 2009). 
B) Conditions pathologiques
Insuffisance cardiaque. Comme les PN sont sécrétés par un étirement de la paroi cardiaque, 
il n’est pas surprenant de voir leurs niveaux plasmatiques augmentés au cours d’une IC 
chronique. En condition physiologique, les niveaux plasmatiques du BNP sont très faibles mais 
ils deviennent très élevés lors d’une IC. Comme le BNP a une demi-vie plus longue que l’ANP 
et que ses niveaux corrèlent avec la sévérité de la pathologie, le BNP est utilisé comme 
marqueur de l’IC depuis de nombreuses années. Le NT-proBNP ayant une demi-vie plus longue 
que le BNP, c’est ce BNP inactif qui est quantifié dans le diagnostic de l’IC et des risques de 
mortalité associés (Wong, Guo, et Zhang 2017). 
Hémorragie. Chez des patients atteints d’hypovolémie, les niveaux plasmatiques d’ANP sont 
augmentés puis ils diminuent à nouveau après traitement (Putensen et al. 1992). Cependant 
de façon inattendue, une hémorragie sévère de 50% du volume sanguin total chez le rat induit 
une augmentation des niveaux plasmatiques d’ANP associée à une diminution de l’expression 
rénale de NPRC (Frajewicki et al. 1997). L’implication physiologique de cette augmentation 
reste inconnue. 
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Choc septique. Au cours d’un choc septique, défini par une hypotension persistante, les 
niveaux plasmatiques d’ANP sont 5 fois supérieurs à ceux de patients sains (Mitaka et al. 1993, 
1; Witthaut et al. 2003). 
Hypertension pulmonaire. Les patients atteints d’hypertension pulmonaire voient leurs 
niveaux de NT-proANP augmentés 5 à 10 fois comparés à ceux de patients sains (Wiedemann 
et al. 2001). De plus, l’hypoxie, pouvant causer l’hypertension pulmonaire, induit la 
transcription et la sécrétion d’ANP par les cardiomyocytes. La sécrétion d’ANP est un 
mécanisme compensatoire, de par les effets vasodilatateurs de l’ANP, pour moduler le 
développement de l’hypertension pulmonaire et le remodelage vasculaire. Les souris ANP KO 
ou GC-A KO développent une hypertension pulmonaire plus sévère que des souris sauvages 
au cours d’une exposition chronique à une hypoxie (Y.-F. Chen 2005).  

















Dans cette première partie nous avons abordé la physiologie du système ANP/GC-A qui est 
principalement connu pour ses effets dans l’homéostasie des fluides et la physiologie 
cardiaque. Cependant les actions endocrines du cœur induites par ce système ANP/GC-A ne 
s’arrêtent pas à l’axe rénal et cardiovasculaire. En effet, ces vingt dernières années, plusieurs 
rôles des PN dans les tissus métaboliques tels que le tissu adipeux et le muscle squelettique 
ont été découverts. Dans la partie suivante nous nous intéressons aux effets connus du 
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Partie II : La thermogénèse sans frisson 
 Plusieurs mécanismes se mettent en place chez les endothermes afin de maintenir une 
température corporelle stable malgré une fluctuation de la température environnementale.  
La thermoneutralité correspond à la température à laquelle la régulation de la température 
interne est achevée, c’est-à-dire sans activation de production ou de perte de chaleur. Lorsque 
la température ambiante est inférieure, deux mécanismes se mettent en place afin de 
maintenir leur température corporelle à une valeur physiologique et constante. Il y a la 
thermogénèse avec frisson qui implique la contraction de muscles squelettiques (dont je ne 
parlerai pas dans cette thèse) et la thermogénèse de non frisson qui implique la production 
de chaleur dans les tissus adipeux (Cannon et Nedergaard 2004). La thermogénèse sans frisson 
est un évènement physiologique au cours duquel l’homéostasie énergétique est finement 
régulée.  
I- La production de chaleur
1) Deux sites de production de chaleur
A) Les adipocytes bruns
a. Redécouverte du tissu adipeux brun chez l’Homme
 Pendant longtemps il était pensé que le tissu adipeux brun (BAT) existait seulement chez 
les rongeurs, les mammifères hibernants et les nouveau-nés humains mais des études au 
début des années 1990 ont révélé l’existence de ce tissu chez des adultes humains. Les 
anatomistes suggéraient la présence d’une glande au-dessus des épaules et le coté du cou 
d’adultes et reportaient des similarités morphologiques avec le BAT interscapulaire (iBAT) des 
rongeurs (Bonnot 1908; Rasmussen 1922). Cette idée était partagée par des études post-
mortem qui soulevaient la possibilité de présence de BAT chez des adultes humains tard dans 
la vie (Heaton 1972), mais le manque de techniques pour le prouver et déterminer son 
importance physiologique a ralenti l’étude de ce tissu. C’est l’utilisation de 18F-FDG-PET/CT 
scan (18F-fluoro-2-deoxy-d-glucose (18F -FDG) positron emission tomography computed 
tomography (PET/CT)) dans les années 2000 qui a permis de mettre en évidence l’existence 
de BAT actif chez l’individu adulte. Le PET/CT scan, qui permet d’observer l’activité 
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métabolique associée au captage de molécules radiomarquées par les tissus in vivo au cours 
d’un examen de radiologie, a permis une avancée considérable dans le diagnostic du cancer. 
En 2009, trois équipes dont celle de Wouter van Marken Lichtenbelt ont démontré 
moléculairement et physiologiquement la présence de BAT actif chez l’adulte humain en 
réponse à une exposition au froid (Cypess et al. 2009; van Marken Lichtenbelt et al. 2009; 
Virtanen et al. 2009). Il est maintenant bien établi que la majorité voire tous les adultes 
humains possèdent du BAT. Chez l’Homme et notamment les nouveau-nés et enfants en bas 
âge, on retrouve le iBAT qui permet la production de chaleur juste après la naissance et qui 
disparait progressivement. Chez l’adulte, les dépôts de BAT se trouvent au niveau des régions 
cervicales, supraclaviculaires, paravertébrales et suprarénales permettant ainsi le 
réchauffement du sang destiné au cerveau (Sidossis et Kajimura 2015). Chez le rongeur, le BAT 
est surtout localisé au niveau des régions supraclaviculaires, interscapulaires et perirénales. 
Le dépôt le plus abondant, le plus facile d’accès et donc le plus étudié chez la souris est l’iBAT 
(F. Zhang et al. 2018).  
 
Figure 6 : Localisation anatomique du tissu adipeux blanc sous-cutané,  du tissu adipeux blanc 
viscéral et du tissu adipeux brun, chez la souris et l’Homme. Adapté de (Schoettl, Fischer, et Ussar 
2018) 




b. Structure du tissu adipeux brun 
 Le BAT est un tissu très vascularisé et innervé par le système nerveux sympathique. 
Majoritairement composé d’adipocytes bruns, il contient également des cellules immunes, 
des cellules vasculaires telles que des cellules endothéliales et des péricytes, et des 
progéniteurs préadipocytaires. Les adipocytes bruns sont de forme polygonale et de petite 
taille (15-60µm). Ils contiennent de multiples petites gouttelettes lipidiques multiloculaires, 
un grand nombre de mitochondries et un noyau ovale central (Peirce, Pellegrinelli, et Vidal-
Puig 2016).  
 Les adipocytes bruns qui composent le BAT sont connus pour être homogènes. Cependant 
une étude récente du groupe de Cinti a rapporté l’existence de deux populations distinctes 
d’adipocytes bruns. Suite à une exposition au froid ou à l’administration d’un agoniste du 
récepteur β3-adrénergique (β3-AR), les adipocytes expriment soit des niveaux élevés soit des 
niveaux faibles d’UCP1  constituant ainsi le « phénomène Harlequin » (Cinti et al. 2002). Grâce 
à l’utilisation de techniques récentes, le séquençage d’ARN de cellule unique et les modèles 
murins capables de tracer différentes populations cellulaires, Song et al. ont, de façon 
élégante, caractérisé cette hétérogénéité. Deux populations d’adipocytes bruns ont été 
identifiées : des cellules avec une forte activité thermogénique et une forte expression 
d’adiponectine et d’UCP1 et d’autre part des cellules avec une faible activité thermogénique 
et une faible expression d’adiponectine et d’UCP1. Ces dernières comparées aux premières, 
ont des gouttelettes lipidiques plus grosses, un contenu mitochondrial plus faible et sont 
spécialisées dans le stockage d’acides gras (AG) (Oguri et Kajimura 2020; Song et al. 2020).  
B) Les adipocytes beiges  
 a. Distribution anatomique du tissu adipeux blanc 
 Le tissu adipeux blanc (WAT) est composé de préadipocytes, d’adipocytes, de cellules 
immunes et de cellules vasculaires qui sont entourés de matrice extracellulaire. Ce tissu est 
réparti dans tout l’organisme sous forme de plusieurs dépôts que l’on peut catégoriser en 
tissu adipeux sous-cutané (scWAT) et tissu adipeux viscéral (vWAT). Chez l’Homme, le scWAT 
est situé sous la peau et représente 80% de la masse grasse chez un individu mince. Le vWAT 
lui n’en représente que 10-20% et est localisé en intrapéritonéal, intra-abdomial mais aussi 
péricardiaque, périvasculaire et rétropéritonéal (rpWAT). Chez la souris on retrouve du scWAT 




dans la partie antérieure interscapulaire, sous-scapulaire, axillo-thoracique et cervicale et la 
partie postérieure dorso-lombaire, inguinale (iWAT) et fessière. Le vWAT est localisé de la 
même façon que chez l’Homme avec un dépôt adipeux en plus au niveau péri-gonadique 
(eWAT). 
 b. Morphologie des adipocytes blancs et beiges 
 Dans le WAT, on retrouve deux populations d’adipocytes qui ont des morphologies et des 
fonctions différentes : les adipocytes blancs et les adipocytes beiges. Les adipocytes blancs 
ont une forme sphérique, une grande taille (25-200µm) et sont peu vascularisés. Ils se 
composent d’une gouttelette lipidique uniloculaire, peu de mitochondries et un noyau aplati 
et périphérique. Leur rôle principal est le stockage et la libération d’AG. Les adipocytes beiges 
possèdent des caractéristiques d’adipocytes blancs et bruns. En effet, en condition basale ils 
ont une forme sphérique mais sont plus petits que les adipocytes blancs et ils contiennent une 
gouttelette lipidique uniloculaire et peu de mitochondries. Après stimulation thermogénique, 
leurs caractéristiques morphologiques se rapprochent d’avantage de celles des adipocytes 
bruns, avec l’apparition de plusieurs petites gouttelettes lipidiques et une augmentation du 
nombre de mitochondries (El Hadi et al. 2019). Leur fonction principale est alors la production 
de chaleur. Cette émergence d’adipocytes beiges dans le tissu adipeux blanc est ce qu’on 




Figure 7 : Différences morphologiques entre les adipocytes blancs, beiges et bruns. 
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c. Origine des adipocytes beiges
 Les travaux de Patrick Seale et Bruce Spiegelman ont montré que Prdm16 (PR domain 
containing 16) est un co-régulateur de transcription qui contrôle le développement 
d’adipocytes bruns et que la surexpression de Prdm16 dans le WAT favorise l’émergence 
d’adipocytes beiges. Prdm16 étant fortement exprimé dans le scWAT de souris comparé au 
niveau d’expression dans le vWAT, nous savons que le brunissement est plus élevé dans le 
scWAT que dans le vWAT (Seale et al. 2011, 16). Néanmoins, l’origine de ces adipocytes beiges 
reste non élucidée et est un sujet débattu. Deux mécanismes sont suggérés : la génération 
d’adipocytes beiges à partir de progéniteurs ou la conversion d’adipocytes blancs matures en 
adipocytes beiges.  
→ Les adipocytes beiges proviennent de la transdifférenciation d’adipocytes blancs
Plusieurs études proposent l’apparition d’adipocytes beiges à partir de la
transdifférenciation d’adipocytes blancs, c’est-à-dire la différenciation d’adipocytes blancs en 
adipocytes beiges sans étape de dédifférenciation. 
Une acclimatation au froid n’augmente pas la densité de préadipocytes, le nombre 
d’adipocytes ou encore le contenu en ADN dans le WAT, ce qui suggère que les mécanismes 
de prolifération cellulaire ne sont pas impliqués dans le brunissement (Barbatelli et al. 2010; 
Cousin et al. 1996; Lee et al. 2015). Pour tracer l’origine d’adipocytes beiges induits par le 
froid, l’équipe de Lee a tagué les cellules exprimant un marqueur de progéniteurs 
adipocytaires, PDGFRα (platelet derived growth factor receptor α). En parallèle, l’utilisation de 
souris adiponectin-CreERT2 a permis le marquage spécifique des adipocytes matures via 
l’expression d’un gène rapporteur. A l’aide de ces deux « marquages » ils ont observé qu’une 
exposition au froid n’augmente pas la prolifération ou le recrutement de préadipocytes dans 
l’iWAT. En revanche, presque tous les adipocytes beiges induits par le froid dérivent 
d’adipocytes matures exprimant le gène rapporteur 10-17 jours plus tôt, et sont donc des 
adipocytes blancs matures transdifférenciés (Lee et al. 2015).  
→ Les adipocytes beiges proviennent de la différenciation de novo de précurseurs
adipocytaires.
 La notion d’émergence d’adipocytes beiges à partir de la différenciation de précurseurs 
dans le WAT a émergé des travaux de l’équipe de Bruce Spiegelman. Ils ont découvert 
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plusieurs populations distinctes de précurseurs d’adipocytes blancs et beiges qui expriment 
différents gènes. La lignée de cellules beiges exprime peu d’UCP1 (uncoupling protein 1) en 
condition basale mais les niveaux peuvent être augmentés de façon similaire à ceux des 
lignées de cellules brunes. Ces précurseurs d’adipocytes beiges expriment CD137 et TMEM26 
(transmembrane protein 26) qui ont été identifiés comme nouveaux marqueurs spécifiques 
d’adipocytes beiges (J. Wu et al. 2012). D’autre part, l’équipe de Philipp Scherer a développé 
le modèle de souris AdipoChaser qui permet de marquer de façon inductible les adipocytes 
matures in vivo. Ce modèle est la combinaison de 3 lignées transgéniques : adiponectin-rtTA, 
TRE-Cre, Rosa26-loxP-stop-loxP-lacZ. En présence de doxycycline, dans les adipocytes matures 
exprimant l’adiponectine, rtTA active le promoteur TRE qui induit l’expression de la Cre. Cette 
Cre élimine les sites loxP placés autour de la cassette STOP ce qui permet l’expression du gène 
rapporteur LacZ. Les cellules exprimant LacZ peuvent être colorées en bleu avec un substrat 
β-galactosidase (β-gal). Après un traitement à la doxycycline, les souris AdipoChaser ont été 
exposées au froid et dans le scWAT, certains adipocytes sont négatifs pour la coloration β-gal 
ce qui montre qu’ils n’étaient pas présents en amont, pendant le traitement à la doxycycline. 
Ces cellules LacZ négatives expriment la perilipine, un marqueur spécifique de la gouttelette 
lipidique, UCP1 et le marqueur d’adipocytes beiges Cited1. Les cellules LacZ positives 
n’expriment que la perilipine. Ces résultats indiquent qu’une fraction des adipocytes beiges 
induits par une exposition au froid apparaissent via la différenciation de novo de cellules 
autres que des adipocytes matures (Q. A. Wang et al. 2013). 
C) Distinctions d’adipocytes entre l’Homme et la souris
 Le clonage et l’analyse de l’expression de gènes dans des adipocytes bruns et beiges de 
rongeurs a permis de déterminer la nature du BAT humain. De façon intéressante, le BAT 
d’adultes humains est enrichi en marqueurs moléculaires sélectifs des adipocytes beiges et au 
contraire il exprime très peu de marqueurs sélectifs d’adipocytes bruns murins (Lidell et al. 
2013; Sharp et al. 2012; J. Wu et al. 2012). Les compositions adipocytaires des BAT humains 
et murins sont alors différentes.   




2) Activité thermogénique 
A) La thermogénèse dépendante d’UCP1 
 a. La chaine de transfert des électrons 
Les mitochondries convertissent l’énergie issue du glucose et des acides gras (AG) en énergie 
utilisable par la cellule sous forme d’ATP. Cette conversion nécessite 3 grandes étapes : 
 - La production d’acétylCoA (acetyl-coenzyme A) à partir de glucose ou d’AG cytosoliques : en 
présence d’oxygène le glucose est transformé en pyruvate au cours de la glycolyse. Ce 
pyruvate entre ensuite dans la mitochondrie et est oxydé et décarboxylé en acétyl-CoA. 
D’autre part, suite à leur entrée dans la cellule, les AG sont transformés en acyl-CoA. L’acyl-
CoA entre dans la mitochondrie et est oxydé en acétyl-CoA au cours de la β-oxydation. 
- Le cycle de Krebs : l’acétyl-CoA entre dans le cycle de Krebs qui comprend 8 réactions 
enzymatiques permettant la production de cofacteurs réduits NADH, et FADH2 
- La chaine de transfert des électrons: Le NADH, et le FADH2 générés par le cycle de Krebs ou 
au cours d’autres réactions métaboliques, alimentent la chaine de transfert des électrons au 




Figure 8 : Représentation de la fonction mitochondriale.  
 




La chaine de transfert des électrons est constituée de 5 complexes protéiques, dits complexes 
OXPHOS (oxidative phosphorylation), localisés dans la membrane interne mitochondriale. Le 
NADH et le FADH2 issus de la glycolyse, la β-oxydation et le cycle de Krebs sont transférés dans 
la matrice interne pour être réoxydés en NAD+ et FAD par les complexes I et II. Les complexes 
I et II transfèrent les électrons issus de cette oxydation à l’ubiquinone, un porteur d’électron 
mobile qui transporte alors les électrons reçus au complexe III. Lors de ces transferts 
d’électrons, le complexe I pompe des protons de la matrice mitochondriale vers l’espace 
intermembranaire ce qui génère un gradient de concentration de protons à travers la 
membrane interne. Le complexe III, en injectant des protons dans l’espace intermembranaire, 
transfère des électrons à un autre transporteur d’électrons mobile, le cytochrome C. Le 
cytochrome C porte les électrons au complexe IV,  l’accepteur final d’électrons qui a pour rôle 
de réduire le dioxygène produit en eau. Les protons présents dans l’espace intermembranaire 
pourront se rendre dans la matrice intracellulaire seulement par leur passage dans le 
complexe V ou ATP synthase, ce qui génère à partir d’ADP (adenosine diphosphate), de l’ATP 
(Lewis et al. 2019). 
 b. Le découplage de la respiration par UCP1 
 Les mécanismes biologiques de la production de chaleur dans les adipocytes 
thermogéniques ont été largement étudiés dans les années 1970. La découverte de la 
production de chaleur dans la mitochondrie par un procédé de découplage via une protéine 
unique a eu lieu en 1976 et 4 ans ont été nécessaires pour que cette protéine soit isolée : cette 
protéine est UCP1 (C. S. Lin et Klingenberg 1980; Nicholls 1976). UCP1 permet le passage de 
protons de l’espace intermembranaire à la matrice mitochondriale en dissipant le gradient 
créé par l’activité de la chaine respiratoire et en libérant de l’énergie sous forme de chaleur. 
Les protons ne passant pas par l’ATP synthase, la chaine respiratoire est découplée.  
 La régulation de l’activation ou de l’inhibition de l’activité d’UCP1 n’est pas totalement 
connue cependant certains facteurs régulateurs ont été proposés. En effet, l’inhibition de 
l’activité d’UCP1 à l’état basal se fait par la liaison sur UCP1 de nucléotides tels que l’ADP, 
l’ATP, le GDP (guanosine diphosphate) et le GTP bloquant ainsi le passage de protons. D’autre 
part, il a été montré que les AG libérés lors d’une exposition au froid activent UCP1 mais leur 
mode d’action n’est pas clairement défini (Cannon et Nedergaard 2004). 




Figure 9 : Chaine de transfert des électrons et découplage par UCP1. H+ : proton ; e- : électron ; Q : 
ubiquinone ; C : cytochrome C ; I, II, III, IV V : complexes OXPHOS 
B) La thermogénèse indépendante d’UCP1
 Il a longtemps été pensé que la protéine UCP1 est indispensable pour la production de 
chaleur, cependant l’utilisation de souris déficientes pour UCP1 (UCP1 KO) a montré le 
contraire. En effet, les souris UCP1 KO acclimatées au froid arrivent à produire de la chaleur 
pour maintenir leur température corporelle au cours d’une exposition au froid. Des 
mécanismes thermogéniques compensatoires de l’absence d’UCP1 ont alors été suggérés 
(Roesler et Kazak 2020; Ukropec et al. 2006).  
a. Le cycle calcique
 Le groupe de Leslie Kozak a suggéré en 2006 un rôle possible du cycle calcique dans le 
brunissement de l’iWAT (Ukropec et al. 2006) mais c’est l’équipe de Shingo Kajimura qui l’a 
démontré 11 années plus tard. En effet, sur-exprimer PRDM16 dans des adipocytes beiges de 
souris UCP1 KO permet à ces souris de défendre leur température corporelle au cours d’une 
exposition au froid. Par l’analyse de séquençage d’ARNm suivi de nombreuses investigations 
in vivo et in vitro, les auteurs ont identifié l’implication du cycle calcique dans cette activation 
de la thermogénèse indépendante d’UCP1. En effet, en absence d’UCP1, le calcium libéré par 
le RS via RyR2 (ryanodin receptor 2) est récupéré par la pompe SERCA2b de façon ATP 
dépendante. Ce cycle calcique augmente l’utilisation de glucose et les dépenses énergétiques 
(Ikeda, 2017). 




 b. Le cycle créatine 
 Lors d’une  exposition au froid l’activité créatine kinase et l’expression de gènes du 
métabolisme de la créatine augmentent dans les adipocytes beiges des souris. Le cycle de la 
créatine est un mécanisme qui convertit l’ATP mitochondrial en ADP et induit donc une 
augmentation de la respiration. Des souris dont le tissu adipeux est déplété en créatine (due 
à une délétion génétique d’une étape de la biosynthèse de la créatine ou de son transport), 
présentent une diminution de leur activation thermogénique induite par le système 
adrénergique. L’induction du système créatine est présente même chez des souris UCP1 KO 
ce qui suggère qu’il s’agit d’un mécanisme compensatoire à l’absence d’UCP1 (Kazak et al. 
2015).  
II- La mobilisation de substrats pour alimenter la thermogénèse 
 Un approvisionnement important de substrats est nécessaire pour alimenter la production 
de chaleur dans les adipocytes bruns et beiges. Des mécanismes au niveau de l’organisme 
entier se mettent alors en place pour permettre d’une part la production de substrats 
énergétiques et notamment de glucose, AG et triglycérides (TG) et d’autre part l’entrée et 
l’utilisation de ces substrats dans les cellules thermogéniques. 
1) Le glucose 
 L’utilisation de 18F-FDG-PET/CT scan a permis d’observer le transport de glucose dans le 
BAT. Celui-ci est augmenté d’un facteur ≈12 chez l’Homme après une exposition au froid alors 
qu’il est inchangé dans le WAT et le muscle squelettique (Orava et al. 2011). L’entrée de 
glucose dans le BAT est réalisée par 2 transporteurs : GLUT1 (glucose transporter 1) insulino-
indépendant et GLUT4 (glucose transporter 4) insulino-dépendant. Suite à une exposition au 
froid, les expressions de GLUT1 et GLUT4 sont plus élevées dans le BAT que dans les autres 
tissus (Bartelt et al. 2011) ce qui permet un apport privilégié de glucose dans BAT. Les niveaux 
d’expression de GLUT4 et sa translocation à la membrane plasmatique sont augmentés suite 
à une exposition au froid in vivo (Gasparetti, 2003). 
Suite à son entrée dans la cellule, le glucose est métabolisé en pyruvate, c’est la glycolyse. La 
glycolyse contient 10 étapes enzymatiques dont la première est assurée par la HK2 
(hexokinase 2) et la dernière par la PKM (pyruvate kinase muscle isoform). L’expression des 




enzymes clés de la glycolyse, HK2 et PKM, ainsi que l’activité de la HK2 sont doublées dans le 
BAT de rats exposés au froid (Cooney et Newsholme 1982; Watanabe et al. 1987). En 2015, 
par une analyse transcriptomique à grande échelle du BAT de souris, il a été montré que les 
expressions de beaucoup d’enzymes de la glycolyse sont augmentées par le froid (Hao et al. 
2015). D’autre part, la délétion de HK2 et PKM in vitro bloque la glycolyse et diminue la 
respiration mitochondriale, un reflet de l’activité des mitochondries et donc de la production 
de chaleur (Winther et al. 2018). Aussi, il a été montré que suite à une exposition au froid, la 
protéine mTORC2 (mTOR Complex 2) est activée via la voie AMPc/PI3K et que mTORC2 en 
activant Akt induit l’entrée de glucose et la glycolyse dans le BAT (Albert et al. 2016). Ces 
études semblent indiquer une augmentation de la glycolyse dans le BAT suite à une exposition 
au froid. De plus il a récemment été montré que la glycolyse intracellulaire joue un rôle 
important dans la régulation de la thermogenèse du BAT. En effet, l’inhibition de la glycolyse 
bloque la stimulation optogénétique de la thermogenèse dans le BAT (Jeong, Chang, et Jo 
2018).  
En 1985, une étude a démontré qu’une exposition au froid stimule la néoglucogenèse 
hépatique chez des rats. Le BAT utilise du glucose pour produire de la chaleur, il serait alors 
physiologiquement pertinent de penser que le foie produit et apporte du glucose au BAT lors 
d’une exposition au froid (Shiota, Tanaka, et Sugano 1985). Cependant, à ma connaissance 
aucune étude ne l’a encore clairement démontré. 
2) Acides gras et triglycérides 
 Les AG activent UCP1 (Fedorenko, 2012) et fournissent du carburant pour la production de 
chaleur (cannon and nedergaard, 2004). Afin de permettre aux adipocytes bruns et beiges 
d’être approvisionnés en AG pour produire de la chaleur, l’utilisation de ceux-ci est augmentée 
(Bartelt et al. 2011). Il existe 4 sources principales d’AG pour les adipocytes thermogéniques: 
les AG endogènes générés par la lipolyse intracellulaire dans le BAT, les AG exogènes 
provenant de la lipolyse du WAT, les AG exogènes délivrés par les lipoprotéines riches en 
triglycérides (TG) (TRL) circulantes comme les chylomicrons intestinaux ou les VLDL (very low 
density lipoprotein) provenant du foie (bartelt 2011, Young, 2013), et enfin les AG provenant 
de la lipogenèse de novo (DNL). 
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A) La lipolyse dans les tissus adipeux blancs et bruns
 La lipolyse est l’hydrolyse d’une molécule de TG en 3 molécules d’AG et 1 molécule de 
glycérol par l’action d’enzymes hydrolytiques : les lipases. Chez les mammifères, 3 lipases 
agissent séquentiellement pour chacune libérer un acide gras. L’ATGL (adipose TG lipase) 
convertit les TG en diacylglycérols (DG) qui sont ensuite hydrolysés en monoacylglycérols (MG) 
par la LHS (lipase hormono sensible), puis clivés en glycérol et AG par la MGL 
(monoacylglycerol  lipase). Les AG ainsi générés peuvent être directement utilisés par la cellule 
productrice ou bien être libérés dans la circulation sanguine. 
 Une exposition au froid induit l’activation de l’ATGL et de la LHS dans le BAT et le WAT 
reflétant ainsi l’activation de la lipolyse (Zechner, 2012). Les AG générés dans le BAT sont 
directement utilisés par celui-ci alors que les AG fournis par le WAT sont libérés dans la 
circulation sanguine.  
  De façon intéressante, plusieurs études réalisées chez la souris ont montré que la lipolyse 
dans les adipocytes bruns, contrairement à celle dans les adipocytes blancs, n’est pas 
essentielle pour la thermogénèse induite par le froid. En effet, la déficience en ATGL dans le 
BAT ne compromet pas la réponse thermogénique des souris à une exposition au froid. 
Cependant lorsque la déficience en ATGL est induite seulement dans le WAT, les souris sont 
intolérantes au froid, à moins qu’elles ne soient nourries (Schreiber et al. 2017). Les mêmes 
conclusions ont été tirées par l’équipe de Liqing Yu avec l’utilisation de souris déficientes pour 
CGI-58 (comparative gene identification-58), un co-activateur de l’ATGL et donc de la lipolyse, 
spécifiquement dans le BAT ou le WAT (Shin et al. 2017). Cette équipe a également montré 
que l’inhibition de la lipolyse intra adipocytes bruns reprogramme le BAT à utiliser plus de 
glucose et stimule le brunissement du WAT (Shin 2017). 
B) La lipogenèse de novo dans le BAT
  Au cours d’une exposition au froid, le BAT joue un rôle catabolique prédominant en 
utilisant et oxydant les lipides pour produire de la chaleur. Cependant paradoxalement il a été 
montré qu’il joue également un rôle anabolique en synthétisant des AG à partir de substrats 
non lipidiques et notamment de carbohydrates, c’est la lipogenèse de novo (DNL). Sachez-
Gurmaches et al. ont montré chez la souris que la voie de la DNL est l’une des plus induites 
par  une exposition à des températures inférieures à la thermoneutralité, et notamment à des 




températures de 22°C et 4°C, et que Akt2 stimule la DNL par l’activation de la transcription de 
ChREBP (carbohydrate response element binding protein) (Sanchez-Gurmaches, 2018).  
C) Les lipoprotéines riches en triglycérides 
 Les AG peuvent également provenir des TRLs, comprenant les chylomicrons intestinaux, ou 
encore des VLDL hépatiques. Afin de pouvoir entrer dans les cellules adipeuses, les AG sont 
libérés des TRLs par l’action de la LPL (lipoprotein lipase) puis transportés à travers la 
membrane plasmique par la protéine CD36 (Khedoe et al. 2015). Suite à une exposition au 
froid, l’expression et l’activité de la LPL dans le BAT sont augmentées. En parallèle, l’expression 
de la protéine ANGPTL4 (Angiopoietin-like 4), inhibitrice de l’activité de la LPL, est diminuée 
dans le BAT et augmentée dans le WAT ce qui permet aux AG d’être adressés plutôt dans le 
BAT (Dijk et al. 2015). L’absence d’ANGPTL4 dans le BAT augmente l’oxydation des AG et la 
production de chaleur (Singh et al. 2018). Les souris déficientes pour CD36, ne parviennent 
plus à faire entrer d’AG dans les adipocytes bruns/beiges ce qui les rend intolérantes au froid 
(Putri et al. 2015). L’entrée des AG dans les adipocytes thermogéniques est alors essentielle 
pour la production de chaleur.  
 
Figure 10 : Mobilisation et utilisation de glucose et d’acides gras au cours d’une exposition au froid.  
Les AG peuvent provenir de la lipolyse dans le BAT, de la lipolyse dans le WAT ou de l’hydrolyse de TG 
par le LPL, présents dans les VLDL ou les chylomicrons. Pour entrer dans les adipocytes bruns, le glucose 
passe par les transporteurs GLUT1 et GLUT4. Les AG passent par CD36. Dans le BAT il y a également 
une activation de la DNL et de la glycolyse.  




3) Autres substrats énergétiques 
 L’équipe de Claudio Villanueva a identifié les acylcarnitines comme nouvelle source 
d’énergie pour la thermogénèse du BAT. En réponse à une exposition au froid, les AG libérés 
par la lipolyse induisent dans le foie l‘activation du récepteur nucléaire HNF4α (hepatocyte 
nuclear factor 4α) qui stimule l’oxydation hépatique des AG au cours de laquelle les 
acylcarnitines sont générées. Les acylcarnitines sont ensuite libérées dans la circulation 
sanguine comme l’atteste l’augmentation de leurs niveaux plasmatiques en réponse au froid. 
Ces acylcarnitines sont ensuite utilisés par le BAT et le muscle squelettique et plus faiblement 
par le WAT et le foie (Simcox et al. 2017).  
 
III- Contrôle de la thermogénèse par le système β-adrénergique 
1) Le système β-adrénergique : principal contrôle de la thermogénèse 
 La thermogénèse sans frisson est principalement induite par le système nerveux 
sympathique notamment via la noradrénaline et les récepteurs β-AR. En effet, lors d’une 
exposition au froid, des signaux afférents des thermorécepteurs de la peau arrivent à 
l’hypothalamus. La première réponse induite est une vasoconstriction afin de relocaliser 
l’afflux sanguin au niveau du tronc contenant tous les organes vitaux. La dissipation de chaleur 
est diminuée mais aussi les signaux afférents sont augmentés par la diminution de la 
température de la peau, afin que le centre régulateur thermogénique s’active. 
L’hypothalamus répond également par la libération de catécholamines, notamment la 
noradrénaline, au niveau des terminaisons nerveuses situées dans le tissu adipeux (Jiang et 
al., 2017). La noradrénaline se fixe dans le BAT et le WAT sur ses récepteurs β-AR pour induire 
une réponse thermogénique et lipolytique.  
A) Les récepteurs β-adrénergiques   
 Les β-AR sont des récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) associés aux protéines Gs.  Il 
existe trois types de récepteurs β-AR : le β1-AR, β2-AR et le β3-AR. La noradrénaline lie les 
récepteurs β-AR dans l’ordre croissant de préférence suivant : β1-AR> β2-AR >β3-AR.  
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a. Les récepteurs β-adrénergiques chez la souris
 Dans les adipocytes bruns matures de souris, bien que le β1-AR soit exprimé, c’est le β3-AR 
qui est le plus abondant des β-AR (Nahmias et al. 1991). L’expression du β3-AR est restreinte 
aux adipocytes matures alors que le β1-AR est aussi exprimé dans la SVF (faction stroma-
vasculaire) qui contient les progéniteurs adipocytaires (Collins et al. 1994). Le β3-AR engendre 
l’activation de la thermogenèse induite par les catécholamines, dans le BAT et le WAT murin 
(Jia et al. 2019; Labbé et al. 2016; Mirbolooki et al. 2014; Yoshitomi et al. 1998). Le 
brunissement du WAT est induit par les catécholamines via les récepteurs β1-AR et β3-AR. En 
effet, il a été montré que le β1-AR est nécessaire à la formation de nouveaux adipocytes beiges 
et que le β3-AR recrute des adipocytes beiges via la transdifférenciation d’adipocytes blancs 
matures (Bronnikov, Houstĕk, et Nedergaard 1992; Fukano et al. 2016; Y. Jiang, Berry, et Graff 
2017; Jimenez et al. 2003).  Le β2-AR est présent seulement dans les préadipocytes mais il 
n’est pas impliqué dans la thermogénèse des adipocytes murins (Mattsson et al. 2011). 
 b. Les récepteurs β-adrénergiques chez l’Homme
 Chez l’Homme, les 3 récepteurs β-AR sont exprimés dans les dépôts adipeux. Le β1-AR et 
le β2-AR sont exprimés dans le WAT et le BAT mais le β3-AR bien qu’exprimé dans le BAT est 
très faiblement voire pas exprimé dans le WAT (Evans et al. 2019). Deux études très récentes 
se sont alors intéressées à l’implication des β1-AR et β2-AR dans l’activation thermogénique 
du BAT chez l’Homme. Dans des hMADS (human multipotent adipose-derived stem cells), un 
modèle cellulaire d’adipocytes bruns humains, le niveau d’expression du β3-AR est trois fois 
plus faible que celui du β1-AR (Mattsson et al. 2011). Riss-Vestergaard et al. ont également 
montré que, dans des biopsies et dans des cellules différenciées de BAT humain, le β1-AR est 
plus exprimé que le β2-AR et le β3-AR. De plus, ils ont montré que l’induction de la lipolyse et 
de l’expression d’UCP1 dans une lignée immortalisée d’adipocytes bruns humains semble être 
réalisée par le β1-AR (Riis-Vestergaard et al. 2020). Ces auteurs suggèrent alors que le β1-AR 
est responsable de la régulation adrénergique de l’activité du BAT chez l’Homme. Cependant, 
l’équipe d’André Carpentier vient de publier que c’est le récepteur β2-AR qui contrôle la 
thermogénèse dans les adipocytes bruns humains. En effet les auteurs montrent dans des 
cultures primaires d’adipocytes bruns humains que les inductions de l’expression d’UCP1, de 
la respiration et de la lipolyse stimulées par la noradrénaline sont chacune abolies lorsque 
l’expression du β2-AR est fortement diminuée mais qu’elles ne changent pas lorsque ce sont 
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les expressions du β1-AR et β3-AR qui sont réprimées (Blondin et al. 2020). Au vu de ces deux 
publications, d’autres études sont alors requises afin de clarifier l’implication des récepteurs 
β-AR dans le contrôle de la thermogenèse chez l’Homme. 
B) Voie de signalisation des β-AR
 Suite à la liaison de la noradrénaline sur son récepteur β-AR, la protéine Gs active l’AC ce 
qui induit une accumulation d’AMPc intracellulaire et l’activation de protéine kinase AMPc 
dépendante (PKA). La voie AMPc/PKA active le facteur de transcription CREB, qui va activer à 
son tour la protéine p38MAPK (p38 mitogen-activated protein kinases). La p38MAPK activée 
phosphoryle le facteur de transcription ATF2 (activating transcription factor 2) qui en se fixant 
sur l’élément de réponse CRE au niveau des promoteurs des gènes de UCP1 et PGC1α 
(peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator 1- α) induit leur transcription 
(W. Cao et al. 2004).  
 Pour induire la lipolyse, la PKA activée phosphoryle la LHS sur plusieurs résidus sérine : Ser-
563, Ser-659 et Ser-660, ce qui cause l’activation et la translocation de cette lipase du cytosol 
vers la gouttelette lipidique. La PKA phosphoryle également la PLIN1 (perilipin 1) présente sur 
la gouttelette lipidique. Une fois phosphorylée, PLIN1 permet un meilleur accès des lipases à 
la gouttelette lipidique en s’en éloignant et elle active aussi la LHS (Duncan et al. 2007).  
2) Le système β-adrénergique est dispensable pour la thermogénèse
sans frisson
 Le système β-adrénergique est connu pour être le régulateur principal de la thermogénèse 
sans frisson cependant plusieurs études chez la souris démontrent que ce système, bien 
qu’important, est dispensable. 
 En 2003, Jimenez et al ont montré avec des souris dépourvues du β3-AR (β3-AR KO), que 
l’absence de β3-AR n’affecte pas l’induction de l’expression d’UCP1 par le froid dans le BAT 
(Jimenez et al. 2003). En accord avec ces résultats, une autre étude a démontré que le β3-AR 
est dispensable pour l’activation transcriptionnelle du programme thermogénique dans les 
adipocytes bruns et beiges. En effet, des souris β3-AR KO exposées au froid présentent des 
niveaux d’expression d’UCP1, PGC1α et Cidea (cell death inducing DFFA like effector A) dans 
leurs dépôts adipeux équivalents à ceux de souris sauvages (WT) (de Jong et al. 2017). De plus, 




ces souris β3-AR KO sont capables de maintenir leur température corporelle au cours d’une 
exposition aigue au froid (5h) (Preite et al. 2016).  
 Par ailleurs, les souris déficientes pour les trois récepteurs β-AR (β-less) ne survivent pas à 
une exposition à un froid aigu (4°C). Cependant, ces souris s’acclimatent bien à une exposition 
à un froid moyen (10°C) comme l’attestent l’activation du programme thermogénique dans le 
BAT et le recrutement d’adipocytes bruns dans le WAT de ces souris (Razzoli et al. 2016). En 
accord avec cette étude, une autre équipe a montré qu’après une exposition à 10°C, 
l’expression de gènes du programme thermogénique dans le scWAT des souris β-less est 
identique à celle de souris WT (Ye et al. 2013). Ces études révèlent alors que le système 
nerveux sympathique n’est pas le seul à contributeur à l’activation de la thermogenèse sans 
frisson, ce qui suggère que d’autres mécanismes sont impliqués.  
IV) Rôle de l’ANP dans les fonctions adipocytaires 
1) L’ANP, un facteur lipolytique puissant 
 La présence de GC-A et de NPRC dans le tissu adipeux a été mis en évidence en 1989 dans 
des adipocytes de rats puis en 1996 dans des adipocytes humains (Sarzani et al. 1996). Malgré 
la démonstration de production de GMPc induite par l’ANP dans les adipocytes en 1989 
(Jeandel et al. 1989), ce n’est qu’en 2000 qu’une réponse biologique a été observée. En effet, 
Sengenes et al. ont démontré un effet lipolytique de l’ANP in vitro dans des adipocytes isolés 
et in situ, par microdialyse, dans du tissu adipeux blanc humain. L’ANP a un potentiel 
lipolytique supérieur à celui du BNP. Cette réponse lipolytique a un potentiel similaire aux 
catécholamines et est induite à partir de 100pM d’ANP ce qui correspond à une dose 
physiologique (C. Sengenès et al. 2000). Suite à un traitement d’adipocytes humains par 
100nM d’ANP pendant 1 heure, les niveaux de glycérol sont augmentés 7,2 fois (Souza et al. 
2011). L’effet lipolytique de l’ANP passe par l’activation du GC-A qui induit la production de 
GMPc, l’activation de la PKG et la phosphorylation de la LHS et de la PLIN1 (C. Sengenès et al. 
2000; Coralie Sengenès et al. 2002; Coralie Sengenes et al. 2003). Cette voie GMPc/PKG est 
complètement indépendante de la voie AMPc/PKA induite par les catécholamines (Galitzky et 
al. 2001). Au cours d’un exercice physique l’ANP est sécrété et induit la mobilisation lipidique 
ce qui montre que c’est un système physiologique (Cedric Moro et al. 2004).  




 L’effet lipolytique de l’ANP a été décrit comme primate spécifique. En effet, contrairement 
aux adipocytes d’humains et de macaques, les adipocytes de souris, rats, lapins et chiens ne 
répondent pas à l’ANP. Cette spécificité serait expliquée par un ratio de récepteurs GC-
A/NPRC beaucoup plus faible dans les adipocytes d’espèces non primates avec une 
prédominance de NPRC par rapport au GC-A (Coralie Sengenès et al. 2002). En accord avec 
cette hypothèse, le traitement d’adipocytes par 1µM d’ANP pendant 15 minutes induit une 
augmentation de GMPc intracellulaire d’un facteur 2,8 chez le rat contre un facteur 258 chez 
l’humain (Coralie Sengenès et al. 2002). Aussi, cette hypothèse est confortée par le fait que 




Figure 11 : Hypothèse expliquant l’effet lipolytique primate spécifique de l’ANP. Le ratio de GC-
A/NPRC serait trop faible dans les adipocytes d’espèces murines pour que l‘ANP puisse induire un effet 
lipolytique. Dans les adipocytes humains, le ratio GC-A/NPRC est supérieur à celui des adipocytes 
murins. < : inférieur  
 
2) Thermogenèse 
 En plus d’induire la lipolyse, les PN ont la capacité d’induire un programme thermogénique 
dans les adipocytes. En effet, Bordicchia et al. ont montré que l’ANP induit ce programme 
thermogénique in vitro dans des adipocytes humains et murins. L’ANP et le BNP lient le GC-A 
présent sur les adipocytes et stimule la production de GMPc. Le GMPc produit active la PKG 
qui phosphoryle les mêmes cibles que la PKA et notamment la p38MAPK. La p38MAPK activée 
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phosphoryle les facteurs de transcription ATF2 et PGC1-α qui une fois activés induisent la 
transcription de UCP1 (Bordicchia et al. 2012). Dans cette même étude, il a été montré que 
chez les souris NPRC KO, qui présentent une élévation des niveaux plasmatiques de PN, le 
niveau d’expression adipocytaire d’UCP1 est augmenté.  
Figure 12 : Voies d’activation de la thermogenèse et de la lipolyse par la noradrénaline et l’ANP. 














La thermogénèse sans frisson est une condition physiologique au cours de laquelle le 
métabolisme énergétique est « challengé ». Afin de maintenir une température corporelle 
stable tout en maintenant l’homéostasie énergétique de l’organisme, un ensemble de 
mécanismes dans différents tissus se mettent en place. Le système nerveux sympathique est 
connu comme étant le régulateur principal de la thermogenèse. Cependant des études 
suggèrent l’implication d’autres systèmes. Au vu des effets lipolytiques et thermogéniques in 
vitro du système ANP/GC-A, le cœur pourrait être un acteur majeur dans la mobilisation de 
substrats et la production de chaleur nécessaires au maintien d’une température corporelle 
stable lorsque la température environnementale baisse. Cette hypothèse sera abordée dans 
la première partie des résultats obtenus au cours de cette thèse. 
Par ailleurs, nous allons voir dans la partie suivante, que le cœur, via le système ANP/GC-A 
pourrait également être impliqué dans les altérations de l’homéostasie glucidique et lipidique 














Partie III : Le diabète de type 2 
I- L’insuline : au cœur du diabète de type 2 
1) Rôles physiologiques de l’insuline dans le contrôle de la glycémie 
 L’insuline est une hormone produite et sécrétée en réponse à une élévation de la 
glycémie par les cellules β des ilots de Langerhans situés dans le pancréas. Bien qu’elle agisse 
sur une grande majorité de tissus, elle cible principalement les organes clés du métabolisme 
énergétique, qui expriment fortement son récepteur IR (insulin receptor). Ayant un rôle 
hypoglycémiant, l’insuline induit le transport et l’utilisation de glucose ainsi que la lipogenèse 
et diminue la lipolyse dans le tissu adipeux ; elle induit le transport et l’utilisation de glucose 
ainsi que la glycogénogenèse dans le muscle squelettique ; elle réprime la néoglucogenèse 
tandis qu’elle favorise la lipogenèse et la glycogénogenèse dans le foie. 
 
 
Figure 13 : Effets physiologiques de l’insuline dans la régulation de la glycémie. 
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A) Voies activées par l’insuline
 a. L’absorption de glucose
 Par la translocation de GLUT4 à la membrane plasmique, l’insuline fait entrer le glucose 
dans les tissus adipeux, les muscles squelettiques et le cœur afin que le glucose présent dans 
la circulation sanguine soit utilisé et/ou stocké. 
Pour induire ses effets, l’insuline se lie à son récepteur transmembranaire à tyrosine kinase, 
IR. La liaison de l’insuline sur l’IR entraîne un changement de conformation de celui-ci, qui 
aboutit à l’autophosphorylation du récepteur sur ses résidus tyrosines (Tyr) localisés dans la 
partie intracellulaire. Le récepteur phosphorylé recrute des protéines IRS (insulin receptor 
substrate). IRS1/2 sont les protéines de la famille IRS les plus importantes, grâce à leur 
domaine PH (pleckstrin homology) elles sont localisées près de la membrane plasmique. Suite 
à l’activation de l’IR, IRS1 s’ancre à l’IR via son domaine PTB (phospho-tyrosine binding) et est 
phosphorylée sur ses résidus Tyr. La PI3K, via sa sous-unité p85, est recrutée près d’IRS1 et se 
fixe sur ses domaines phosphorylés. La PI3K est une enzyme qui catalyse la phosphorylation 
de PIP2 (phosphatidynositol biphosphate) en un second messager lipidique PIP3 
(phosphatidynositol triphosphate). La liaison de p85 à l’IRS1 active la sous unité catalytique 
p110 de la PI3K menant ainsi à la phosphorylation de PIP2 en PIP3. PIP3 active la protéine 
PDK1 (PIP3-dependant kinase 1) qui a son tour recrute et induit la phosphorylation d’Akt. Akt 
phosphoryle ensuite la protéine activatrice des protéines GTPase, AS160 (Akt substrate) qui 
permet alors la translocation de GLUT4 à la membrane plasmique (De Meyts 2000).  
 b. La glycogénogenèse
 Le glycogène est la principale forme de stockage du glucose et est trouvé principalement 
dans les muscles squelettiques et le foie. Le glycogène musculaire est exclusivement utilisé 
par le muscle alors que le glycogène hépatique peut servir à la synthèse de novo de glucose 
(néoglucogenèse) libéré ensuite dans la circulation sanguine. L’insuline active la 
glycogénogenèse par l’inhibition de GSK3β (Glycogen Synthase Kinase 3β), une enzyme 
présente en amont d’Akt. La  GSK3β inhibe la GS (glycogen synthase) et donc la synthèse de 
glycogène. L’insuline active également la PP1 qui déphosphoryle la GS et la GP (glycogen 
phosphorylase) les rendant respectivement activée et inhibée (Srivastava et Pandey 1998). 




c. La Lipogenèse de novo 
 L’insuline active la DNL dans le tissu adipeux et le foie via l’activation de la voie 
PI3K/mTORC1 qui active ensuite le facteur de transcription SREBP1c (sterol regulatory 
element-binding proteins 1c), un régulateur de la transcription de gènes lipogéniques (Sanders 
et Griffin 2016). 
B) Voies inhibées par l’insuline 
 a. La lipolyse 
 L’insuline est l’hormone anti-lipolytique la plus puissante et agit rapidement cependant les 
mécanismes impliqués ne sont pas entièrement élucidés. L’un des mécanismes décrits est que 
l’effet anti-lipolytique de l’insuline passe par l’activation d’Akt et de la PDE3B 
(phosphodiesterase 3B) qui dégrade l’AMPc et inhibe la voie PKA induite par les 
catécholamines. Cependant, en situation de faible tonus adrénergique l’insuline exerce quand 
même ses effets anti-lipolytiques, ce qui suggère que son action peut avoir lieu 
indépendamment de l’inhibition de la voie AMPc-PKA (Strålfors et Honnor 1989). 
 b. La néoglucogenèse 
 La néoglucogenèse a lieu majoritairement dans le foie (90% du glucose synthétisé) mais 
elle est également présente dans les reins et l’intestin. L’insuline induit l’activation de la kinase 
Akt qui transloque dans le noyau pour inhiber les deux facteurs de transcription FOXO1 
(Forkhead box 1) et PGC1-α. Les transcriptions des gènes codants pour la PEPCK 
(phosphoenolpyruvate carboxykinase) et la G6Pase (glucose 6-phosphatase), deux enzymes 
limitantes de la néoglucogenèse hépatique sont alors inhibées (Hatting et al. 2018). 
C) Régulation négative physiologique du signal insulinique 
 a. Internalisation du complexe insuline/IR 
 Afin de stopper la transduction du signal insulinique, le complexe insuline/IR est internalisé 
par le système endosomal. Suite à l’internalisation du complexe, le milieu intra-endosomal est 
acidifié. Cette acidification dissocie l’insuline de l’IR pour dégrader l’insuline. L’IR est 
déphosphorylé et inactivé par une protéine phosphatase (PTP) pour ensuite être soit recyclé 
à la membrane plasmique soit dégradé (Posner 2017).  




 b. Les protéines phosphatases 
 En parallèle de l’internalisation du complexe ligand/récepteur, la signalisation insulinique 
peut également être contrôlée par les phosphatases PTP1B (protein tyrosine phosphatase 1B) 
et LAR (leukocyte common antigen-related protein) qui sont respectivement cytoplasmiques 
et transmembranaires. Elles induisent la déphosphorylation des résidus Tyr de l’IR et d’IRS1. 
Les souris PT1B déficientes (PT1B KO), présentent une augmentation de leur sensibilité à 
l’insuline associée à une augmentation de la phosphorylation de IR dans le muscle 
squelettique et le foie (Elchebly et al. 1999). D’autre part, les souris déficientes pour la 
phosphatase LAR (LAR KO), ont des glycémies et des insulinémies plus faibles que des souris 
sauvages ce qui suggère une amélioration de leur sensibilité à l’insuline (Ren et al. 1998). 
 
 
Figure 14 : Voies de signalisation de l’insuline et régulation du signal insulinique en condition 
physiologique. - : inhibe ; + : active. En rouge sont représentés les régulateurs négatifs de la voie de 
signalisation de l’insuline. 
 
c. Les lipides phosphatases 
 PTEN (phosphatase and tensin homologue) et SHIP2 (Src homologoy 2 (SH2) domain-
containing inositol 5’ phosphatase 2) antagonisent l’activité de la PI3K en déphosphorylant 
PIP3 en PIP2. La délétion totale ou spécifique de PTEN dans le muscle squelettique, le foie ou 
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le tissu adipeux induit une augmentation de la sensibilité à l’insuline des souris (Boucher, 
Kleinridders, et Kahn 2014). Les souris déficientes pour SHIP2 sont hypoglycémiques, 
résistantes à l’obésité induite par un régime hyperlipidique (HFD) et ont leur activation d’Akt 
par l’insuline augmentée (Sleeman et al. 2005). A l’inverse, une surexpression de SHIP2 chez 
la souris conduit à une diminution de l’activation d’Akt en réponse à l’insuline, dans le foie, le 
tissu adipeux et le muscle squelettique (Kagawa et al. 2008). 
2) Le diabète de type 2 : insulinorésistance
A) Physiopathologie du diabète de type 2
Le diabète est caractérisé par une hyperglycémie chronique (selon l’OMS [organisation 
mondiale de la santé] une glycémie à jeun supérieure ou égale à 1,26 g/l), ainsi que des 
métabolismes glucidiques, lipidiques et protéiques altérés en raison d’une insuffisance 
complète ou partielle de la sécrétion et/ou action de l’insuline.  
Himsworth nota il y a plus de 80 ans, qu’une injection de glucose associée à une injection 
d’insuline chez des diabétiques produisait 2 réponses différentes selon les patients. Certains 
diabétiques répondaient à l’injection d’insuline, c’est-à-dire que leur glycémie, augmentée par 
l’injection de glucose, revenait à une valeur basale après l’injection d’insuline : ce sont les 
diabétiques de type 1. Chez les autres patients l’injection de glucose induisait une 
augmentation de la glycémie qui n’était pas diminuée suite à l’injection d’insuline, ils étaient 
alors insulino-insensibles ou plutôt insulinorésistants : ce sont les diabétique de type 2 
(Himsworth 1936). L’insulinorésistance est l’absence de réponse de tissus cibles à des 
concentrations physiologiques d’insuline, ce qui altère la régulation de la glycémie qui reste 
alors élevée (DeFronzo, 1985). Le pancréas, afin de compenser ce manque de réponse à 
l’insuline, va produire plus d’insuline pour normaliser la glycémie. On se retrouve alors avec 
une glycémie normale et une hyperinsulinémie : c’est l’état prédiabétique. Lorsque le 
pancréas ne parvient plus à compenser l’insulinorésistance, il y a hyperinsulinémie et 
hyperglycémie : c’est le diabète de type 2 (DT2). Le DT2 est la forme de diabète la plus 
rependue puisqu’elle compte pour 90-95% des patients diabétiques (Tripathi, 2006).  





Figure 15 : Représentation des défauts liés à l’insuline dans les diabètes de type 1 et 2. 
 
 Le DT2 est maintenant considéré comme une pandémie puisque la fédération 
internationale du diabète (IDF) estime qu’un adulte sur onze âgé de 20 à 79 ans (soit 463 
millions d’adultes) était diabétique en 2015 et qu’un adulte sur deux (soit 232 millions de 
personnes) avait un diabète non diagnostiqué. Il est également estimé que 4,2 million 
d’adultes sont décédés du diabète ou de ses complications en 2019, ce qui correspond à un 
décès toutes les 8 secondes. Le diabète est un des enjeux de santé qui prend le plus d’ampleur 
du 21eme siècle ; le nombre d’adultes diabétiques a plus que triplé ces 20 dernières années. 
Les prévisions de l’IDF estiment le nombre d’adultes diabétiques à 578 millions en 2030 et 700 
million en 2045 (International Diabetes Federation. IDF 2015).  
B) L’obésité, premier facteur de risque du diabète de type 2 
 Les raisons pour lesquelles la pandémie du diabète est en plein essor sont multiples et 
incluent le vieillissement, l’urbanisation et la sédentarité de la population. Le facteur de risque 
le plus important pour le DT2 est l’obésité (Forouzanfar et al. 2015). L’obésité et le surpoids 
sont définis par l’OMS par un indice de masse corporelle (IMC) (correspondant au poids / par 
la taille au carré, exprimé en kg/m²) compris entre 25 et 30 pour des personnes en surpoids 
et supérieur à 30 pour des personnes obèses. En 2016, dans le monde on comptait 39% 
d’adultes en surpoids et 13% d’adultes obèses. En France il y avait 60% et 22% d’adultes en 
surpoids et obèses respectivement. De façon très inquiétante, on observe également de plus 
en plus d’enfants obèses. Dans le monde en 2016, 18 % des enfants/adolescents âgés de 5 à 
19 ans étaient en surpoids ou obèses (NCD Risk Factor Collaboration (NCD-RisC) 2017). D’après 
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l’OMS le mode de vie est responsable en grande majorité du développement de l’obésité, avec 
notamment une alimentation très calorique contenant beaucoup de produits transformés 
ainsi qu’un manque d’activité physique.  
II- Principaux acteurs responsables de l’insulinorésistance
 Comprendre la physiopathologie du DT2 et notamment les mécanismes responsables de 
l’apparition de l’insulinorésistance, est essentiel à l’identification de moyens préventifs ou 
curatifs de cette pathologie. Les quatre facteurs majeurs connus pour altérer la voie de 
signalisation de l’insuline sont la lipotoxicité, l’inflammation, le stress du réticulum 
endoplasmique et le stress oxydant. 
Figure 16 : Acteurs majeurs responsables de la mise en place de l’insulinorésistance. 
1) La lipotoxicité
 Suite à un repas, les AG peuvent être directement utilisés dans les cellules pour fournir de 
l’énergie, ou ils peuvent être stockés dans le tissu adipeux afin d’être libérés dans la circulation 
sanguine pendant des périodes de jeûne ou d’exercice. Les adipocytes s’adaptent à la quantité 
d’AG à stocker par l’augmentation de leur taille (l’hypertrophie) et par l’augmentation de leur 
nombre via la synthèse de nouveaux adipocytes (l’hyperplasie). Cependant, lorsque les 
apports en AG sont trop élevés de manière chronique, ces derniers ne peuvent plus être 




stockés dans les adipocytes et s’accumulent dans d’autres tissus comme le muscle, le foie et 
le pancréas. Cette accumulation ectopique de lipides est ce qu’on appelle la lipotoxicité. Parmi 
les lipides qui s’accumulent de façon ectopique, on retrouve les TG mais aussi des 
intermédiaires lipidiques comme les DG et les céramides. Les rats Zucker, génétiquement 
rendus obèses, ont une augmentation des niveaux de DG de 82% dans le foie et 136% dans le 
muscle squelettique, par rapport à des rats sauvages. Ils présentent également une 
augmentation du contenu en céramides de 26% et 52% dans le foie et le muscle squelettique 
respectivement (Turinsky, O’Sullivan, et Bayly 1990).  
Par ailleurs, il a été montré chez des individus sains qu’une augmentation de la concentration 
en AG plasmatique induite par une infusion de lipides induit une insulinorésistance musculaire 
(Boden et al. 2001). De plus, le contenu en lipides intramyocellulaires (IMCL) est fortement 
associé à l’insulinorésistance chez des personnes sédentaires (Cédric Moro, Bajpeyi, et Smith 
2008). A l’inverse, une diminution du contenu en IMCL est associée à une amélioration de la 
sensibilité à l’insuline (Brøns et Grunnet 2017). Les rôles et mécanismes d’action des DG et 
des céramides diffèrent dans l’insulinorésistance. 
  
 Les DG induisent une résistance à l’insuline par l’activation des membres de la famille des 
PKC. Les PKC ont la capacité de phosphoryler les protéines IRS1 sur des résidus sérines 
(Ser307) ce qui empêche leur phosphorylation sur des résidus Tyr suite à leur liaison à l’IR. 
L’insulinorésistance hépatique induite par les DG passe par l’activation de la PKCε. La 
diminution de l’expression de la PKCε par l’utilisation d’un ASO prévient l’insulinorésistance 
hépatique chez des souris soumises à un régime hyperlipidique. Il semblerait que la PKCε 
phosphoryle l’IR sur le résidu Thr 1160 ce qui déstabilise la configuration de la tyrosine kinase 
du récepteur et toutes les actions de l’insuline en aval (M. C. Petersen et al. 2016). Dans le 
muscle, des études suggèrent que les DG activent la PKCθ et la PKCε qui altèrent ensuite la 
signalisation de l’insuline. Cependant de nombreuses études semblent réfuter le rôle des DG 
dans l’insulinorésistance (Jayasinghe, Tankeu, et Amati 2019).    
 Les céramides altèrent la signalisation de l’insuline en ciblant Akt. Deux mécanismes ont 
été proposés : les céramides peuvent activer la PP2A (protein phosphatase 2A) une Ser/Thr 
phosphatase, qui peut ensuite déphosphoryler Akt. Ils peuvent également activer la PKCζ qui 
peut phosphoryler les résidus Thr34 et Ser34 présents sur le domaine PH d’Akt, empêchant 




ainsi son recrutement à la membrane plasmique où elle est normalement activée (Sokolowska 
et Blachnio-Zabielska 2019). 
2) L’inflammation  
 Il est maintenant bien connu que l’obésité est associée une inflammation chronique de bas 
grade, et que l’inflammation participe à l’apparition de l’insulinorésistance. Au cours de 
l’obésité, les adipocytes hypertrophiés et stressés, secrètent des adipokines pour recruter des 
macrophages dans leur microenvironnement. Ces macrophages sécrètent des cytokines pro-
inflammatoires comme le TNF-α (tumor necrosis factor–α), l’IL-6 (interleukine-6) et l’IL-8 
(interleukine-8) mais également des chémoattractants comme MCP1 (monocyte 
chemoattractant protein-1) qui va permettre de recruter d’autres macrophages. Des études 
sur des individus obèses ont montré une association entre les niveaux d’expression des 
cytokines pro-inflammatoires TNF-α , IL-6  et IL-8 et la diminution de la sensibilité à l’insuline 
(Luca et Olefsky 2008). 
 
  Le TNF-α est une cytokine pro-inflammatoire sécrétée par les monocytes et les 
macrophages mais aussi les adipocytes. C’est le premier des marqueurs de l’inflammation qui 
a été reconnu comme impliqué dans l’insulinorésistance. En effet, le TNF-α diminue 
l’expression de l’ARNm de GLUT4 dans des cultures d’adipocytes et de myocytes. De plus, il a 
été montré que le traitement d’adipocytes ou de myocytes avec du TNF-α réduit les niveaux 
de phosphorylation d’IRS1 sur un résidu Ser diminuant ainsi la signalisation induite par 
l’insuline (Hotamisligil et al. 1996). Par ailleurs, une étude récente a montré que des cellules 
hépatocytaires HepG2 n’exprimant que 53% de la protéine TNF-α, ont des niveaux de 
phosphorylation d’IRS1 sur le résidu Tyr632 plus élevés. Ceci montre qu’une réduction de 
l’expression de TNF-α dans des cellules hépatocytaires améliore la sensibilité à l’insuline 
(Alipourfard, Datukishvili, et Mikeladze 2019). En accord avec ceci, des souris déficientes pour 
TNF-α ou déficientes pour le récepteur du TNF-α, TNFR1 (TNF receptor 1), ne développent pas 
d’insulinorésistance suite à un régime hyperlipidique (Uysal et al. 1997). 
 L’IL-6 est une cytokine sécrétée par plusieurs types cellulaires mais principalement par les 
adipocytes et les macrophages du tissu adipeux au cours d’un DT2. Un traitement chronique 
d’adipocytes murins 3T3-L1 avec de l’IL-6 induit une résistance à l’insuline et supprime le 
transport de glucose. Plusieurs mécanismes reliant IL-6 et la voie de signalisation de l’insuline 
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ont été suggérés et notamment l’induction de l’expression de SOCS3 (suppressor of cytokine 
signalling 3). SOCS3 est une protéine inhibitrice de la signalisation de l’insuline par la 
diminution de la phosphorylation de IR, IRS1 et Akt (Lagathu et al. 2003). IL-6 est également 
responsable du recrutement de macrophages dans le tissu adipeux, ce qui peut augmenter 
l’inflammation et impacter la sensibilité à l’insuline (Kraakman et al. 2015). IL-6 a aussi un effet 
pro-lipolytique. Dans le foie, IL-6 inhibe la phosphorylation d’IRS-1 sur un résidu Tyr ce qui 
inhibe la transduction du signal de l’insuline. Lorsque les niveaux d’expression de IL-6 sont 
diminués chez la souris par l’utilisation d’un anticorps neutralisant, la sensibilité hépatique est 
augmentée (Cai et al. 2005). Bien que l’effet de l’IL-6 sur la sensibilité à l’insuline dans le foie 
et le tissu adipeux soit bien connu, son effet musculaire est débattu. En effet, certaines études 
montrent que l’IL-6 améliore la sensibilité à l’insuline alors que d’autres démontrent l’inverse 
(Akbari et Hassan-Zadeh 2018).  
3) Le stress du RE
 Le réticulum endoplasmique (RE) est l’un des plus grands organites des cellules eucaryotes. 
Il est constitué d’un réseau de tubules et sacs membranaires interconnectés par un espace 
fermé appelé la lumière du RE. Ce réseau, en continuité de l’enveloppe nucléaire est dispersé 
dans tout le cytoplasme. Le RE est impliqué dans plusieurs fonctions cellulaires qui affectent 
l’homéostasie de l’organisme entier. Il a un rôle majeur dans la synthèse, le repliement et la 
maturation de plus d’un tiers des protéines produites dans la cellule. Lorsque l’une de ses 
fonctions est altérée (par exemple une synthèse protéique excessive ou  une accumulation de 
protéines mal conformées dans la lumière du RE) on parle de stress du RE. Une réponse 
cellulaire est alors activée afin d’augmenter les capacités de repliement des protéines et de 
diminuer la charge de protéines non repliées : c’est la voie UPR (unfolded protein response). 
La réponse UPR est assurée par au moins trois protéines transmembranaires : IRE1 (inositol-
requiring enzyme 1), PERK (PKR-like ER kinase) et ATF6 (activating transcription factor 6). En 
condition normale, ces protéines sont maintenues dans une forme inactive par liaison avec la 
chaperonne BiP (binding immunoglobulin protein) localisée dans la lumière du RE. Au cours 
d’un stress du RE, BiP se dissocie de ces protéines ce qui induit leur activation :  
- IRE1 s’autophosphoryle, ce qui démarque son activité endoribonucléase
responsable de l’épissage non conventionnel de l’ARNm de XBP1 (X box-binding protein1) et 
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sa traduction en XBP1s. IRE1 est également responsable de la dégradation d’ARNm localisés 
dans le RE, ce qui permet une diminution d’accumulation de protéines dans le RE.  
- PERK phosphoryle eIF2α (eukaryotic translation initiation factor 2, subunit α), un
facteur d’initiation de la traduction. La synthèse protéique globale est alors inhibée et la 
charge de nouvelles protéines dans le RE diminue. L’activation d’eIF2α permet également la 
traduction d’ATF4 (activating transcription factor 4) qui induit la transcription de gènes 
impliqués dans la synthèse d’acides aminés et l’apoptose comme la protéine CHOP (C/EBP 
homologous protein). En parallèle, PERK phosphoryle aussi NRF2 (nuclear factor erythroid 2), 
un facteur de transcription impliqué dans la réponse anti-oxydante. 
- ATF6 transloque du RE vers l’appareil de Golgi où elle est clivée. La partie N-
terminale de ATF6 migre vers le noyau et active la transcription des gènes codant pour des 
chaperonnes du RE (comme BiP), des composants de l’apoptose et des protéines foldases 
(Flamment et al. 2012). 
Si la réponse UPR n’est pas suffisante et que le stress du RE persiste, alors elle conduira à la 
mort de la cellule par apoptose (C. Xu, Bailly-Maitre, et Reed 2005). 
 En 2004, un lien direct entre le stress du RE et l’insulinorésistance in vivo a été reporté pour 
la première fois. En effet, il a été montré que des souris ob/ob, génétiquement rendues 
obèses, et des souris sous HFD présentaient une augmentation de la phosphorylation de eIF2α 
et de PERK, marqueurs du stress du RE, dans le foie et le tissu adipeux (Özcan et al. 2004). Le 
stress du RE a été majoritairement étudié dans l’insulinorésistance hépatique. Il peut altérer 
la voie de signalisation de l’insuline de trois façons : la modification de la transcription 
d’enzymes hépatiques clés dans la néoglucogenèse et la lipogenèse, la stimulation de kinases 
de stress qui interfèrent directement avec la voie de l’insuline et l’induction d’accumulation 
de lipides dans le foie. IRE1 active JNK (cJUN NH2-terminal kinase) et IKK (IκB kinase) qui 
phosphorylent IRS1 sur des résidus Ser ce qui altère la voie de signalisation de l’insuline (Urano 
et al. 2000). Le facteur nucléaire NF-κB (nuclear factor κB) peut également être activé par PERK 
et ATF6. Aussi, il a été montré que ATF4 et CHOP, activés par le stress du RE, induisent 
l’expression de TRB3 (tribbles pseudokinase 3) qui est impliqué dans l’insulinorésistance 
(Ohoka et al. 2005, 3). En effet, son expression est augmentée dans le foie de souris 
diabétiques et de patients insulinorésistants (Oberkofler et al. 2010). La diminution de 
l’expression de TRB3 hépatique améliore la tolérance au glucose alors que sa surexpression 




induit une résistance à l’insuline (Koo et al. 2004, 1). Les mécanismes impliqués restent 
cependant encore inconnus. Le traitement de cellules adipocytaires 3T3-L1 avec des agents 
inducteurs de stress du RE induit une diminution de la signalisation de l’insuline. Néanmoins 
cette inhibition n’inclut pas la voie IRE1/JNK comme dans les hépatocytes (L. Xu, Spinas, et 
Niessen 2010). Dans le muscle squelettique, le rôle du stress du RE dans l’insulinorésistance 
est incertain.  
4) Le stress oxydant  
A) Contrôle du stress oxydant 
 Le stress oxydant résulte d’un excès d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) par rapport au 
niveau d’antioxydants. Les ROS incluent le radical anion superoxyde (O2.-), le peroxyde 
d’hydrogène (H2O2) et le radical hydroxyl (.OH). En condition basale, la mitochondrie est le 
principal site de production des ROS. Très tôt il a été montré que 2 à 5% de l’oxygène (O2) 
consommé par la mitochondrie peut être réduit et transformé en O2.- (Boveris et Chance 
1973). En effet, l’O2.- est généré par une réduction d’oxygène incomplète dans la chaîne de 
transfert des électrons ou par l’action d’un système enzymatique. Il est produit au niveau des 
complexes I et III de la chaine de transfert des électrons (Muller, Liu, et Van Remmen 2004). 
L’anion superoxyde joue un rôle de précurseur, il subit des dismutations enzymatiques ou 
spontanées générant ainsi de l’ H2O2 qui lui est impliqué dans les signalisations induites par 
les ROS (Stone et Yang 2006). La quantité de ROS dans la cellule est contrôlée par des enzymes 
anti-oxydantes : la glutathion peroxydase (GPx), la superoxyde dismutase (SOD) et la catalase 
(CAT). La GPx catalyse la réduction de H2O2 ou de hydro peroxyde organique (ROOH) en eau 
(H2O) et en alcool (ROH) respectivement, en utilisant du glutathion réduit (GSH). Suite à cette 
réaction, le GSH va être transformé en disulfure de glutathion oxydé (GSSH). La SOD catalyse 
la dismutation de O2.- en H2O2 et O2. La CAT convertit ensuite l’ H2O2 en H2O et O2. 
B) Rôle bénéfique des ROS dans la signalisation à l’insuline  
 Le rôle des ROS dans l’apparition de l’insulinorésistance n’est pas clairement défini.  
Certaines études montrent que dans des modèles cellulaires d’insulinorésistance il y a 
systématiquement une élévation de la quantité de ROS (Houstis, 2006) mais d’autres études 
suggèrent l’opposé. En effet, l’H2O2 est capable d’exercer des effets opposés, stimulation ou 
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inhibition de la voie de l’insuline, en fonction de sa concentration et/ou de son site de 
production par rapport à différents composants de la voie de signalisation de l’insuline 
(Rindler, 2013). De façon intéressante il a été montré qu’une augmentation de la quantité de 
ROS dans le muscle squelettique augmente la signalisation insulinique in vitro et in vivo et 
atténue le développement de l’insulinorésistance. In vitro un traitement de cellules à l’H2O2 
induit les effets de l’insuline par une activation de l’IR (Hayes et Lockwood 1987; Kadota et al. 
1987) et/ou par l’inhibition de protéines tyrosine phosphatases (Heffetz et al. 1990). L’étude 
de Loh, sur les souris GPx1 KO mises en HFD, montre que cette délétion en GPx1 augmente 
les niveaux de H2O2 intracellulaires qui oxydent la phosphatase lipidique PTEN. Ceci aboutit à 
l’inhibition de la déphosphorylation de PIP3 en PPI2 qui court-circuite la translocation de 
GLUT4 à la membrane induite par l’insuline. En effet, l’oxydation de PTEN augmente ainsi la 
voie de signalisation PI3K/Akt, la phosphorylation d’AS160 et donc le transport membranaire 
de glucose (Loh et al. 2009). Cette étude est en accord avec les travaux réalisés 5 ans 
auparavant qui montrent qu’une surexpression de GPx1 in vivo induit une insulinorésistance, 
une hyperglycémie et une hyperinsulinémie des souris (McClung et al. 2004). 
C) Rôle délétère des ROS dans la signalisation à l’insuline
 Chez des individus obèses ou en surpoids, les mitochondries musculaires émettent deux 
fois plus de H2O2 que chez des individus sains. Chez des rats en HFD pendant 3 semaines il y a 
4 fois plus de H2O2 produits par les mitochondries musculaires qu’en régime standard 
(Anderson et al. 2009). Cette surproduction d’H2O2 est associée à une altération de la voie de 
signalisation de l’insuline et du transport de glucose (Hey-Mogensen et al. 2012; Souto Padron 
de Figueiredo et al. 2015). Plusieurs études montrent l’implication de protéines MAPK, 
activées en réponse à des stress, dans l’effet des H2O2 sur l’insulinorésistance musculaire. Par 
exemple, des études in vitro ont montré l’association entre l’induction de l’insulinorésistance 
par les ROS et l’activation de la JNK (Blair et al. 1999; Hirosumi et al. 2002). Par la suite, l’équipe 
de Santos a démontré que l’activation de la JNK est partiellement nécessaire pour l’induction 
de l’insulinorésistance par le H2O2 dans du muscle squelettique isolé de rat. Le traitement de 
muscle squelettique isolé de rat par de l’H2O2 induit une phosphorylation et donc l’activation 
de la JNK, associée à une diminution du transport de glucose. L’effet de l’H2O2 est inhibé 
partiellement par l’ajout d’un inhibiteur de JNK ce qui montre que la JNK joue un rôle 
important dans l’induction de l’insulinorésistance en réponse à un stress oxydant dans le 




muscle squelettique (Santos et al. 2012). De la même manière, il a été montré que p38MAPK 
et GSK-3β sont impliquées (Archuleta et al. 2009; Dokken et al. 2008). JNK induit 
l’insulinorésistance par la phosphorylation d’IRS1/2 sur un résidu Ser307 inhibant ainsi 
l’interaction de IRS1 avec le récepteur à l’insuline et donc de la cascade de signalisation de 
l’insuline (Solinas et Becattini 2016).  
III- La fonction mitochondriale musculaire : implication dans le 
DT2 ? 
 Les mitochondries sont des organites cellulaires eucaryotes responsables de la production 
d’énergie sous forme d’ATP à partir de glucose, de lipides et de protéines. Souvent décrites 
comme les « centrales énergétiques » elles jouent un rôle essentiel dans le métabolisme 
énergétique. Il y a plus de 40 ans, la dysfonction mitochondriale a été décrite dans le contexte 
d’une intolérance au glucose mais le rôle des mitochondries dans l’insulinorésistance n’a 
émergé qu’à la fin des années 1990 (T. Yamada et al. 1975). Des études réalisées chez 
l’Homme décrivent qu’une diminution de la capacité oxydative mitochondriale, qui résulte 
d’une diminution du contenu et/ou de la fonction des mitochondries, induit une oxydation 
lipidique insuffisante et mène à une accumulation ectopique de lipides et une 
insulinorésistance (Kelley et al 1999, Simoneau et al 1999). Cependant la question qui reste 
débattue est si le dysfonctionnement mitochondrial observé est bien une cause ou alors une 
conséquence du développement du DT2. 
1) Activité mitochondriale  
 Plusieurs équipes ont montré, par l’utilisation de différentes techniques, une diminution 
de l’activité enzymatique oxydative et de protéines de la chaine respiratoire dans les muscles 
d’individus obèses insulinorésistants ou diabétiques de types 2 (David E. Kelley et al. 2002; 
Morino et al. 2005; Ritov et al. 2005; Simoneau et al. 1999). Par exemple, en 2003, une étude 
a montré une diminution d’environ 30% de la production mitochondriale d’ATP associée à une 
augmentation de 80% du contenu en lipides dans le muscle de sujets insulinorésistants 
comparé à des sujets insulinosensibles (K. F. Petersen et al. 2004). Dans une autre étude, la 
fonction mitochondriale a été mesurée in vivo par l’analyse de la vitesse de resynthèse de la 
phosphocréatine suite à un exercice physique. La respiration mitochondriale peut être 
évaluée par la mesure de la consommation d’ADP et par la production d’ATP. La 
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phosphocréatine est utilisée par la créatine kinase pour produire de l’ADP. Au cours d’un 
exercice physique, plus la respiration est élevée, plus l’utilisation de phosphocréatine est 
élevée et plus longue sera la resynthèse de cette dernière. En utilisant cette technique, les 
auteurs ont observé une diminution de la fonction mitochondriale chez des patients 
diabétiques de type 2 mais sans modification du contenu lipidique intramusculaire 
(Schrauwen-Hinderling et al. 2007). L’activité de la citrate synthase, l’enzyme limitante du 
cycle de Krebs, est également mesurée pour déterminer la fonction mitochondriale. Cette 
activité est diminuée dans des myotubes provenant de patients diabétiques comparée à celle 
dans des myotubes provenant d’individus insulinosensibles (Ørtenblad et al. 2005). Toutes ces 
techniques permettent d’observer la fonction mitochondriale globale dans le muscle mais 
elles ne permettent pas de discriminer si les défauts observés résultent d’une diminution de 
l’activité de chaque mitochondrie ou bien d’une diminution du nombre de celles-ci. L’activité 
respiratoire de mitochondries isolées  à partir de biopsies musculaires est également diminuée 
chez des patients diabétiques par rapport à des individus sains (Mogensen et al. 2007). Ceci  
démontre que la fonction mitochondriale est altérée dans le muscle squelettique de patients 
insulinorésistants. En parallèle, ce défaut d’activité mitochondriale peut s’accompagner d’un 
défaut de synthèse, de dynamique et/ou d’une dégradation de l’organite.  
2) Biogenèse mitochondriale
 La biogénèse mitochondriale est un processus finement régulé. Les cellules peuvent 
augmenter leur contenu en ADN mitochondrial (ADNmt), leur masse et leur activité 
mitochondriale en réponse à différentes conditions qui nécessitent une augmentation de la 
production d’énergie, comme par exemple une exposition au froid ou un exercice physique. 
Cette biogenèse implique une coordination d’acteurs nucléaires et mitochondriaux. Le 
régulateur majeur de la biogénèse mitochondriale est PGC-1α (Puigserver et al. 1998). PGC-
1α régule l’expression des facteurs de transcription NRF1 (nuclear respiratory factor 1) et 
NRF2 (nuclear respiratory factor 2) qui contrôlent l’expression de nombreuses protéines 
mitochondriales. Par exemple, NRF1 contrôle l’expression de TFAM (mitochondrial 
transcription factor) qui est une protéine se liant à l’ADNmt, essentielle pour la maintenance, 
la réplication et la transcription de celui-ci (Larsson et al. 1998).  
 Dans les muscles squelettiques de patients diabétiques de type 2, une étude a décrit une 
diminution de la quantité d’ADNmt, ainsi qu’une diminution du nombre de mitochondries 
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subsarcolemmales observées au microscope électronique à transmission (MET), par rapport à 
des sujets insulinosensibles de même âge, même poids et même sexe (Ritov et al. 2005). 
D’autres études ont montré, en plus d’une diminution du nombre de mitochondries, une 
diminution de leur taille dans les muscles d’individus diabétiques de type 2 (David E. Kelley et 
al. 2002; Morino et al. 2005; Ritov et al. 2005). Les diminutions du nombre et de la taille des 
mitochondries peuvent être expliquées par un défaut de la biogenèse mitochondriale. En 
effet, il a été observé une diminution de l’expression de PGC1α et une diminution de 
l’expression des protéines de la chaine respiratoire dans les muscles de sujets 
insulinorésistants (Heilbronn et al. 2007). Ces résultats sont en accord avec des analyses de 
biopuces (microarray) qui ont montré, dans le muscle de patients diabétiques de type 2, une 
diminution de l’expression de gènes étant sous le contrôle transcriptionnel de PGC1α et 
codant pour des enzymes clés du métabolisme oxydatif (Mootha et al. 2003; Patti et al. 2003). 
De plus, l’expression de NRF1 est diminuée dans le muscle de patients diabétiques de type 2 
(Patti et al. 2003). De façon intéressante, un variant du gène de PGC1α, Gly482Ser a également 
été associé au DT2 (Ek et al. 2001; Hara et al. 2002). L’ensemble de ces études démontrent 
une altération de la biogenèse mitochondriale dans les muscles squelettiques de patients 
diabétiques de type 2. 
3) Dynamique mitochondriale
 Les mitochondries sont des organites dynamiques. En effet, le maintien d’un réseau 
mitochondrial cellulaire fonctionnel est dépendant de la balance entre les cycles de fusion et 
fission. Ces cycles sont gouvernés par les perturbations métaboliques cellulaires et ils 
répondent aux fluctuations du statut énergétique de la cellule. La fusion de deux 
mitochondries pour n’en former qu’une passe d’abord par la fusion des membranes 
mitochondriales externes sous l’action des GTPases mitofusines (Mfn), Mfn1/2. Puis la 
protéine OPA1 (optic atrophy 1) permet la fusion des membranes mitochondriales internes. 
La fission correspond à la fragmentation et la séparation des mitochondries et elle est initiée 
par la protéine cytosolique soluble DRP1 (dynamin-related protein-1) (Mishra et al. 2015).  
 Plusieurs études ont mis en évidence une dérégulation de la dynamique mitochondriale, 
attestée par une augmentation ou une diminution de la fusion et de la fission, dans le DT2. De 
façon intéressante, Bach et al. ont observé, en absence de différence dans la masse 
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mitochondriale, une diminution de 25% du réseau mitochondrial dans le muscle squelettique 
de rats obèses Zucker comparé aux rats contrôles. Cette étude indique un défaut de la 
dynamique mitochondriale, de fusion et/ou fission, bien distinct d’un défaut du nombre ou de 
la taille des mitochondries. L’expression protéique de Mfn2 dans le muscle squelettique 
humain est positivement corrélée avec la sensibilité à l’insuline (Bach et al. 2005) et le contenu 
en protéines de fusion Mfn2 et OPA1 est diminué dans le muscle squelettique de patients 
diabétiques de type 2 (Joseph et al. 2012; Zorzano et al. 2010). Par ailleurs, dans le muscle 
squelettique de rongeurs en HFD, une augmentation d’un facteur quatre de l’expression de 
DRP1 a été observée (Leduc-Gaudet et al. 2018). A l’inverse, l’inhibition de la fission 
mitochondriale, par l’inhibition de DRP1, améliore in vitro la signalisation à l’insuline dans le 
muscle et in vivo la sensibilité à l’insuline systémique de souris obèses (Jheng et al., 2012). 
L’insulinorésistance musculaire semble alors être associée à une diminution de la fusion et à 
une augmentation de la fission des mitochondries. 
4) Mitophagie
 La mitophagie est un processus de protection de la cellule qui permet la dégradation des 
mitochondries défectueuses ou anomales et le recyclage de leurs composants essentiels. La 
mitophagie est d’autant plus importante que la fusion d’une mitochondrie défectueuse avec 
une mitochondrie saine entrainerait une propagation du défaut mitochondrial. La mitophagie, 
en fragmentant les mitochondries, permet leur encapsulation et leur dégradation dans des 
autophagosomes (Youle et Narendra 2011). Les acteurs principaux et indispensables de la 
mitophagie sont la protéine kinase PINK1 (PTEN-induced putative kinase 1) et l’ubiquitine 
ligase E3 parkine. Lorsqu’une mitochondrie est défectueuse, elle subit une dépolarisation qui 
interrompt l’activité protéolytique de PINK1. PINK1 s’accumule alors dans la mitochondrie et 
phosphoryle ses cibles dont la parkine. La parkine ubiquitine la membrane mitochondriale 
externe et induit le recrutement de p62. p62 étant liée à la protéine autophagosomale LC3 
(microtubule-associated protein 1A/1B-light chain 3), elle rapproche l’autophagosome de la 
mitochondrie permettant ainsi la mitophagie (Rovira-Llopis et al. 2017). 





Figure 17 : Représentation de la biogenèse, de la fusion et de la fission mitochondriale et de la 
mitophagie. 
 
5) Typologie des fibres musculaires 
 Le muscle squelettique est un tissu hétérogène composé de différents types de fibres 
définies selon l’expression des isoformes de chaines de myosines (MHC). Il y a les fibres de 
type I, les fibres de type IIa, les fibres de type IIb et les fibres de type IIx. Leurs différences sont 
présentées dans le tableau 1.  Les fibres de type I sont dites oxydatives. De couleur rouge, elles 
ont un contenu mitochondrial et une sensibilité à l’insuline importants. Au contraire les fibres 
de type IIb sont dites glycolytiques. De couleur blanche, elles contiennent moins de 
mitochondries mais ont un contenu en glycogène plus important. Les fibres de type IIa ont des 
propriétés intermédiaires entre les fibres de type I et IIb. La composition des muscles 
squelettiques peut changer au cours de la vie adulte pour s’adapter à différents besoins 
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Tableau 1. Principales caractéristiques des différents types de fibres musculaires. 
 Chez le rongeur et l’Homme, l’absorption de glucose induite par l’insuline est plus élevée 
dans les muscles contenants une majorité de fibres de type I que dans les muscles 
principalement composés de fibres glycolytiques de type IIb (Gaster et al. 2001, 4; James, 
Jenkins, et Kraegen 1985). En effet, les muscles rouges contiennent plus de GLUT4 à leur 
membrane plasmique que les muscles blancs, à la fois en condition basale et stimulée à 
l’insuline (Marette et al. 1992). La liaison de l’insuline à son récepteur et le transport de 
glucose son plus élevés dans les muscles rouges (soleus) que les muscles blancs (plantaris et 
EDL (extensor digitorum longus) (Bonen, Tan, et Watson-Wright 1981). Par clamp 
euglycémique, une corrélation positive et négative relie l’action de l’insuline avec le 
pourcentage de fibre I et de fibres IIb respectivement (Lillioja et al. 1987). Chez l’Homme, il a 
été montré que les muscles de patients diabétiques de type 2 contiennent moins de fibres de 
type I et plus de fibres mixtes de type IIa or la proportion des fibres de type I corrèle avec le 
niveau de résistance à l’insuline (Stuart et al. 2013). La fraction de fibres oxydatives est 
diminuée de 16% tandis que la fraction de fibres glycolytiques est augmentée de 49% dans le 
muscle squelettique de patients diabétiques (Oberbach et al. 2006).  He et al. dans leur étude 
Type I Type IIa Type IIb/IIx 
Vitesse et durée de 
contraction Lente et longue Intermédiaire Très rapide et brève 
Contenu en 
mitochondries +++ ++ + 
Diamètre + ++ +++ 
Contenu en 
glycogène + ++ +++ 
Contenu en lipides +++ ++ + 
Capacité oxydative +++ ++ + 
Capacité glycolytique + ++ +++ 
Sensibilité à l’insuline +++ ++ + 
Quantité de GLUT4 à 
la membrane +++ ++ + 
Production de ROS + ++ +++ 
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n’ont pas montré de différence de composition de fibres dans les muscles squelettiques de 
patients diabétiques comparés à des patients insulinosensibles. Cependant, dans chaque type 
de fibres musculaires de patients diabétiques l’activité enzymatique oxydative est plus faible 
et l’activité enzymatique glycolytique est inchangée. Ceci induit un ratio enzymes 
glycolytiques/enzymes oxydatives plus élevé avec le DT2 (He, Watkins, et Kelley 2001). Aussi, 
les fibres de type IIb ont des propriétés qui potentialisent la production mitochondriale de 
ROS. La fuite mitochondriale de radical libre (H2O2 produit/O2 consommé) est deux à trois fois 
supérieure dans le gastrocnémien blanc majoritairement composés de fibres de type IIb par 
rapport au soleus majoritairement composés de fibres type I, malgré un contenu 
mitochondrial plus faible.  Normalisé au contenu mitochondrial, la capacité de production de 
H2O2 est plus élevé dans les fibres blanches que dans les fibres rouges alors que l’activité GPx, 
responsable de l’élimination de H2O2 dans la mitochondrie, est identique dans les différents 
types de fibres (Anderson et Neufer 2006). Le soleus a des niveaux d’émission de H2O2  
équivalents à 20% de ceux de l’EDL (Pinho et al. 2017). La proportion des différents types de 
fibres musculaires est alors importante pour le contrôle de la sensibilité à l’insuline. 
6) Lien causal d’une altération mitochondriale dans l’insulinorésistance ?
 Dans le muscle des patients diabétiques de type 2, l’altération de la fonction 
mitochondriale est belle et bien présente, cependant il n’est pas clair si la dysfonction 
mitochondriale est suffisante per se pour induire une insulinorésistance. Un ensemble 
d’études, semblent réfuter ce lien de causalité. 
 La délétion de PGC1α, totale ou spécifique dans le muscle squelettique chez la souris, induit 
une diminution du nombre de mitochondries et de la capacité respiratoire dans les muscles 
squelettiques, mais elle n’est pas accompagnée d’une résistance à l’insuline (Handschin et al. 
2007; Leone et al. 2005). D’autre part, les souris déficientes spécifiquement dans le muscle 
squelettique pour TFAM, un facteur de transcription impliqué dans la biogenèse 
mitochondriale, ne sont pas résistantes à l’insuline malgré une altération sévère de la chaine 
respiratoire (Wredenberg et al. 2006). D’après ces résultats, on ne peut pas dire qu’un rôle 
causal existe entre, un déficit de la biogenèse mitochondriale ou une altération de la chaine 
respiratoire, et le développement d’une insulinorésistance. De façon très surprenante, des 
études ont même montré une augmentation de la biogenèse mitochondriale chez des 
modèles murins insulinorésistants. En effet, des rats nourris en HFD présentent une 




insulinorésistance musculaire concomitante à une augmentation du nombre de 
mitochondries, attestée par une augmentation de l’expression de PGC1α (Hancock et al. 
2008). Aussi, une étude a montré que chez la souris soumise à un HFD, l’accumulation 
intramusculaire de lipides et l’insulinorésistance induite ne sont pas dues à une diminution de 
la capacité oxydative mitochondriale, mais sont au contraire accompagnées par une 
augmentation des capacités oxydatives  (Turner et al. 2007). Les auteurs suggèrent que 
l’élévation de la quantité d’AG induit une activation de PPARδ (peroxisome proliferator-
activated receptor δ) qui engendre l’activation post-transcriptionnelle de PGC1α, ce qui 
stimulerait la biogénèse mitochondriale. 
 
IV- Le système ANP/GC-A dans le diabète de type 2 
1) Altérations du système ANP/GC-A associées au diabète de type 2 
A) Les niveaux plasmatiques d’ANP dans le diabète de type 2 
 Plusieurs études épidémiologiques ont mis en évidence une altération des niveaux 
plasmatiques des PN chez des patients atteints de DT2. Et notamment une corrélation inverse 
entre les concentrations plasmatiques de BNP/pro-ANP et le DT2 (T. J. Wang et al. 2004). En 
effet, les niveaux plasmatiques de BNP et d’ANP sont respectivement 18% et 13% plus faibles 
chez les hommes insulinorésistants et respectivement 23% et 10% plus faibles chez les 
femmes insulinorésistantes par rapport à des individus insulinosensibles (T. J. Wang et al. 
2007). Aussi, une étude récente a montré chez des patientes ayant développé un diabète 
gestationnel que les niveaux plasmatiques de NT-proBNP diminuent parallèlement à la 
tolérance au glucose (De Souza et al. 2018). Le syndrome métabolique est également associé 
à des niveaux plasmatiques de NT-proBNP et NT-proANP plus faibles (35pg/ml versus 48 
pg/ml). En accord avec ces études, Wang et al. ont montré en 2004 que, chez des hommes 
atteints d’un syndrome métabolique, les niveaux de BNP et d’ANP sont respectivement 24% 
et 16% inférieurs à ceux d’individus sans syndrome métabolique. Chez la femme, la diminution 
observée en présence d’un syndrome métabolique est de 29% pour le BNP et de 18% pour 
l’ANP (T. J. Wang et al. 2004). D’autre part, dans l’étude Dallas Heart Study, les niveaux 
plasmatiques de NT-proBNP et BNP sont négativement associés à la quantité de graisse 
viscérale et de graisse hépatique mais positivement associés à une adiposité centrale faible, 




indépendamment de l’âge, du sexe et du statut d’obésité (Neeland et al. 2013). A l’inverse, la 
perte de poids corporel suite à une chirurgie bariatrique est associée à une augmentation des 
niveaux plasmatiques de NT-proBNP (Chen-Tournoux et al. 2010). 
  
 De façon intéressante, des études ont également montré que les niveaux plasmatiques de 
PN prédisent le risque de développer un DT2 (Lazo et al. 2013; Magnusson et al. 2012) et 
notamment que des niveaux faibles de PN augmentent le risque d’apparition du DT2 et de 
l’obésité (Huth et al. 2020). Par exemple, l’étude Malmö Diet and Cancer, qui a réalisé un suivi 
pendant 16 ans de plus de 1800 individus non diabétiques, a montré que des niveaux 
plasmatiques faibles de MR-ANP (mid-regional-ANP) prédisent le développement d’un futur 
DT2. Dans la même cohorte, le variant rs5068 dans le gène Nppa, qui engendre une 
augmentation des niveaux plasmatiques d’ANP, est associé à une diminution de 12% du risque 
d’incidence du diabète (Jujić et al. 2014). D’autres études sur ce variant rs5068 ont montré 
qu’il est associé à un BMI, une circonférence de la taille et une prévalence de l’obésité et du 
syndrome métabolique plus faibles (Cannone et al. 2013, 2013). L’étude longitudinale, 
Atherosclerosis Risk in Communities, réalisée sur plus de 7000 individus non diabétiques suivis 
pendant 12 ans, a montré que les individus ayant les niveaux les plus élevés de NT-proBNP 
(>114 pg/mL) développaient moins de DT2 que ceux ayant des niveaux faibles (<31 pg/mL) 
(Lazo et al. 2013). De plus le variant génétique rs198389 induisant une augmentation de 20% 
des niveaux plasmatiques de BNP est associé à 15% de risque en moins de développer un DT2 
(Pfister et al. 2011). Aussi, il a été montré que des faibles niveaux plasmatiques de NT-proBNP 
sont prédictifs du risque de survenue d’une hypoglycémie sévère chez des patients 
diabétiques de type 2. En effet, les patients ayant subi une hypoglycémie sévère avaient des 
niveaux plasmatiques de NT-proBNP de 70pg/ml alors que les patients n’ayant pas vécu de 
phase d’hypoglycémie sévère avaient des niveaux plasmatiques de 270 pg/ml (Davis et al. 
2019).  
B) L’expression du GC-A et du NPRC dans le diabète de type 2 
 Le ratio de GC-A/NPRC détermine l’activité biologique des PN puisque le GC-A est le 
récepteur biologiquement actif alors que le NPRC est le récepteur de clairance. Plusieurs 
études mettent en évidence une diminution de ce ratio dans les tissus métaboliques de 
patients diabétiques de type 2 et/ou obèses. 
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 Une corrélation positive existe entre l’expression protéique de GC-A et la sensibilité  à 
l’insuline chez l’Homme (Kovacova et al. 2016). Alors que l’expression de GC-A est diminuée 
dans le muscle squelettique d’individus obèses, l’expression de NPRC est augmentée chez des 
individus intolérants au glucose ou diabétiques de type 2 (Coué et al. 2015). Aussi, l’expression 
de GC-A est diminuée et celle de NPRC est augmentée dans le tissu adipeux sous-cutané 
d’individus diabétiques de type 2 par rapport à des individus tolérants au glucose (Kovacova 
et al. 2016). En accord avec ces données, il a été montré une diminution du ratio GC-A/NPRC 
dans le tissu adipeux et le muscle squelettique de souris db/db comparées à des souris 
sauvages (Coué et al. 2015). 
 Le ratio GC-A/NPRC est également altéré chez des individus obèses. Le ratio GC-A/NPRC 
dans le vWAT et le scWAT est négativement corrélé avec l’insulinémie, le BMI, le pourcentage 
de masse grasse et l’HOMA-IR (Dinas et al. 2018; Gentili et al. 2017). L’expression adipocytaire 
de l’ARNm de GC-A est négativement corrélée au pourcentage de masse grasse et au BMI chez 
des volontaires sains et par comparaison, elle est diminuée chez des patients obèses (Dinas et 
al. 2018). De même, l’expression de GC-A est diminuée dans le muscle squelettique, le WAT 
et le BAT de souris soumises à un HFD comparées à des souris en régime standard (Coué et al. 
2015). Les souris ob/ob  ont une diminution de l’expression de GC-A et une augmentation de 
l’expression de NPRC dans leur WAT, comparées à des souris minces (Nakatsuji et al. 2010). 
Les souris NPRC-/- sont plus minces et ont une meilleure tolérance au glucose que les souris 
sauvages (W. Wu et al. 2017). A l’inverse, l’expression de NPRC est plus élevée dans le tissu 
adipeux d’individus obèses comparés à des individus normo-pondérés (Dessì-Fulgheri, 
Sarzani, et Rappelli 1998; Gentili et al. 2017).   
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Figure 18 : Altération du système ANP/GC-A dans l’obésité et le diabète de type 2. 
2) Rôles de l’ANP dans les fonctions musculaires
 Chez l’homme, l’expression de GC-A corrèle positivement avec l’expression de PGC1a dans 
les muscles squelettiques (Engeli et al. 2012). Un traitement chronique aux PN augmente les 
capacités oxydatives dans le muscle squelettique humain. En effet, Engeli et al. ont montré 
qu’un traitement de 48h avec de l’ANP ou du BNP sur des myotubes humains induit la 
transcription et l’expression protéique de PGC1α et des protéines OXPHOS.  Un traitement 
chronique à l’ANP et au BNP augmente également l’oxydation de palmitate et la respiration 
de myotubes humains (Engeli et al. 2012). Les niveaux plasmatiques de pro-ANP sont 
positivement associés à l’oxydation lipidique au cours d’un exercice chez des jeunes adultes 
en bonne santé (Thomsen et al. 2019). 
 Le rôle des PN dans le métabolisme oxydatif a été étudié en utilisant des modèles murins. 
Un prétraitement avec du BNP protège le muscle squelettique de l’ischémie-reperfusion en 
restaurant l’activité des complexes de la chaine respiratoire et en diminuant la production de 
ROS. En effet, l’ischémie-reperfusion dans la patte arrière de rats Wistar diminue la respiration 
mitochondriale par la diminution de l’activité des complexes OXPHOS, ce qui induit un stress 
oxydant dans le muscle squelettique. Cependant, lorsque les rats sont prétraités avec du BNP, 
ces effets musculaires délétères sont inhibés (Talha et al. 2013). En accord avec ces résultats, 
des souris transgéniques exprimant 100 fois plus de BNP plasmatique que des souris sauvages, 




montrent une augmentation de l’oxydation lipidique et de la consommation d’oxygène 
musculaire. Ceci s’explique par une augmentation des capacités oxydatives, qui est attestée 
par une élévation de l’expression de PGC1α, de CPT1b (carnitine palmitoyltransferase 1B), de 
l’ATP synthase et du nombre de copie d’ADNmt dans leurs muscles squelettiques (Miyashita 
et al. 2009). A l’inverse, des souris déficientes pour le NPRC (NPRC KO) présentent une 
augmentation des capacités oxydatives dans le muscle squelettique avec une augmentation 
du transport de glucose. De façon intéressante, il a également été montré une augmentation 
de l’expression de Myh7, un gène retrouvé dans les fibres de type I, dans le gastrocnémien 
des souris NPRC KO comparées aux souris WT. Cela suggère que l’amélioration des capacités 
oxydatives dans le muscle squelettique des souris NPRC KO peut-être due à une augmentation 
du nombre de fibres de type I qui sont plus insulinosensibles et qui ont une meilleure capacité 
oxydative que les fibres glycolytiques (Ishikawa et al. 2019). Par ailleurs, la muscline est une 
myokine ayant une forte homologie avec l’ANP. Par compétition d’élimination, elle diminue la 
liaison de l’ANP sur le NPRC, ce qui augmente la signalisation de l’ANP. Les souris déficientes 
pour la muscline (Ostn-KO) ont des niveaux plasmatiques d’ANP ainsi qu’une concentration 
intramusculaire en GMPc augmentés comparées à des souris WT. Il a également été montré 
chez ces souris Osnt-KO, une diminution des capacités d’endurance qui est associée à une 
diminution de l’expression des complexes OXPHOS, une diminution du contenu musculaire en 
mitochondries et de l’activité de la respiration mitochondriale ainsi qu’une augmentation de 
fibres de type IIb dans le gastrocnémien. In vitro les auteurs ont montré que l’ANP induit une 
augmentation de l’expression de PGC1α et de ces cibles liés à la biogénèse mitochondriale 
TFAM, NRF1 et NRF2 et concluent donc que les effets de la muscline passent par la voie 
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La découverte de nouvelles cibles thérapeutiques contre le développement du DT2 est d’un 
intérêt majeur étant donné la croissance rapide de cette pandémie.  Au vu du déficit du 
système ANP/GC-A présent chez les patients diabétiques de type 2 et des effets de l’ANP dans 
les capacités oxydatives musculaires in vitro, un déficit du système ANP/GC-A pourrait jouer 
un rôle causal dans l’apparition du diabète de type 2. Cette question sera abordée dans la 







 Depuis ces 20 dernières années, le rôle de l’ANP n’est plus étudié seulement dans les 
sphères cardiovasculaires et rénales mais il est également étudié dans les tissus métaboliques 
que sont les tissus adipeux et les muscles squelettiques. En effet, des études in vitro montrent 
que l’ANP a une activité lipolytique importante dans le tissu adipeux ainsi que la capacité 
d’induire une augmentation de l’activité thermogénique dans les adipocytes. Par ailleurs, 
d’autres études in vitro montrent que l’ANP induit une augmentation des capacités oxydatives 
musculaires. Des études épidémiologiques indiquent également qu’un déficit du système 
ANP/GC-A est présent chez des patients atteints de DT2 ou d’obésité.  L’ensemble de ces 
études suggère un rôle des peptides natriurétiques dans le métabolisme énergétique. Le sujet 
de ma thèse a alors été de déterminer la relevance de ces études, in vivo. 
Pour cela, nous avons eu comme objectifs de : 
1- Etudier le rôle de l’ANP dans l’activation de la thermogénèse sans frisson in vivo  chez la
souris.
2- Etudier le rôle causal d’un déficit du système ANP/GC-A dans le développement de
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PARTIE I : Rôle de l’ANP dans la thermogenèse sans frisson 
Introduction 
 La pensée dogmatique est que l’activation thermogénique du BAT est principalement 
contrôlée par le système nerveux sympathique (noradrénaline/β-AR). Cependant plusieurs 
études montrent que chez des souris déficientes pour ce système, l’induction du programme 
thermogénique dans les tissus adipeux, suite à une exposition au froid, persiste. Ceci suggère 
l’implication d’autres systèmes importants dans le contrôle de la thermogénèse sans frisson. 
Depuis les années 2000, l’ANP est connu pour être un puissant facteur lipolytique. De plus, il 
a été montré in vitro que l’ANP peut également induire un programme thermogénique dans 
des adipocytes blancs et bruns. Cette première partie de thèse a donc consisté à déterminer 
si l’ANP participe au contrôle de la thermogénèse de non frisson in vivo chez la souris. 
Pour répondre à cette question, nous avons soumis des souris déficientes pour l’ANP à une 
exposition au froid et nous avons analysé les mécanismes mis en place au cours de la 
thermogenèse sans frisson. 
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The classical view is that brown adipose
tissue (BAT) is mainly activated by the
sympathetic nervous system. Carper
et al. here demonstrate that the cardiac
hormone atrial natriuretic peptide is
released upon cold exposure and
required to activate BAT thermogenesis
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https://doi.org/10.1016/j.celrep.2020.108075SUMMARYAtrial natriuretic peptide (ANP) is a cardiac hormone controlling blood volume and pressure in mammals. It is
still unclear whether ANP controls cold-induced thermogenesis in vivo. Here, we show that acute cold expo-
sure induces cardiac ANP secretion in mice and humans. Genetic inactivation of ANP promotes cold intoler-
ance and suppresses half of cold-induced brown adipose tissue (BAT) activation in mice. While white adipo-
cytes are resistant to ANP-mediated lipolysis at thermoneutral temperature in mice, cold exposure renders
white adipocytes fully responsive to ANP to activate lipolysis and a thermogenic program, a physiological
response that is dramatically suppressed in ANP null mice. ANP deficiency also blunts liver triglycerides and
glycogenmetabolism, thus impairing fuel availability for BAT thermogenesis. ANPdirectly increasesmitochon-
drial uncoupling and thermogenic gene expression in human white and brown adipocytes. Together, these re-
sults indicate that ANP is amajor physiological trigger of BAT thermogenesis upon cold exposure inmammals.INTRODUCTION
Warm-blooded animals have acquired the ability to maintain a
constant core body temperature in fluctuating temperature envi-
ronments through an adaptive physiological process called ther-
mogenesis. Brown adipose tissue (BAT) is considered the major
site of non-shivering thermogenesis and heat production, which
allows rodents to maintain euthermia at temperatures below
thermoneutrality (Nedergaard and Cannon, 2010).
Thermogenic fat cells include brown and beige adipocytes,
cells that play a critical role in defending against hypothermia,
obesity, and diabetes through dissipating chemical energy as
heat in part through mitochondrial uncoupling protein 1
(UCP1) (Kajimura et al., 2015). Thermogenic genes can be
readily induced in brown and beige adipocytes within white ad-
ipose tissue (WAT) in response to cold exposure (Cannon and
Nedergaard, 2004; Harms and Seale, 2013; Wu et al., 2012).
When activated, thermogenic adipocytes consume a largeThis is an open access article undamount of circulating triglycerides, glucose, and non-esterified
fatty acid (NEFA) (Heine et al., 2018). The long-standing prevail-
ing view is that cold sensation is primarily transmitted through
the sympathetic nervous system. BAT and WAT are innervated
by sympathetic fibers (Jiang et al., 2017), which, upon cold
exposure, release norepinephrine to acutely activate thermo-
genesis and lipolysis. Norepinephrine activates b3-adrenergic
receptors and cyclic AMP (cAMP)-dependent protein kinase
(PKA), which elicit a signaling cascade via p38 mitogen-acti-
vated protein kinase (MAPK) and peroxisome proliferator-acti-
vated receptor g (PPARg) co-activator 1a (PGC1a) to increase
the transcription of UCP1 and thermogenic genes in brown ad-
ipocytes (Cao et al., 2004). In WAT, b3-adrenergic signaling ac-
tivates adipocyte lipolysis through adipose triglyceride lipase
(ATGL) and hormone-sensitive lipase (HSL). WAT lipolysis is
essential to provide fatty acid (FA) fuels in the fasting state to
sustain high respiration rates in BAT (Schreiber et al., 2017;
Shin et al., 2017).Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020 ª 2020 The Author(s). 1
er the CC BY license (http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/).
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OPEN ACCESSYet, recent studies indicate that b3-adrenergic receptor is
dispensable in brown and beige adipocyte for cold-induced tran-
scriptional activation of thermogenic genes in mice (de Jong
et al., 2017). Studies inmice lacking all three b-adrenergic recep-
tors (so-called b-less mice) inferred the existence of non-adren-
ergic signaling pathways contributing to brown/beige adipocyte
recruitment and activation (Bachman et al., 2002; Jiang et al.,
2017). Studies over the past few years identified a variety of
circulating factors and hormones that may control beige adipo-
cyte development of which cardiac natriuretic peptides (NPs)
are of particular interest. NPs control blood volume and pressure
in mammals (Kuhn, 2016) and were shown to be potent lipolytic
hormones in human WAT (hWAT) (Moro et al., 2004; Sengenès
et al., 2000). Moreover, NPs induce the transcription of PGC1a
and UCP1 via cGMP-dependent protein kinase (PKG) in vitro in
human adipocytes (Bordicchia et al., 2012). Chronic B-type NP
(BNP) infusion in mice induces Pgc1a and Ucp1 in BAT and
inguinal WAT (iWAT) (Bordicchia et al., 2012). However, although
NPs induce a transcriptional thermogenic program in adipo-
cytes, it is unclear if they are necessary and required for physio-
logical activation of brown/beige adipocytes during acute cold
exposure. Here, we show that cardiac atrial NP (ANP) is a critical
physiological endocrine regulator of non-shivering thermogene-
sis in mammals.
RESULTS
ANP Is Required for Non-shivering Thermogenesis
during Acute Cold Exposure
[18F]Fluorodeoxyglucose positron emission tomography-
computed tomography (18F-FDG PET/CT) imaging indicate that
acute cold exposure at 4C for 5 h induces the recruitment of
several BAT depots in the neck (anterior cervical) and clavicular
areas (clavicular, axillary, supraspinal, interscapular, infrascapu-
lar, anterior subcutaneous, ventral spinal, and perirenal) in wild-
type mice (Figures 1A and S1A). This is consistent with a recent
study reporting similar recruitment of BAT depots in response to
7-day treatment with a b3-adrenergic agonist (Zhang et al.,
2018). BAT activation upon cold exposure was associated with
a 3- to 4-fold increase of cardiac Nppa (ANP) expression (Fig-
ure 1B) and a 2-fold increase of plasma ANP (Figure 1C), while
no change in cardiac Nppb (BNP) expression (Figure 1D) and
plasma BNP (Figure 1E) was observed. Thus, this demonstrates
that ANP rather than BNP behaves as a physiological endocrine
ligand of guanylyl cyclase A (GCA) in response to cold stress.
Cold exposure increases blood pressure and cardiac filling pres-
sure, which are the main physiological stimuli of cardiac ANP
secretion (Yuan et al., 2009).
To delineate the role of ANP in non-shivering thermogenesis,
we next challenged ANP null mice (Nppa/) at 4C. Nppa/
mice had no detectable cardiac Nppa expression (Figure S1B)
and no functional compensation by either cardiac Nppb expres-
sion (Figure S1C) or plasma BNP (Figure S1D) upon cold expo-
sure. ANP deficiency was associated with the development of
cardiac hypertrophy, as shown by the increased heart weight
to body weight ratio (Figure S1E) and left ventricular mass (Fig-
ure S1F). Since an intact cardiac function is required for func-
tional non-shivering thermogenesis upon acute cold exposure2 Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020(Schreiber et al., 2017), we show here that cardiac hypertrophy
in Nppa/ mice does not alter systolic function, since left ven-
tricular ejection fraction remains comparable to wild-type litter-
mates (Nppa+/+) (Figure S1G). Nppa/ mice had normal rectal
temperature at room temperature (RT; 21C) (Figure 1F) and at
thermoneutrality (30C) (Figure 1H) compared with their wild-
type littermates but became cold intolerant upon acute cold
exposure (Figure 1G). Since BAT is themain site of non-shivering
thermogenesis, we measured BAT activity and recruitment by
18F-FDG PET/CT in Nppa+/+ and Nppa/ mice at RT and 4C
(Figure 1H). Acute cold remarkably increased BAT 18F-FDG up-
take and metabolic volume, while cold-induced BAT 18F-FDG
uptake (5.9 versus 12.7 fold, p < 0.01) (Figure 1I) and 18F-FDG
metabolic volume (Figure 1J) (4.8- versus 9.7-fold, p < 0.05)
were both severely blunted in Nppa/ versus Nppa+/+ mice.
This effect may be ascribed to the lack of ANP, since the expres-
sion level of genes involved in ANP signaling such as Gca, NP
clearance receptor (Nprc), and cGMP-dependent protein kinase
(Prkg1) was comparable in BAT of Nppa/ and Nppa+/+ mice
(Figure S1I). Fractional 18F-FDG uptake by the hindlimb muscle
quadriceps was reduced in Nppa/ mice at 21C and very
low at 4C (<1% of BAT) but remained unchanged between
both genotypes (Figure 1K). Since b-adrenergic receptors
(Bachman et al., 2002) (Figures S1J, S1K, and S1L) and adeno-
sine receptors (Gnad et al., 2014) (Figures S1M and S1N) have
been linked to BAT thermogenesis, we measured their gene
expression levels and did not find significant changes between
genotypes. Altogether, ANP deficiency severely blunts physio-
logical BAT activation and recruitment.
ANP Deficiency Induces BAT Morphological and
Molecular Changes
Histological analysis of BAT morphology revealed the presence
and accumulation of multiple and large lipid droplets in Nppa/
compared with Nppa+/+ mice after cold exposure (Figure 2A).
The BAT morphology of Nppa/ mice at 4C resembles the
one observed at thermoneutral temperature (30C) in both geno-
types (Figure S2A), which is characteristic of a dysfunctional
BAT. Since BAT is a highly vascularized tissue (Kajimura et al.,
2015) and GCA activation can modulate angiogenesis in some
vascular beds (Mallela et al., 2013), we next investigated BAT
vascularization through lectin staining. No visual difference in
BAT capillary density was observed between Nppa/ and
Nppa+/+ (Figure S2B). Compared to what is observed after 4C
exposure, no visual difference in BAT morphology (Figure S2A)
and expression levels of thermogenic genes (Figure S2C) were
noted at RT between Nppa/ and Nppa+/+ mice. In contrast,
cold-induced Ucp1 (Figure 2B) and Pgc1a (Figure 2C) gene
expression was severely blunted in Nppa/ mice. We further
confirmed a significant reduction of UCP1 protein content in in-
terscapular BAT (iBAT) at 4C in Nppa/ mice (Figure 2D).
Consistent with an impaired cold-induced BAT activation, we
observed a blunted cold-mediated response of two canonical
PPAR-target genes (Mandard et al., 2004; de la Rosa Rodriguez
and Kersten, 2017), carnitine palmitoyl transferase-1B (Cpt1b)
(Figure 2E) and perilipin 2 (Plin2) (Figure 2F), in Nppa/ mice.
Previous work has shown that PGC1a, once induced by
acute cold, co-activates PPARg, a crucial nuclear receptor
Figure 1. ANP Is Required for Non-shivering Thermogenesis during Acute Cold Exposure
(A) Representative 18F-FDG PET/CT images of BAT recruitment around the neck in wild-type (WT) mice at room temperature (RT) (21C) and exposed for 5 h to
4C.
(B) Relative cardiac Nppa (ANP) expression in WT mice housed at RT (n = 6) and after acute cold exposure (5 h at 4C) (n = 10).
(C) Plasma ANP levels in WT mice housed at RT (n = 10) and after acute cold exposure (n = 12).
(D) Relative cardiac Nppb (BNP) expression in WT mice housed at RT (n = 5) and after acute cold exposure (n = 10).
(E) Plasma BNP levels in WT mice housed at RT (n = 6) and after acute cold exposure (n = 5).
(F) Rectal temperature in Nppa+/+ (n = 19) and Nppa/ mice (n = 20) housed at RT.
(G) Change in rectal temperature from baseline in Nppa+/+ (n = 7) and Nppa/ (n = 5) mice during 5-h cold exposure.
(H) Representative 18F-FDG PET/CT images of the neck/shoulder area indicating BAT activity in Nppa+/+ and Nppa/ mice at RT and during cold exposure.
(I) Quantitative scatterplot graph of BAT 18F-FDG uptake and cold-induced BAT 18F-FDG uptake of Nppa+/+ and Nppa/ mice at RT and during cold exposure
(n = 4).
(J) Quantitative scatterplot graph of BAT 18F-FDGmetabolic volume and cold-induced 18F-FDGmetabolic volume ofNppa+/+ andNppa/mice at RT and during
cold exposure (n = 4).
(K) Muscle 18F-FDG uptake of Nppa+/+ and Nppa/ mice at RT and during cold exposure (n = 4).
Results are shown as mean ± SEM. *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, and ****p < 0.0001.
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OPEN ACCESSorchestrating the transcriptional program for substrate oxidation
and thermogenesis in BAT (Puigserver et al., 1998). Brown fat
lipid accumulation in Nppa/ mice seems to occur indepen-
dently of changes in NEFA transport through Cd36 (Figure 2G)
and lipoprotein lipase (Lpl) (Figure 2H) gene expression, which
were similarly induced by cold exposure in both genotypes. In
the same line, no change in protein content of the rate-limitingenzymes ATGL (Figure 2I) and HSL (Figure 2J), as well as de
novo lipogenesis genes such as carbohydrate responsive-
element binding protein-b (Chrebpb), acetyl-coA carboxylase 1
(Acc1), and FA synthase (Fas) (Figures S2D–S2F) were noted in
Nppa/ versus wild-type control. Reduced cold-induced BAT
activation and glucose uptake were associated with a significant
increase of cold-inducedGlut1 expression (Figure S2G), while noCell Reports 32, 108075, August 25, 2020 3
Figure 2. ANP Deficiency Induces BAT Morphological and Molecular Changes
(A) Representative hematoxylin and eosin staining of interscapular BAT (iBAT) sections of Nppa+/+ and Nppa/ mice after cold exposure. Scale bar, 50 mm.
(B and C) Relative mRNA levels of Ucp1 (B) and Pgc1a (C) in iBAT from Nppa+/+ (n = 4) and Nppa/ (n = 6) mice housed at RT or after cold exposure.
(D) Relative UCP1 protein content in iBAT of Nppa+/+ (n = 5) and Nppa/ (n = 9) mice after cold exposure.
(E–H) Relative mRNA levels ofCpt1b (E), Plin2 (F),Cd36 (G), and Lpl (H) in iBAT fromNppa+/+ (n = 5) andNppa/ (n = 7) mice housed at RT or after cold exposure.
(I) Relative ATGL protein content in iBAT of Nppa+/+ and Nppa/ mice after cold exposure (n = 6).
(J) Relative pS563 HSL protein content in iBAT of Nppa+/+ (n = 6) and Nppa/ (n = 5) mice after cold exposure.
Results are shown as mean ± SEM. *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, and ****p < 0.0001.
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OPEN ACCESSchange in Glut4 (Figure S2H) was observed in Nppa/ mice. Of
note, acute changes in Glut1 mRNA were not associated with
significant changes in total GLUT1 protein in BAT of cold-
exposed mice (Figure S2I). Finally, all observed differences of
cold-induced gene expression in Nppa/ mice appeared inde-
pendent of changes in BAT mitochondrial respiration measured
ex vivo in isolated mitochondria (Figure S2J).
Collectively, ANP deficiency causes marked morphological
and cellular alterations of BAT biology and impairs cold-induced
thermogenic genes activation which seems independent of
changes in FA uptake and triglycerides (TG) hydrolysis.4 Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020ANP IsRequired for BeigeAdipocyteRecruitment during
Acute Cold Exposure
Previous studies have shown that the ratio of GCA to NPRC
expression determines cardiac NP biological activity in human
and mice adipose tissue (AT) (Coué et al., 2015, 2018; Kovacova
et al., 2016; Rydén et al., 2016). Thus, genetic ablation of adipose
NPRC increases NP signaling through GCA in mice (Bordicchia
et al., 2012). Here, we show that acute cold exposure induces
WAT changes in NP receptor expression compared to mice
housed at thermoneutral temperature in a depot-specific
manner. Acute cold exposure upregulated the ratio of GCA to
Figure 3. ANP Is Required for Beige Adipocyte Recruitment and Lipolysis during Acute Cold Exposure
(A) GCA-to-NPRCprotein ratio in iWAT, eWAT, and rpWAT ofWTmice housed at thermoneutral temperature (30C) (n = 8) or after acute cold exposure (5 h at 4C)
(n = 13).
(B and C) Representative immunoblot of GC-A, NPRC and GAPDH in iWAT (B) and eWAT (C) of WT mice housed at 30C or after acute cold exposure.
(D) Representative immunoblot of GC-A, NPRC, p-p38, p38, and GAPDH in rpWAT of WT mice housed at 30C or after acute cold exposure.
(legend continued on next page)






OPEN ACCESSNPRC mRNA (Figure S3A) and protein expression (Figure 3A) in
the three WAT depots tested. As previously described (Bordic-
chia et al., 2012), we noted that NPRC protein was significantly
diminished in iWAT (Figures 3B and S3B), while GCA protein re-
mained unchanged (Figures 3B and S3C). Conversely, acute
cold exposure upregulated GCA protein expression specifically
in epididymal WAT (eWAT) (Figures 3C and S3C) and retroperito-
neal WAT (rpWAT) (Figure 3D), while NPRC remained unaffected
(Figures 3C, 3D, and S3B). Of interest, increased Gca gene
expression was also observed in primary mouse adipocytes
exposed to cold in culture (31C) (Figure S3D), while Nprc re-
mained unchanged (Figure S3E), demonstrating a cell-autono-
mous increase of the GCA-to-NPRC ratio in cold-exposed white
adipocytes (Figure S3F). Cold-induced upregulation of GCA-to-
NPRC ratio coincided with a sharp increase of p38 MAPK phos-
phorylation (Figure S3D) and robust induction of its downstream
transcriptional targets, UCP1 and PGC1a, in iWAT (Figure S3G),
eWAT (Figure S3H), rpWAT (Figure S3I), and iBAT (Figure S3J).
The induction of beige adipocytes in WAT, the so-called brown-
ing/beigeing process, is highly adipose depot dependent in mice
(Frontini and Cinti, 2010; Ohno et al., 2012). iWAT and rpWAT un-
dergo the most profound induction of UCP1 (>30-fold), whereas
eWAT exhibits a weak response (<10-fold). Cold-induced tran-
scriptional activation of thermogenic genes was suppressed by
~40% in iWAT (Figure 3E) and eWAT (Figure 3F) and severely
impaired in rpWAT (Figure 3G) of ANP null mice compared to
wild-type mice. The GCA-to-NPRC mRNA ratio was robustly
induced in all WAT depots, with a more pronounced induction
in rpWAT (~24-fold) compared to iWAT (~1.75-fold) and eWAT
(~2.25-fold) upon cold exposure (Figure S3K). Moreover, rpWAT
is sensitive to browning (Jankovic et al., 2015) and anatomically
close to the kidneys, onemain physiological site of action of ANP
(Kuhn, 2016). Thus, our data show that ANP-induced thermo-
genic gene expression isWAT depot dependent, with rpWAT be-
ing themost responsive depot. Alongwith PGC1a and UCP1, we
observed a significant reduction of PR domain containing 16
(PRDM16) mRNA levels. The thermogenic activity of brown
and beige adipocytes is conferred by a core gene program
controlled by the master transcriptional regulator PRDM16
shown to physically interact with PGC1a to transactivate UCP1
transcription (Seale et al., 2007). Consistent with cold-induced
thermogenic gene expression, wild-type mice exposed to acute
cold showed augmented iWAT thermogenic gene expression
compared to mice housed at thermoneutrality, as evidenced
by increased emergence of smaller adipocytes containing multi-
locular lipid droplets and hematoxylin and eosin (H&E) staining, a
physiological response that was suppressed in ANP null mice
(Figure 3H). Similarly to BAT, we did not find significant changes(E–G) Relative mRNA levels of Pgc1a, Ucp1, and Prdm16 in iWAT (n = 10) (E), eW
acute cold exposure,
(H) Representative hematoxylin and eosinstaining of iWAT from Nppa+/+ and Np
(I) Ex vivo adipocyte lipolysis in eWAT of Nppa+/+ and Nppa/ mice housed at
isoproterenol (1 mM)-stimulated conditions (n = 5).
(J) Representative immunoblot and quantitative bar graph of pS660 HSL, pS563 H
after cold exposure.
(K) Plasma glycerol levels of Nppa+/+ (n = 5) and Nppa/ (n = 3) mice housed at
Results are shown as mean ± SEM. *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, and ****p
6 Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020in the level of expression of cold-regulated genes involved in the
control of beige adipocyte thermogenesis such as b1ar (Fig-
ure S3L), b2ar (Figure S3M), b3ar (Figure S3N), and Serca2b
(Ikeda et al., 2017) (Figure S3O). No major change in genes
involved in NP signaling and thermogenesis was observed in
iWAT (Figures S4A and S4B) and eWAT (Figures S4C and S4D)
at 30C and 21C between genotypes. No visual histomorpho-
logical differences in iWAT, eWAT, and rpWAT were noted at
thermoneutrality (Figure S4E) and RT (Figure S4F) between
Nppa+/+ and Nppa/ mice. Overall, our data emphasize that
upon a physiological cold stress, cardiac ANP released signifi-
cantly contributes to thermogenic adipocytes activation in WAT.
ANP Is Required for White Adipocyte Lipolysis during
Acute Cold Exposure
Since acute exposure to 4C upregulates the ratio of GCA to
NPRC protein in WAT, we hypothesized that white adipocytes
would become sensitive to ANP-induced lipolysis in cold condi-
tions. Former studies indicated that murine adipocytes are resis-
tant to the lipolytic effect of ANP (Sengenès et al., 2002), while
genetic ablation of NPRC in mice restores a lipolytic effect of
ANP (Bordicchia et al., 2012). Here, we demonstrate that acute
cold exposure renders white adipocytes fully responsive to
ANP-mediated lipolysis, whereas in mice housed at thermoneu-
tral temperature, ANP shows no lipolytic effect as previously
observed. Acute cold exposure increased ANP-mediated glyc-
erol (Figure 3I) and NEFA (Figure S4G) release by 2- to 3-fold
compared to basal conditions in adipocytes isolated from
eWAT, while the effect of isoproterenol remained unchanged
compared to thermoneutral temperature. The cold-mediated
ex vivo WAT lipolytic capacity was comparable between wild-
type and ANP null mice (Figure 3I). This is in agreement with
the lack of change of GCA (Figure S4H) and NPRC (Figure S4I)
protein expression in eWAT of ANP null versus wild-type mice,
indicating no functional compensation. However, cold-exposed
ANP null mice had a significant downregulation of HSL phos-
phorylation at Ser-660 and Ser-563 in eWAT (Figure 3J), two
main activating sites targeted by both PKA and PKG in response
to catecholamines and ANP stimulation (Sengenes et al., 2003).
This suggests that the lack of ANP in vivo associates with a lower
cold-induced activation of HSL in eWAT of ANP null mice. This
translated into a severely defective cold-induced lipolysis in
ANP knockout (KO) mice as reflected by the changes in plasma
glycerol (Figure 3K) and NEFA (data not shown) concentrations
between thermoneutral temperature and acute cold. Recent
studies challenged the established view that intracellular lipol-
ysis of lipid droplets inside BAT is rate limiting for non-shivering
thermogenesis. Rather, these studies showed that WAT lipolysisAT (n = 10) (F), and rpWAT (n = 3–5) (G) from Nppa+/+ and Nppa/ mice after
pa/ mice housed at 30C or after cold exposure. Scale bar, 50 mm.
30C or after acute cold exposure under basal, ANP (10 mM)-stimulated, and
SL, and HSL total protein in eWAT of Nppa+/+ (n = 5) and Nppa/ (n = 4) mice
30C and after acute cold exposure.
<0.0001.
Figure 4. ANP Deficiency Impairs Plasma Triglycerides and Glucose Responses to Cold
(A) Plasma triglycerides levels of Nppa+/+ (n = 12) and Nppa/ (n = 9) mice housed at RT and after acute cold exposure.
(B) Change in plasma triglycerides levels of Nppa+/+ (n = 7) and Nppa/ (n = 6) mice housed at RT after acute cold exposure.
(C) Representative hematoxylin and eosin and oil red O (ORO) staining of liver from Nppa+/+ and Nppa/ mice after cold exposure. Scale bar, 200 mm.
(D) Liver triglycerides content of Nppa+/+ (n = 8) and Nppa/ (n = 7) mice after acute cold exposure.
(legend continued on next page)






OPEN ACCESSis essential to fuel BAT with FA for heat production during fasting
(Schreiber et al., 2017; Shin et al., 2017). Together, this suggests
that the blunted cold-induced lipolytic response could contribute
to the observed defective BAT activity and thermogenesis of
ANP null mice. Altogether, our data stress that physiological
release of ANP during cold exposure induces lipolysis to fuel
BAT thermogenesis.ANP Deficiency Impairs Plasma Triglycerides and
Glucose Responses to Cold
Previous work suggested that besides NEFA, circulating TG and
glucose are major substrates for BAT thermogenesis (Heine
et al., 2018). In this study, we found reduced blood glucose levels
upon cold exposure after 2 h (Figure S5A) while observing a time-
dependent reduction of circulating insulin (Figure S5B) and
circulating TG levels (Figure S5C) during a time course of cold
exposure. We further observed decreased levels of circulating
TG (Figure 4A) and a blunted cold-induced reduction of circu-
lating plasma TG in Nppa/ mice (Figure 4B). This occurred
despite no significant difference in liver TG content between ge-
notypes (Figures 4C and 4D). Lipolysis-derived NEFA availability
is a major determinant of liver TG production (Samuel and Shul-
man, 2016). In line with a recent study (Simcox et al., 2017), he-
patic genes related to lipid metabolism were strongly altered
during cold exposure (Figures 4E, 4F, and S5D–S5G). Cold sup-
pressed Cd36 (Figure 4E) and Ppara (Figure S5D) mRNA levels
while briskly inducing Ppargc1a (Figure S5E), Atgl (Figure S5F),
and Fgf21 (Figure S5G). Of interest, altered lipolysis in ANP-defi-
cient mice was associated with a compensatory increase of liver
Cd36 gene expression (Figure 4E), while both liver Cpt1a mRNA
levels (Figure 4F) and plasma ketone bodies levels (Figure 4G)
were significantly reduced inNppa/mice. This reveals a blunt-
ed NEFA utilization in the liver of ANP-deficient mice. In mirror of
cold-induced NEFA utilization in liver, we observed a sup-
pressed expression of de novo lipogenesis genes such as
Chrebp (Figure S5H), Acly (Figure S5I), Elovl3 (Figure S5J), and
Fas (Figure S5K) that was similar in control and ANP-deficient
mice.
Because lipolysis-derived NEFA availability is also a strong
determinant of endogenous glucose production in mice (Perry
et al., 2015), we investigated glucose metabolism in cold-
exposed mice. Remarkably, ANP null mice were not able to
maintain their blood glucose levels in a normal physiological
range (Figure 4H). This phenomenon was independent of
changes in glucose-6-phosphatase (G6pase) (Figure 4I) and
phosphoenolpyruvate carboxy-kinase-1 (Pck1) (Figure 4J)
mRNA levels, protein content (Figures 4K and 4L), and G6Pase
activity (Figure 4M) in liver of ANPKOmice versus control. Impor-
tantly, we observed a sharp liver glycogen depletion upon acute(E and F) Relative mRNA levels of Cd36 (E) and Cpt1a (F) in iBAT from Nppa+/+ a
(G) Plasma ketone bodies levels of Nppa+/+ and Nppa/ mice housed at RT and
(H) Change in blood glucose from baseline in Nppa+/+ (n = 13) and Nppa/ (n =
(I and J) Relative mRNA levels of G6Pase (I) and Pck1 (J) in liver from Nppa+/+ an
(K and L) Relative G6Pase (K) and PEPCK (L) protein content in liver of Nppa+/+ a
(M) G6Pase activity in liver of Nppa+/+ and Nppa/ mice after cold exposure (n
(N) Hepatic glycogen content in liver of Nppa+/+ and Nppa/ mice housed at RT
Results are shown as mean ± SEM. *p < 0.05, **p < 0.01, and ****p < 0.0001.
8 Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020cold exposure (~70%) in control mice (Figure 4N). Thus, total
liver glycogen content was reduced by 38% in Nppa/ mice
compared to their wild-type littermates (Figure 4N), thus coin-
ciding with the inability to maintain normal blood glucose levels
during cold exposure. In summary, our data together indicate
that ANP deficiency impairs liver TG and glycogen metabolism,
thus contributing to reduced substrate availability to fuel BAT
thermogenesis.Cold Induces ANP and GC-A Is Associated with Brown/
Beige Thermogenic Markers in Human Subcutaneous
Abdominal WAT in Humans
To further examine if ANP could play a role in cold-induced acti-
vation of BAT in humans, we determined circulating plasma NP
levels in human volunteers exposed to mild cold. Thus, recent
studies using 18F-FDG PET/CT revealed that acute cold expo-
sure readily activates BAT in humans (Blondin et al., 2017; van
Marken Lichtenbelt et al., 2009); however, the physiological
cues orchestrating humanBAT (hBAT) activation are still unclear.
In a study in which 1-h cold exposure at 16C increased mean
blood pressure, BAT activity, and systemic lipolysis in lean
healthy male volunteers (Figure 5A) (Vosselman et al., 2015),
we measured a significant increase of plasma ANP levels by
1.7-fold (Figure 5B), whereas plasma BNP concentrations re-
mained strictly unchanged (Figure 5C). In light of the previous
findings in human primary BAT-derived adipocytes, this sug-
gests that ANP is a cold-induced endocrine activator of BAT
function in humans. Thus, in agreement with mice data, this im-
plies that ANP behaves as the physiological endocrine ligand of
GCA in response to cold stress in humans.
There is a large variability of white fat browning/beigeing in hu-
man individuals, particularly those with obesity (Coué et al.,
2018). We next investigated the relationship between mRNA
levels of GCA and markers of browning/beigeing in subcutane-
ous abdominal AT in a cohort of middle-aged individuals with a
wide range of body mass index selected for a high baseline
expression of UCP1 (n = 79). Correlationmatrix analysis revealed
that GCA was highly correlated with previously reported brown/
beige-specificmarkers involved inmitochondrial oxidativemeta-
bolism, mitochondrial biogenesis, glucose, and FA metabolism
(Coué et al., 2018) (Figure 5D). An optimal reordering of the cor-
relation matrix based on hierarchical clustering revealed that
GCA clustered with several brown/beige-specific gene markers
such as PPARa, sirtuin 3 (SIRT3), carbonic anhydrase 4 (CA4),
forkhead box K2 (FOXK2), and PPARg co-activator 1b
(PPARGC1B) (dotted line box, Figure 5D). The top-ranking genes
displaying the highest correlations with GCA were the beige-
specific marker CA4 (Figure 5E), the lipid droplet-associated
protein perilipin 5 (PLIN5) (Figure 5F), the transcription factornd Nppa/ mice housed at 30C or after cold exposure (n = 5).
after acute cold exposure (n = 16).
10) mice during 5-h cold exposure.
d Nppa/ mice housed at 30C (n = 5) or after cold exposure (n = 7).
nd Nppa/ mice after cold exposure (n = 6).
= 6).
(n = 5) or after cold exposure (n = 4).
Figure 5. GC-A Is Associated with Brown/
Beige and Thermogenic Markers in Human
Subcutaneous Abdominal WAT
(A) Study design of acute cold exposure in human
healthy volunteers.
(B) Plasma ANP levels in human healthy volunteers
before and after 60-min cold exposure (n = 14).
(C) Plasma BNP levels in human healthy volun-
teers before and after 60-min cold exposure
(n = 15).
(D) Correlation matrix of the 39 brown/beige-spe-
cific gene markers significantly correlated with
GCA. Color intensity and spread are directly pro-
portional to correlation coefficients as shown by
the vertical scale. The dot line boxplot indicates a
gene cluster containing GCA (indicated by an
asterisk).
(E–H) Univariate linear regression between GCA
mRNA level andCA4 (E),PLIN5 (F),PPARa (G), and
SIRT3 (H) mRNA levels in human WAT (n = 79).
*p < 0.05 versus time point 0.
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OPEN ACCESSPPARa (Figure 5G), and the brown-specific mitochondrial SIRT3
(Figure 5H), all genes highly expressed in BAT and involved in
metabolic pathways supporting thermogenic function (Coué
et al., 2018). Thus, correlations between GCA and brown/
beige-specific markers support a role for ANP/GCA signaling in
bona fide thermogenic adipocytes of human subcutaneous
abdominal WAT.
ANP Activates Mitochondrial Uncoupling in BAT and a
Thermogenic Program in Human Primary Brown/Beige
and White Adipocytes
18F-FDG PET/CT revealed the existence of active BAT in the
supraclavicular and neck areas of adult humans that can be
readily activated by cold exposure (Cypess et al., 2009;C
van Marken Lichtenbelt et al., 2009; Ne-
dergaard et al., 2007; Virtanen et al.,
2009). It was suggested that these hBAT
depots are in fact composed of UCP1-
positive adipocytes bearing a transcrip-
tional signature of beige rather than
brown adipocytes as found in rodents
(Wu et al., 2012).
Here, we differentiated adipocytes
derived from hBAT (prevertebral) or
hWAT (neck) in vitro from the same subject
using four independent donors as previ-
ously described (Broeders et al., 2015;
Wu et al., 2012). mRNA expression levels
of UCP1, PRDM16, cell-death-inducing
DFFA-like effector A (CIDEA), and nuclear
respiratory factor 1 (NRF1) were signifi-
cantly higher in brown/beige compared
to white adipocytes (Figure S6A). Thus,
we also observed a higher gene expres-
sion level of the NP-signaling components
NPRC, PRKGI, and phosphodiesterase 5A
(PDE5A) in BAT biopsy-derived adipo-cytes (Figure S6B). We nextmeasuredmitochondrial oxygen con-
sumption under ATP synthase inhibition by oligomycin treatment
to focus on mitochondrial uncoupled respiration (state 4). We
have previously shown that b-adrenergic stimulation leads to pro-
nouncedmitochondrial uncoupling in humanprimary brown/beige
adipocytes, which ismarkedly less in human primary white adipo-
cytes, illustrating the unique feature of human adipocytes derived
from the neck region (Broeders et al., 2015). Interestingly, we here
show that ANP dose-dependently activates uncoupledmitochon-
drial respiration to ~50% of the effect of norepinephrine (NE)
in human brown/beige adipocytes (Figures 6A and 6B). This
effect was markedly lower in WAT-derived adipocytes (Figures
6C and 6D). ANP at the lowest dose of 100 nM nearly doubled
maximal uncoupled respiration measured under carbonilcyanideell Reports 32, 108075, August 25, 2020 9
Figure 6. ANP Activates Mitochondrial Uncoupling in BAT and a Thermogenic Program in Human Primary Brown/Beige and White Adipo-
cytes
(A) Oxygen consumption rate (OCR) of human primary brown/beige adipocytes (hBATs) in the absence (control) or presence of ANP (0.1 mM, 1 mM, or 10 mM) and
NE (1 mM) for 3 h (n = 4). 1, basal respiration; 2, oligomycin; 3, treatments with different doses of ANP and NE.
(B) Area under the curve (AUC) of treatment-induced OCR calculated during phase 3 (uncoupled respiration during oligomycin inhibition of ATP synthase) in (A).
(C) OCR of human primary white adipocytesWAT (hWAT) in the absence (control) (n = 6) or presence of ANP (0.1 mM, 1 mM, or 10 mM) and NE (1 mM) for 3 h (n = 4).
1, basal respiration; 2, oligomycin; 3, treatments with different doses of ANP and NE.
(legend continued on next page)






OPEN ACCESSp-triflouromethoxyphenylhydrazone (FCCP) in human brown/
beige adipocytes (Figure 6E). A similar but weaker effect was
observed in hWAT adipocytes (Figure 6F). This reveals that ANP
can directly activate mitochondrial uncoupling and respiration in
human primary brown/beige adipocytes. We next examined if
ANP could induce a transcriptional thermogenic program in hu-
man brown/beige and white primary adipocytes as observed
in vivo in mice. ANP treatment briskly increased mRNA levels of
UCP1 both in human WAT and BAT adipocytes (Figure S6C). A
peak was observed after 3-h treatment with levels returning to
baseline after 48 -h and 72-h treatment for UCP1 and CPT1B in
human brown/beige adipocytes (Figures S6D and S6E) and white
(Figures S6F and S6G) adipocytes. Interestingly, acute treatment
(3 h) with ANP at 100 nM increased to a variable degree (from 1.5-
to 50-fold) a number of brown markers (e.g., UCP1 and deiodi-
nase type 2 [DIO2]), beige markers (e.g., Cbp/P300 interacting
transactivator with Glu/Asp-rich C-terminal domain 1 [CITED1]
and elongation of very long chain FAs protein 3 [ELOVL3]), and
mitochondrial oxidative metabolism markers (CPT1B, NADH:ubi-
quinone oxidoreductase subunit B6 ([NDUFB6]), and transcription
factor A, mitochondrial [TFAM]) in brown/beige adipocytes (Fig-
ure 6G) and white adipocytes (Figure 6H). Taken together, these
results indicate that ANP has the capacity to activate a thermo-
genic program in human primary brown/beige and white adipo-
cytes, and mitochondrial uncoupling in brown/beige adipocytes.
This implies that ANP mimetics and/or pharmacological com-
pounds able to increase ANP/GCA signaling may be attractive
strategies to activate BAT in humans.
DISCUSSION
The current classical view in mammals is that brown/beige fat is
primarily activated by norepinephrine released from sympathetic
nerves upon cold exposure. However, the fact that the nonselec-
tive b-agonist isoproterenol fails to activate BAT in humans
(Vosselman et al., 2012), combined with the observation that
the b3-adrenergic receptor is dispensable for cold-induced ther-
mogenic gene activation in mice (de Jong et al., 2017), points
toward the existence of alternative non-adrenergic regulatory
systems that control BAT activation and function in response
to cold. We here show that ANP, a cardiac hormone controlling
blood volume and pressure, is required for cold-induced
brown/beige adipocyte activation.
Previous work demonstrated that ANP contributes to cold-
induced diuresis in healthy humans (Hassi et al., 1991). In
response to cold, contraction of superficial blood vessels will
limit heat loss, and as a consequence, blood will be shunted
away toward deeper large blood vessels that will increase car-
diac filling pressure of the right atrium (i.e., increased cardiac(D) AUC of treatment-induced OCR calculated during phase 3 in (uncoupled res
(E) Maximal OCR (induced by FCCP) of hBAT in absence (control) or presence of A
(F) Maximal OCR (induced by FCCP) of hWAT in absence (control) or presence of A
(G) Relative mRNA levels of brown (UCP1 and DIO2), brown/beige (CPT1B, ND
absence (control) or presence of ANP 100 nM (n = 4).
(H) Relative mRNA levels of brown (UCP1 and DIO2), brown/beige (CPT1B, ND
absence (control) or presence of ANP 100 nM (n = 4).
Results are shown as mean ± SEM. *p < 0.05, **p < 0.01, and ***p < 0.001 versupreload). As a result, ANP secretion will be induced to normalize
the increase in cardiac preload by enhancing diuresis. Herein, we
demonstrate that ANP released upon cold exposure, but not
BNP, will activate BAT to produce heat and maintain euthermia.
BNP, the product of Nppb, is marginally expressed in the right
atria of the heart compared to ANP (Kuhn, 2016). This likely ex-
plains why cardiac BNP expression and circulating levels are
poorly affected by changes in cardiac filling pressure such as
induced by cold exposure in this study.
In previous studies, the complete lack of all three b-adrenergic
receptors (b-less mice) (Bachman et al., 2002) or sympathetic in-
nervations inWAT throughpharmacological ablationby 6-hydrox-
ydopamine (Rohm et al., 2016) or genetic invalidation of tyrosine
kinase receptor A (Jiang et al., 2017) was shown to suppress
partially but not completely cold-induced UCP1 expression.
Although b-less mice develop hypothermia, it is still unclear to
what extent BAT activity is hampered by the lack of b-adrenergic
receptors. In this study, we show using 18F-FDG PET/CT that
the lack of ANP abrogates approximately half of BAT 18F-FDG
glucose uptake and >60% of transcriptional activation of Ucp1
and Pgc1a in BAT in response to acute cold exposure. The
accumulation of multiple lipid droplets in cold-exposed BAT (i.e.,
BAT steatosis) of ANP null mice is a sign of dysfunctional BAT,
as observed in other mouse models (Bachman et al., 2002; Seale
et al., 2007; Simcox et al., 2017). A failure to adequately activate
BAT and UCP1 in ANP-deficient mice will lead to fat storage
within lipid droplets in face of increased FA supply. This accumu-
lation of multiple lipid droplets in BAT of ANP null mice is not
observed at RT for which the cold stress represents a too-moder-
ate challenge to unmask prototypical BAT-related phenotypes.
Recent studies indicate that BAT activation upon cold exposure
is intimately linked to WAT lipolysis in fasted mice (Ikeda et al.,
2017; Simcox et al., 2017), thus highlighting the need for a thermo-
genic factor to activate lipolysis. Although ANP is a powerful lipo-
lytic hormone in human adipocytes, previous studies could not
reveal a lipolytic effect of ANP in mouse adipocytes (Sengenès
et al., 2002). We here reconcile these studies, demonstrating
that cold exposure briskly increases ANP receptor GCA gene
and protein expression inWAT, thus rendering mouse adipocytes
responsive to ANP-mediated lipolysis. Importantly, we here
demonstrate a cell-autonomous upregulation of GCA in primary
mouse WAT adipocytes cultured at 31C instead of 37C. This in-
dicates that acute cold is sufficient to upregulate GCA expression
in white adipocytes independently of systemic neuroendocrine
factors. We next show that cold-induced systemic lipolysis, re-
flected by increased plasma glycerol levels and HSL activation
by phosphorylation in eWAT, is blunted in ANP null mice.
Besides NEFA derived fromWAT lipolysis, circulating TGs have
been shown asmajor BAT substrates during cold exposure (Heinepiration during oligomycin inhibition of ATP synthase) (C).
NP 100 nM (n = 4 independent donors). 4, FCCP; 5, rotenone and antimycin A.
NP 100 nM (n = 4 independent donors). 4, FCCP; 5, rotenone and antimycin A.
UFB6, and TFAM), and beige (CITED1 and ELOVL3) markers in hBAT in the
UFB6, and TFAM), and beige (CITED1 and ELOVL3) markers in hWAT in the
s control.
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OPEN ACCESSet al., 2018). We here unravel a strong defect in plasma TG pro-
duction and/or utilization in Nppa/ mice during cold exposure
despite a robust induction of Lpl in BAT of cold-exposedNppa/
mice similar to control littermates. In line with a recent study (Sim-
cox et al., 2017), we observed drastic changes in expression of
lipid metabolism genes in liver of cold-exposed mice. Cold expo-
sure turns on FA oxidative gene networks while downregulating
lipid synthesis gene programs such as de novo lipogenesis. This
leads to substantial FA utilization by the liver thus producing ke-
tone bodies. Remarkably, cold-induced upregulation of Cpt1a, a
rate-limiting enzyme in mitochondrial FA oxidation, and ketone
bodies production was impaired in Nppa/ mice. This together
with a reduced cold-induced lipolysis in Nppa/ mice largely
contributes to this observed hepatic phenotype.
Previous works also highlighted that glucose is an important
substrate for BAT during cold exposure in mice (Heine et al.,
2018) and humans (Ouellet et al., 2012). Of importance, we
observed that Nppa/ mice fail to maintain their blood glucose
levels during acute cold exposure when compared to wild-type
mice. This effect appears independent of changes in protein
content and enzyme activity of PEPCK and G6Pase, which are
rate-limiting enzymes in hepatic glucose production. Thus, this
could be reasonably explained by a reduced glycogenolysis dur-
ing cold exposure due to reduced liver glycogen content in
Nppa/ mice. In addition, a blunted ANP-mediated lipolysis in
WAT during cold exposure reduces NEFA availability and there-
fore liver endogenous glucose production (Perry et al., 2015).
Our findings are consistent with a previous study, which showed
a stimulatory effect of ANP on gluconeogenesis in perfused rat
livers (Rashed et al., 1992). Thus, the lack of ANP could result
in a blunted gluconeogenesis in cold-exposed mice. Collec-
tively, a reduced availability and utilization of circulating NEFA,
ketone bodies, TG, and glucose may largely contribute to impair
BAT thermogenesis in cold-exposed Nppa/ mice.
In summary, we identify cardiac ANP as a physiological endo-
crine activator of non-shivering thermogenesis in mammals. These
data uncover an intriguing evolutionary interconnection between
cardiac activity and non-shivering thermogenesis. While the sym-
pathetic nervous system remains the best-known mediator of
cold-induced thermogenesis and BAT recruitment in mammals,
our findings shed light on alternative pathways that have been
conserved across species to maintain euthermia. They may open
the path to potential pharmacological strategies targeted to
enhanceANP/GCAsignaling forhumanBATrecruitment to improve
metabolic profile in individuals with obesity and type 2 diabetes.STAR+METHODS
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Rydén, M., Bäckdahl, J., Petrus, P., Thorell, A., Gao, H., Coue, M., Langin, D.,
Moro, C., and Arner, P. (2016). Impaired atrial natriuretic peptide-mediated
lipolysis in obesity. Int. J. Obes. 40, 714–720.
Samuel, V.T., and Shulman, G.I. (2016). The pathogenesis of insulin resistance:
integrating signaling pathways and substrate flux. J. Clin. Invest. 126, 12–22.
Schreiber, R., Diwoky, C., Schoiswohl, G., Feiler, U., Wongsiriroj, N., Abdella-
tif, M., Kolb, D., Hoeks, J., Kershaw, E.E., Sedej, S., et al. (2017). Cold-induced
thermogenesis depends on ATGL-mediated lipolysis in cardiac muscle, but
not brown adipose tissue. Cell Metab. 26, 753–763–e7.
Seale, P., Kajimura, S., Yang, W., Chin, S., Rohas, L.M., Uldry, M., Tavernier,
G., Langin, D., and Spiegelman, B.M. (2007). Transcriptional control of brown
fat determination by PRDM16. Cell Metab. 6, 38–54.
Sengenès, C., Berlan, M., De Glisezinski, I., Lafontan, M., and Galitzky, J.
(2000). Natriuretic peptides: a new lipolytic pathway in human adipocytes. FA-
SEB J. 14, 1345–1351.
Sengenès, C., Zakaroff-Girard, A., Moulin, A., Berlan, M., Bouloumié, A., La-
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Antibodies
Rabbit polyclonal anti-UCP1 Abcam Cat# ab10983; RRID:AB_2241462
Rabbit polyclonal anti-NPRA (GC-A) Abcam Cat#ab154266
Goat polyclonal anti-NPRC Sigma-Aldrich SAB2501867
Rabbit polyclonal anti-p-p38MAPK Cell Signaling Technology Cat# 9211; RRID:AB_331641
Rabbit polyclonal anti-P38MAPK Cell Signaling Technology Cat# 9212; RRID:AB_330713
Rabbit polyclonal anti-pS660 HSL Cell Signaling Technology Cat#4126; RRID:AB_490997
Rabbit polyclonal anti-pS563 HSL Cell Signaling Technology Cat#4139; RRID:AB_2135495
Rabbit polyclonal anti-HSL Cell Signaling Technology Cat# 4107; RRID:AB_2296900
Rabbit monoclonal anti-GAPDH Cell Signaling Technology Cat# 2118; RRID:AB_561053
DAPI Sigma-Aldrich Cat#D9542
Lectin-rhodamine Vector Laboratories Cat#B-1105; RRID:AB_2336489
Biological Samples
Brown adipocytes from humans N/A Broeders et al., 2015
White adipocytes from humans N/A Broeders et al., 2015
scWAT biopsies from humans N/A Barquissau et al., 2018
Plasma samples from humans N/A Vosselman et al., 2015
Chemicals, Peptides, and Recombinant Proteins
Albumin Sigma-Aldrich Cat#A7030
Isoproterenol Sigma-Aldrich Cat#I5627
Atrial Natriuretic Peptide human Sigma-Aldrich Cat#A1663
Ripa buffer Sigma-Aldrich Cat#R0278
Protease inhibitor cocktail Sigma-Aldrich Cat# P8340/P5726/P0044
Collagenase Sigma-Aldrich Cat#C-6885
Qiazol QIAGEN Cat#79306
Fast SYBR green Master Mix Life technology Cat#4385614
Taqman Fast Master Mix Life technology Cat#4444558
Rnase inhibitor Applied Biosystem Cat# N8080119
Critical Commercial Assays
Mouse Brain Natriuretic Peptide ELISA Kit Cusabio CSB-E07971m
Mouse Atrial Natriuretic Peptide ELISA kit Cusabio CSB-E04848m
Human Brain Natriuretic Peptide ELISA Kit Cusabio CSB-E07970h
Human Pro Atrial Natriuretic Peptide ELISA
kit
Cusabio CSB-E05149h
Free Glycerol reagent Sigma Cat#F6428
NEFA C kit Wako Cat#91898/91696
QIAGEN RNeasy kit QIAGEN Cat #74106
Kit High capacity cDNA Reverse
Transcription kit
Applied Biosystem Cat#4368814
BCA pierce kit ThermoScientific Cat # 23225
[18F]fluorodeoxyglucose (18F-FDG)
GlucoTep
Cyclopharma Cat # FDGTCPRECH
Vetflurane Virbac Cat # 200265
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Experimental Models: Organisms/Strains
Mouse: B6.129P2-Nppatm1Unc/J The Jackson Laboratory https://www.jax.org/strain/002685
Mouse: C57BL6/J Janvier Laboratories https://www.janvier-labs.com/
Oligonucleotides
See Tables S1 and S2 N/A N/A
Software and Algorithms
GraphPad GraphPad software https://www.graphpad.com/
ImageLab 4.2 version software Biorad http://www.bio-rad.com/
ImageJ NIH https://imagej.nih.gov/ij/
R software N/A https://www.R-project.org/




Rectal thermometer EcoScan Temp4/5/ Eutech Instruments http://www.eutechinst.com
NanoScan TEP/CT Mediso http://www.mediso.com
Vivid7 echograph GE Healthcare N/A





Further information and requests for resources and reagents should be directed to and will be fulfilled by the Lead Contact, Cedric
Moro (cedric.moro@inserm.fr).
Materials Availability
This study did not generate new unique reagents.
Data and Code Availability
This study did not generate/analyze new datasets.
EXPERIMENTAL MODEL AND SUBJECT DETAILS
Clinical studies and human subjects
Study 1
Ancillary study of the DiOGenes (Diet, Obesity and Genes) European Framework project (NCT00390637). For a thorough description
of the overall objective and goals of this multicenter, randomized, controlled dietary intervention study, see Larsen et al. (2010).
Briefly, the study examined the effects of dietary macronutrients on weight regain and cardiovascular risk factors. Inclusion and
exclusion criteria for study participation were previously outlined (Larsen et al., 2010). The DiOGenes study included 938 participants
aged 27-63 years from eight European countries; however, the present study used only a subgroup of 79 men and women who had
high or medium UCP1 gene expression in subcutaneous white adipose tissue as previously described (Barquissau et al., 2018) and
GCA expression data available. Only baseline data were used in the present investigation.
Study 2
To investigate the effect of acute cold on circulating NP levels, each subject underwent a mild cold experiment. This experiment
started with one-hour baseline measurements during thermoneutral conditions. Subsequently, subjects were exposed to one
hour of mild cold exposure, in which a standardized cooling protocol was used. The mild cold experiment was conducted in a
specially equipped air-permeable tent (Colorado altitude training, USA), in which ambient temperature could be tightly controlled.
During baseline and the mild cold period, subjects wore standardized clothing (shorts and a t-shirt; 0.19 clo). Energy expenditure
was continuously measured while body temperatures, skin perfusion (vasoconstriction) and heart rate were sampled each minute.
Blood pressure was measured each 15 minutes as well as thermal comfort and thermal sensation via Visual Analog Scales (VAS).e2 Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020
Article
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OPEN ACCESSThese data have been reported previously (Vosselman et al., 2015). Muscle shivering was monitored by means of EMG and VAS
scales. Venous blood samples were taken during baseline and one hour after the onset of cold exposure.
Mice
Eight weeks oldNppa/malemice (B6.129P2-Nppatm1Unc/Jmicewere backcrossed to C57BL/6Jmice for at least ten generations)
and their littermate control Nppa+/+ were used. Mice were fed with a normal chow diet (Ssniff) and were housed in a pathogen-free
barrier facility (12h light/dark cycle) with ad libitum access to water and food in standard animal care facility rooms at 21C (RT). For
cold exposure experiments, at 7 a.m. animals were placed singly and exposed for 5 hours at 4Cwith water access but without food.
For acclimation to thermoneutrality, mice were transferred to a chamber with controlled ambient temperature at 30C for four
consecutive weeks. Rectal temperature was monitored using an EcoScan Temp4/5/ thermometer (Eutech Instruments) each hour
during cold exposure or at indicated time points.
At the end of the protocol, mice were decapitated and blood was collected into EDTA tubes containing protease inhibitors. Organs
and tissues were rapidly excised and either snap frozen in liquid nitrogen before being stored at80C or processed for histology. All
experimental procedures were approved by our institutional animal care and use committee CEEA122 (protocol#
2016122311033178) and performed according to INSERM guidelines for the care and use of laboratory animals.
Human primary adipocytes culture
Adipocytes derived from human BAT andWAT were obtained and differentiated as described previously (Broeders et al., 2015; Nas-
cimento et al., 2018;Wu et al., 2012). The studywas reviewed and approved by the ethics committee ofMaastricht UniversityMedical
Center (METC 10-3-012, NL31367.068.10, NCT03111719). Informed consent was obtained before surgery. In brief, the stromal
vascular fraction was obtained from prevertebral BAT and subcutaneous WAT from the same area during thyroid surgery using a
collagenase digestion. Differentiation was initiated for 7 days with differentiation medium containing biotin (33 mM), pantothenate
(17 mM), insulin (100 nM), dexamethasone (100 nM), IBMX (250 mM), rosiglitazone (5 mM), T3 (2 nM), and transferrin (10 mg/ml). Cells
were transferred to maintenance medium consisting of biotin (33 mM), pantothenate (17 mM), insulin (100 nM), dexamethasone
(10 nM), T3 (2 nM), and transferrin (10 mg/ml) for another 5 days.
Mouse primary adipocytes culture
SVF from iWAT was obtained from 6-week-old WT mice as previously described (Planat-Benard et al., 2004). iWAT was dissected,
mechanically dissociated and digested for 30min at 37C with collagenase (collagenase NB 4 Standart Grade from Coger, concen-
tration of 0.4 U/ml diluted in proliferative medium (aMEM plus 0.25 U/ml amphotericin, 100 U/ml penicillin, 100 mg/ml streptomycin,
0.016 mM biotin, 100 mM ascorbic acid, 0.018 mM pantothenic acid and 10% new-born calf serum). After filtration, red blood cells
lysis and centrifugation, the pellet was resuspended in proliferative medium. SVF cells were then counted, plated at 10000 cells/cm2
and rinsed in PBS 3 hours after plating. Cells were maintained at 37C (5% CO2) and re-fed every 48h. Adherent cells were grown to
80%confluency in proliferativemedium. Cells were then exposed to an adipogenic cocktail (proliferative medium supplemented with




Human andmouse plasma ANP and BNPwere measured with Human Atrial Natriuretic Peptide ELISA kit (Cusabio) andMouse Atrial
Natriuretic Peptide ELISA kit (Cusabio), Human Brain Natriuretic Peptide ELISA kit (Cusabio), and Mouse Brain Natriuretic Peptide
ELISA kit (Cusabio), respectively following manufactory instructions. Glycerol was measured by enzymatic assay (Free Glycerol re-
agent, Sigma), NEFA and TG were measured using the NEFA C kit (Wako) and TG reagent (sigma). Glucose and ketone bodies levels
were measured using a glucometer (Accucheck; Roche, Meylan, France) and blood b-ketone bodies meter (Freestyle Optium Hme-
ter, Abbot) respectively. Plasma insulin was measured using an ultrasensitive ELISA kit (ALPCO Diagnostics, Salem, New
Hampshire).
Echocardiography
Echocardiography was carried out with a Vivid7 echograph (GE Healthcare) and a 14 MHz transducer (i13L, GE) on lightly anesthe-
tized (1% isoflurane in air) mice placed on a heating pad. Left ventricular walls and cavity dimensions were obtained from parasternal
short axis view at mid-ventricular level during Time Movement mode acquisition. LV mass was estimated by a spherical approxima-
tion. LV ejection fraction was measured from parasternal long axis view by delineating LV chamber area in diastole and systole. The
operator was blind from mice genotype.
18F-FDG PET/CT
Positron emission tomography-computed tomography imaging with [18F]fluorodeoxyglucose (18F-FDG PET/CT) was performed as
previously described (Wang et al., 2012). Briefly, mice were placed singly in cages, with water but without food and bedding, for 4hCell Reports 32, 108075, August 25, 2020 e3
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OPEN ACCESSfasting either at 4Cor RT before transfer to the imaging lab. Thenmicewere injected intraperitoneally with 10 to 14.5MBqof 18F-FDG
(GlucoTepCyclopharma, St-Beauzire, France) and placed back into their respective cage either kept on ice or remaining on a heat-
ing pad (RT) for 1h. After anesthesia with 4% isoflurane, mice were placed in 36C imaging chambers for a 15 min PET acquisition
(NanoScan PET/CTMediso Ltd, Hungary) 1h post 18F-FDG injection and for a 6 min CT scan imaging (720 projections, semi-circular
scan method, X-ray energy: 35kVp, exposure time: 450ms, voxel size: 2513 2513 251mm). PET acquisitions were performed in list-
mode and reconstructed with a three-dimensional iterative algorithm (Tera-Tomo 3D, full detector model and low regularization;
Mediso Ltd, Hungary) with four iterations and six subsets and a voxel size of 0.43 0.43 0.4 mm. All images were automatically cor-
rected for radioactive decay during acquisition by themanufacturer software setting (Nucline,Mediso Ltd, Hungary). CT images were
automatically fused to PET images and were also used for attenuation correction of PET images during their reconstruction. After
acquisition, mice were placed back in clean cages with free access to food and water at RT. Processing of reconstructed images
has been performed with VivoQuant software (InviCRO). 3D volumes of interest (VOIs) were drawn manually on the CT (part of left
quadriceps) giving access to muscle mean 18F-FDG uptake (kBq.g-1) or, for BAT, by semi-automatic segmentation based on con-
nected pixels threshold to calculate BAT 18F-FDG uptake (kBq) and metabolic volume (mm3).
Cellular cooling
Fully differentiated inguinal mouse primary adipocytes were kept in a 37C incubator with 5% CO2 before experiments. Before cool-
ing treatment, medium was refreshed with prewarmed adipogenic cocktail. For cooling, culture plates were taken out from the home
incubator (37C) and immediately transferred to another incubator set at 31C for 5 hours.
Adipocyte lipolysis
Fresh eWAT pads were dissected from mice and put into phosphate-buffered saline (PBS) at 37C. Adipose tissue depots were cut
into small pieces and transferred into Krebs-Ringer bicarbonate buffer (pH 7.4) containing 0.5 mM CaCl2, 238 mg/100ml HEPES,
108 mg/100 mL glucose, 3.5% BSA, and 1 mg/ml collagenase (C-6885, Sigma) at 37C for 20 min. At the end of digestion, the fat
cell suspension was filtered and rinsed three-times. Isolated packed adipocytes were diluted to 1/10th and incubated in Krebs-Ringer
bicarbonate for basal lipolysis determination and 1mM isoproterenol or 1mMANP for lipolysis determination. Incubations were carried
out for 90 min at 37C and then placed on ice to stop lipolysis. Glycerol was measured by enzymatic assay (Free Glycerol reagent,
Sigma,) and NEFA were measured using the NEFA C kit (Wako).
Histology
Adipose tissues and livers were fixed with 4% paraformaldehyde in PBS, dehydrated, embedded in paraffin, and cut into 7mm sec-
tions. Sections were stained with hematoxylin and eosin using standard protocols. For Oil Red O (ORO) staining, livers were fixed in
4% paraformaldehyde in PBS, cryoprotected in 30% sucrose at 4C and cut into 7mm sections using cryostat. ORO staining was
performed as standard procedures.
Immunofluorescence
iBAT sections (300 mm) were incubated in blocking solution (2% normal horse serum and 0.2% Triton X-100 in PBS) for 4 hours at
room temperature (RT) and then incubated with the lipid probe BODIPY 558/568 C12 (1:1000) before nuclei being stained with DAPI
(Sigma Aldrich). iBAT sections were also incubated with lectin-rhodamine (1/250, Vector Laboratories) overnight at 4C and nuclei
stained with DAPI. Imaging was performed using a confocal Laser Scanning microscope (LSM 780, Carl Zeiss) and image analysis
was performed using Fiji software (NIH).
Hepatic glycogen content
Liver samples were weighed and homogenized in acetate buffer (0,2M, pH 4.8). After centrifuging the samples at 12 000 g for 10min,
supernatant was transferred into clean tubes and divided in two aliquots. An aliquot of each homogenate was mixed with amyloglu-
cosidase (Sigma) and incubated at 55C for 15 minutes. The other one was mixed with water and incubated at 4C for 15 minutes.
Glucose content wasmeasured as previously described below. Sampleswere analyzed in duplicate and the results determined as mg
glycogen per mg tissue.
Hepatic triglycerides content
Liver triglycerides were extracted using Folch extraction procedure, as previously described (Monteillet et al., 2018). This procedure
consist in the addition of a chloroform/methanol 2/1 solution to 100mg of frozen liver (1.7mL for 100mg of tissue), and then a crushing
with Fast Prep. The solution was centrifuged twice (2,000 g; 10min; 4C), and 2mL of NaCl was added to the supernatant previously
removed. Two phases were created, and the inferior organic phase that contains triglycerides was kept. After chloroform evapora-
tion, triglycerides were diluted in 100mL of propanol and measured with a colorimetric kit (DiaSys, Holzheim, Germany).
Mitochondrial respiration
Freshly isolated tissues were carefully minced and homogenized in homogenization buffer (sucrose 250mM, Trizma-HCl 120mM,
EGTA 1mM, 0.3% free fatty acid BSA, pH 7.2) and filtered (100mm) at 4C. The homogenates (20ml and 100ml of BAT and WATe4 Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020
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OROBOROS Instruments Corp, Innsbruck, Austria) in respiration buffer (KCl 125mM, Trizma-HCl 120mM, EGTA 1mM, KH2PO4
10mM, 0.1% free fatty acid BSA, pH 7.2) in the presence of substrates (Glutamate 10mM, Malate 2mM, Succinate 10mM, Pyruvate
5.45mM, ADP 3.4mM andMgCl2 2mM). The chamber was closed, and the homogenates were incubated to determine the basal res-
piratory rate. Antimycin (2.3mM)was added tomeasure basal mitochondrial-derived oxygen consumption. Oxygen consumption rate
was determined from the slope of a plot of O2 concentration versus time and adjusted to protein content of the homogenate.
SeaHorse
For oxygen consumption measurements, differentiated adipocytes were incubated for 1 h at 37 C in unbuffered XF assay medium
supplemented with 2 mM GlutaMAX, 1 mM sodium pyruvate, and 25 mM glucose. To determine mitochondrial uncoupling, oxygen
consumptionwasmeasured using bio-analyzer fromSeahorse Bioscience after addition of 2 mMoligomycin, which inhibited ATPase,
followed by indicated concentrations of ANP or 1 mM NE. Maximal respiration was determined following 0.3 mM FCCP. 1 mM anti-
mycin A and rotenone was added to correct for non-mitochondrial respiration (Broeders et al., 2015).
Real-time qPCR
Total RNA from tissue was isolated using QIAGEN RNeasy kit (QIAGEN, GmbH Hilden, Germany) following manufacturer’s protocol.
The quantity of the RNAwas determined on aNanodropND-1000 (Thermo Scientific, Rockford, IL, USA). Reverse-transcriptase PCR
was performed using the Multiscribe Reverse Transcriptase method (Applied Biosystems, Foster City, CA). Quantitative Real-time
PCR (qRT-PCR) was performed in duplicate using the ViiA 7 Real-time PCR system (Applied biosystems). All expression data
were normalized by the 2(-DCt) method using, 18S in mice and PUM1 and GUSB in human cultures, as internal control. Correlation
with thermogenic markers gene expression was assessed using the Biomark HD system with 96.96 Dynamic Array IFC (Fluidigm)
and TaqMan assays (Applied Biosystems) as described in Barquissau et al. (2018). Data were normalized using the 2-DCt method
and PUM1 as reference gene. The primers used are listed in the Tables S1 and S2.
Western blot
Proteins were extracted from tissues using Ripa buffer and protease inhibitor cocktail (Sigma-Aldrich). Tissues homogenates were
centrifuged twice for 20 min at 12700 rpm and supernatants were quantified with BCA pierce kit (ThermoScientific). Equal amount of
proteins were run on a 4%–20% SDS-polyacrylamide gel electrophoresis (Biorad), transferred onto nitrocellulose membrane (Bio-
Rad) and incubated overnight at 4C with primary antibodies, Rabbit anti-Actin (1:10000, CST, #4970), Rabbit anti-ATGL (1:1000,
CST #2138s), Rabbit anti-GAPDH (1:1000, CST, #2118), Mouse anti-GLUT1 (1:1000, Abcan, ab40084), Rabbit anti-G6PC (Rajas
et al., 2007) (1:2000), Rabbit anti-pS660 HSL (1:1000, CST, #4126), Rabbit anti-pS563 HSL (1:1000, CST, #4139s), Rabbit anti-
HSL (1:1000, CST, #4107), Rabbit anti-NPRA (1:1000, Abcam, ab154266), Goat anti-NPRC (1:1000, Sigma, SAB2501867), Rabbit
anti-PEPCK (1:7000, Santa cruz, #32879), Rabbit anti-p-p38MAPK (1:1000, CST, #9211), Rabbit anti-P38MAPK (1:1000, CST,
#9212), Rabbit anti-UCP1 (1:1000, Abcam, ab10983). Subsequently, immuno-reactive proteins were blotted with anti-rabbit or
goat horseradish peroxidase-labeled secondary antibodies for 1h at room temperature and revealed by enhanced chemilumines-
cence reagent (SuperSignal West Femto, Thermo Scientific), visualized using ChemiDoc MP Imaging System and data analyzed us-
ing the ImageLab 4.2 version software (Bio-Rad Laboratories, Hercules, USA).
QUANTIFICATION AND STATISTICAL ANALYSIS
All statistical analyses were performed using GraphPad Prism 7.0 for Windows (GraphPad Software Inc., San Diego, CA), except for
Figure 4A that was produced using the package corrplot of the R software (Wei and Simko, 2017). Normal distribution and homoge-
neity of variance of the data were tested using Shapiro-Wilk and F tests, respectively. Student’s t tests, Mann-Whitney test or one-
way ANOVA were performed to determine differences between groups/treatments. Two-way ANOVA followed by Bonferonni’s post
hoc tests were applied when appropriate. Univariate linear regressions were performed on parametric data. The false discovery rate
for multiple testing was controlled by the Benjamini-Hochberg procedure with padj. values% 0.05 as threshold. All values in Figures
are presented as mean ± SEM. Statistical significance was set at p < 0.05.Cell Reports 32, 108075, August 25, 2020 e5
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(A) Representative 18F-FDG PET/CT images of BAT recruitment around the neck in mice exposed for 5h 
to 4°C 
(B-C) Cardiac Nppa expression (B) and cardiac Nppb expression (C) in Nppa+/+ and Nppa-/- mice (n=11) 
(D) Plasma BNP in Nppa+/+ and Nppa-/- mice after acute cold exposure (n=5-6) 
(E) Heart weight to body weight ratio from Nppa+/+ and Nppa-/- mice (n=16-22) 
(F) Left ventricular (LV) mass from Nppa+/+ and Nppa-/- mice (n=8) 
(G) Left ventricular ejection fraction (LVEF) from Nppa+/+ and Nppa-/- mice (n=7) 
(H) Rectal temperature of Nppa+/+ and Nppa-/- mice housed at thermoneutrality (30°C) (n=3-5) 
(I) Relative mRNA levels of Gca, Nprc and Prkg1 in iBAT from Nppa+/+ and Nppa-/- mice housed at 21°C 
(n=4-7) 
(J-K-L-M-N) Relative mRNA levels of β1ar (J), β2ar (K), β3ar (L), α2ar (M) and α1ar (N) in iBAT from 
Nppa+/+ and Nppa-/- mice housed at 21°C or after acute cold exposure (n=4-6) 








Figure S2. ANP-deficiency induces BAT morphological and molecular changes. Related to Figure 2 
(A) Representative Hematoxylin/Eosin staining of iBAT from Nppa+/+and Nppa-/- mice housed at 21°C or 
30°C. Scale bar = 50µm 
(B) Representative Lectin/DAPI staining of iBAT from Nppa+/+and Nppa-/- mice after cold exposure. Scale 
bar = 50µm 
(C) Relative mRNA levels of Pgc1α and Ucp1 in iBAT from Nppa+/+ and Nppa-/- mice housed at 21°C (n=4-7) 
(D-E-F-G-H) Relative mRNA levels of Chrebpβ (D), Acc1 (E), Fas (F), Glut1 (G) and Glut4 (H) in iBAT 
5 
from Nppa+/+ and Nppa-/- mice housed at 21°C of after cold exposure (n=4-7) 
(I) Relative GLUT1 protein level in iBAT of Nppa+/+ and Nppa-/- mice after cold exposure (n=5-7)
(J) Mitochondrial respiration of BAT homogenates from Nppa+/+ and Nppa-/- mice after cold exposure (n=4)





Figure S3. ANP is required for beige adipocyte recruitment during acute cold exposure. Related to 
Figure 3 
(A) Gca/Nprc mRNA ratio in iWAT, eWAT and rpWAT of WT mice housed at 30°C (n=9-10) and after 
acute cold exposure (5h at 4°C) (n=4-19) 
(B-C) Relative NPRC (B) and GCA (C) protein level in iWAT and eWAT of WT mice housed at 30°C (n=8) 
and after acute cold exposure (4°C) (n=13). 
(D-E-F) Relative mRNA levels of Gca (D) and Nprc (E) and Gca/Nprc mRNA ratio (F) in mouse primary 
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(G-H-I-J) Relative mRNA levels of Pgc1α and Ucp1 in iWAT (G), eWAT (H), rpWAT (I) and iBAT (J) of 
WT mice at 30°C and after acute cold exposure (5h at 4°C) (n=4-8) 
(K) Gca/Nprc mRNA induction in iWAT (n=17), eWAT (n=19) and rpWAT (n=5) of WT mice after acute 
cold exposure 
(L-M-N-O) Relative mRNA levels of β1ar (L), β2ar (M), β3ar (N), Serca2b (O) in iWAT from Nppa+/+ and 
Nppa-/- mice housed at 30°C or after acute cold exposure (n=5-10) Results are shown as mean ± SEM. *p<0.05, 







Figure S4. ANP is required for white adipocyte lipolysis during acute cold exposure. Related to Figure 
3 
(A-B) Relative mRNA levels of thermogenic and NP-signaling genes in iWAT from Nppa+/+and Nppa-/- mice 
housed at 30°C (n=5) (A) and room temperature (21°C) (n=6) (B) 
(C-D) Relative mRNA levels of thermogenic and NP-signaling genes in eWAT from Nppa+/+ and Nppa-/- 
mice housed at 30°C (n=5) (C) and RT (n=6) (D) 
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(E) Representative Hematoxylin/Eosin staining of rpWAT and eWAT from Nppa+/+ and Nppa-/- mice 
housed at 30°C. Scale bar = 50µm 
(F) Representative Hematoxylin/Eosin staining of rpWAT, eWAT and iWAT from Nppa+/+ and Nppa-/- mice 
housed at room temperature (21°C). Scale bar = 50µm 
(G) Ex vivo adipocyte lipolysis in eWAT under basal, ANP and isoproterenol-stimulated conditions from 
Nppa+/+ and Nppa-/-  mice housed at 30°C and after acute cold exposure (n=5-8) 
(H) Relative GCA protein level in eWAT of Nppa+/+ and Nppa-/- mice after acute cold exposure (n=8) 
(I) Relative NPRC protein level in eWAT of Nppa+/+ and Nppa-/- mice after acute cold exposure (n=8) 




Figure S5. ANP deficiency impairs plasma triglycerides and glucose responses to cold. Related to Figure 4 
(A-B-C) Blood glucose (A), plasma insulin (B) and plasma triglycerides (C) levels during acute cold exposure 
in WT mice (n=5) 
(D-E-F-G-H-I-J-K) Relative mRNA levels of Pparα (D), Pgc1α (E), Atgl (F), Fgf21 (G), Chrebp (H), Acly 
(I), Elovl3 (J), and Fas (K) in liver of Nppa+/+ and Nppa-/- mice at 30°C and after acute cold exposure (n=5-
7) 
Results are shown as mean ± SEM. *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001, ****p<0.0001 
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Figure S6.   ANP   activates   mitochondrial   uncoupling   in   BAT   and a thermogenic program in 
human primary brown/beige and white adipocyte. Related to Figure 6 
(A) Relative mRNA levels of UCP1, PRDM16, CIDEA and NRF1 in human primary white adipocytes 
(hWAT) and human primary brown/beige adipocytes (hBAT) (n=4) 
(B) Relative mRNA levels of GC-A, NPRC, PRKG1 and PDE5A in hWAT and hBAT (n=4) 
(C) Relative mRNA levels of UCP1 in hWAT and hBAT in absence (control) or presence of ANP 100 nM 
(n=4) 
(D-E) Relative mRNA levels of UCP1 (D) and CPT1B (E) in hBAT treated with ANP for 3, 
or 72h (n=4) 
(F-G) Relative mRNA levels of UCP1 (F) and CPT1B (G) in hWAT treated with ANP for 3, or 72h (n=4) 
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Supplemental Table 1. List of primer and probe sequences used for real-time qPCR with Taqman 
chemistry. Related to Figures 1-6 and Figures S-6. 
 
































Supplemental Table 2. List of primer and probe sequences used for real-time qPCR with Sybr chemistry. 
Related to Figures 1-4 and Figures S1-5. 
Gene symbol Forward Reverse 
A1ar TGTGCCCGGAAATGTACTGG TCTGTGGCCCAATGTTGATAAG 
A2ar AATTGCAGACGGTCCTCTCG TGGCACCCTGCCTTTCATAG 
Acc1 GCCTCTTCCTGACAAACGAG TGACTGCCGAAACATCTCTG 
Acly ATGCCCCAAGATTCAGTCCC ACGATGGCCTTGGTATGTCG 
Atgl TCCTTAGGAGGAATGGCCTAC TCCTCTTCCTGGGGGACAAC 
Cd36 CGCTGTGGAAATGGTGTGTT GAAGGCAGCAACTTCTAGAACAG 
Chrebp TCTGCAGATCGCGTGGAG CTTGTCCCGGCATAGCAAC 
Cpt1a TTGGAAGTCTCCCTCCTTCA GCCCATGTTGTACAGCTTCC 
Fas TGGTGAATTGTCTCCGAAAAG CACGTTCATCACGAGGTCATG 
Fgf21 CGTCTGCCTCAGAAGGACTC AAGGCTCTACCATGCTCAGG 
G6p ACACCGACTACTACAGCAACAG CCTCGAAAGATAGCAAGAGTAG 
Glut1 TCAACACGGCCTTCACTG CACGATGCTCAGATAGGACATC 
Glut4 ACTCTTGCCACACAGGCTCT CCTTGCCCTGTCAGGTATGT 
Lpl TTATCCCAATGGAGGCACTTT CACGTCTCCGAGTCCTCTCTC 
Nppa CTGCTTCGGGGGTAGGATTG TTCGGTACCGGAAGCTGT 
Nppb GCTGCTTTGGGCACAAGATA ACAACAACTTCAGTGCGTTACAG 
Ppara AGTTCACGCATGTGAAGGCTG TGTTCCGGTTCTTCTTCTGAATC 
Prdm16 CAGCACGGTGAAGCCATTC GCGTGCATCCGCTTGTG 
Serca2b ACCTTTGCCGCTCATTTTCCAG AGGCTGCACACACTCTTTACC 
β1ar CTCGTCCGTCGTCTCCTTCTAC GTCGATCTTCTTTACCTGTTTTTGG 
β2ar TTGCAGTGGATCGCTATGTTG TGACCACTCGGGCCTTATTCT 
β3ar CCTTCAACCCGGTCATCTAC GAAGATGGGGATCAAGCAAGC 







 Tout d’abord, nous avons observé qu’une exposition au froid induit la sécrétion d’ANP chez 
la souris et chez l’Homme. Contrairement à l’ANP, le BNP n’est pas sécrété en réponse au froid 
chez la souris et chez l’Homme. Ceci est en contradiction avec les résultats de l’équipe de 
Sheila Collins qui montre une forte augmentation des niveaux plasmatiques du BNP en 
réponse au froid chez la souris (Bordicchia et al. 2012). L’expression cardiaque du BNP étant 
faible comparée à celle de l’ANP en condition physiologique, une exposition au froid n’est 
probablement pas suffisante pour augmenter de façon notable la libération de BNP (Kuhn 
2016). Au cours d’une exposition au froid, une vasoconstriction des vaisseaux superficiels est 
induite afin de relocaliser l’afflux sanguin au niveau du tronc contenant tous les organes vitaux 
et de limiter la dissipation de chaleur. L’augmentation de la volémie au niveau central 
augmente la pression sanguine au niveau du cœur et induit un étirement de la paroi 
cardiaque. En plus de l’étirement de la paroi cardiaque induite par le froid, il est possible que 
ce soit la libération de la noradrénaline qui induise la sécrétion d’ANP. En effet, la 
noradrénaline stimule la sécrétion d’ANP notamment via les récepteurs β-AR de l’oreillette 
droite (Schiebinger, Baker, et Linden 1987). En 1991, une étude montrait déjà une 
augmentation des niveaux plasmatiques d’ANP chez l’Homme en réponse au froid et suggérait 
que l’ANP sécrété en réponse à la relocalisation de l’afflux sanguin répondait par un effet 
diurétique (Hassi et al. 1991). Nous démontrons ici que le rôle de l’ANP est beaucoup plus 
important puisqu’il permet l’activation de la thermogénèse in vivo chez la souris. En effet, en 
absence totale d’ANP, les souris sont intolérantes au froid. Ces résultats démontrent que l’ANP 
est un activateur endocrine physiologique de la thermogénèse sans frisson chez la souris et 
l’Homme. 
 Par la suite, le travail a consisté à étudier par quels mécanismes l’ANP induit la 
thermogénèse sans frisson chez la souris. Après avoir écarté l’implication d’un éventuel défaut 
de vascularisation et de fonction cardiaque chez ces souris déficientes pour l’ANP, nous nous 
sommes intéressés au principal site de production de chaleur : le BAT. La déficience en ANP 
induit un défaut d’activation et de recrutement du BAT ainsi qu’un blocage du brunissement 




dans le WAT. Ces résultats confirment in vivo, l’activation du programme thermogénique dans 
les adipocytes bruns et blancs observée précédemment in vitro suite à un traitement à l’ANP 
(Bordicchia et al. 2012; Kimura et al. 2017). 
 Récemment, des études ont révélé que l’activation thermogénique du BAT nécessite 
l’activation de la lipolyse dans le WAT (Schreiber et al. 2017; Shin et al. 2017). Les acides gras 
libérés par le WAT permettent d’activer la transcription d’UCP1 dans le BAT, de fournir les 
substrats nécessaires aux adipocytes bruns pour produire de la chaleur et ils favorisent 
également la production hépatique de glucose et de TG, ces derniers étant des sources 
majeures d’énergie pour le BAT (Heine et al. 2018; Perry et al. 2015; Samuel et Shulman 2016). 
Il est maintenant bien établi que l’ANP est un puissant activateur de la lipolyse dans les 
adipocytes blancs humains. Cependant des études précédentes n’ont pas révélé d’effet 
lipolytique de l’ANP dans les adipocytes murins (C. Sengenes et al. 2002). De façon 
intéressante, nous montrons dans ce travail que l’exposition au froid induit, de façon cellule 
autonome, une augmentation de la signalisation de l’ANP en augmentant le ratio GC-A/NPRC 
dans les adipocytes blancs de souris, rendant ceux-ci répondeurs à l’ANP. Chez les souris 
déficientes pour l’ANP, la lipolyse induite par le froid est bloquée. Ces travaux appuient 
l’importance physiologique du système ANP/GC-A dans l’activation de la lipolyse en condition 
physiologique. Nous nous sommes alors demandé si les productions hépatiques de TG et 
glucose étaient altérées chez les souris déficientes pour l’ANP. Les niveaux plasmatiques de 
TG et la glycémie des souris ANP déficientes chutent drastiquement au cours d’une exposition 
au froid. Ceci peut être une conséquence de la diminution de leur production et/ou d’une 
augmentation de leur consommation. Concernant le glucose, nous savons par l’analyse de 
[18F]FDG–PET scan qu’il est moins consommé par le BAT, sans différence de consommation 
dans le muscle squelettique, ce qui sous-entend plutôt un défaut de production. Une 
précédente étude a montré que l’ANP stimule la néoglucogenèse dans des foies de rats 
perfusés (Rashed, Nair, et Patel 1992). Néanmoins, ici n’ayant pas observé de modification de 
l’expression d’enzymes limitantes de la néoglucogenèse chez les souris ANP KO ce défaut de 
production serait plutôt attribuable à la diminution d’AG disponibles dans la circulation 
sanguine. Dans le foie des souris ANP KO, l’augmentation de l’expression de CD36, un 
transporteur d’AG, suggère un mécanisme compensatoire à la diminution d’utilisation des AG 
par le foie. Cette hypothèse est confortée par la diminution de la concentration plasmatique 
des corps cétoniques, eux aussi produits dans le foie à partir des AG libérés par le WAT, chez 
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les souris déficientes pour l’ANP. Pour les TG, une approche in vivo permettant d’observer la 
consommation de TG par le BAT, ou la production de TG hépatique au cours d’une exposition 
au froid chez des souris ANP KO et WT, pourrait élucider cette question. Nous avons amorcé 
les mises au point de ces techniques mais des expériences supplémentaires sont nécessaires. 
Une question qui émane de ces résultats est l’implication de l’activation directe du BAT versus 
celle de l’activation de la lipolyse du WAT par l’ANP dans la régulation de la thermogénèse, 
mais cette question sera abordée dans la discussion générale. 
 Après avoir démontré le rôle de l’ANP dans la thermogénèse sans frisson chez la souris, 
nous nous sommes demandé ce qu’il en était chez l’Homme. L’équipe de Wouter van Marken 
Lichtenbelt a réalisé une expérience au cours de laquelle l’activation du BAT d’individus 
exposés au froid ou non a été observée par [18F]FDG–PET scan (Vosselman et al. 2015). Nous 
avons, en collaboration avec eux, pu observer l’augmentation des niveaux plasmatiques d’ANP 
suite à une exposition au froid, grâce à l’utilisation des plasmas obtenus au cours de cette 
expérience. Il aurait été intéressant de regarder si une corrélation positive existe entre les 
niveaux plasmatiques d’ANP et l’activité du BAT chez ces individus mais nous n’avons pas pu 
avoir accès à ces données. Néanmoins nous montrons dans le WAT d’humains une corrélation 
positive entre l’expression du récepteur à l’ANP, GC-A, et l’expression de marqueurs 
d’adipocytes bruns et beiges impliqués dans le métabolisme oxydatif mitochondrial, la 
biogenèse mitochondriale ainsi que les métabolismes glucidiques et lipidiques. Ces résultats 
supportent un rôle de la signalisation ANP/GC-A dans les adipocytes thermogéniques 
humains. En accord avec les travaux de Sheila Collins réalisés sur des adipocytes humains 
hMADS, notre étude montre que l’ANP a la capacité d’activer le découplage mitochondrial 
ainsi que le programme thermogénique dans des cultures primaires d’adipocytes bruns et 
blancs humains. Cet effet équivaut à 50% de l’effet de la noradrénaline. Ces résultats 
pourraient être complétés par une analyse in vivo de l’effet d’une infusion d’ANP dans 
l’activation thermogénique des adipocytes chez l’Homme.  
En résumé, cette étude révèle un nouvel activateur endocrine et physiologique de la 
thermogénèse sans frisson et de la fonction des adipocytes bruns chez la souris et l’Homme.  
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Figure 19 : L’ANP est un activateur endocrine de la thermogenèse sans frisson.  
Une exposition au froid induit la sécrétion d’ANP et augmente le ratio de récepteurs GC-A/NPRC dans 
le WAT. L’ANP induit alors une augmentation du brunissement et de la lipolyse dans le WAT, 
permettant ainsi la production de substrats hépatiques et l’activation de la thermogenèse dans le BAT. 
Le rôle direct de l’ANP sur l’activation du BAT chez la souris n’a pas été démontré.  
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PARTIE II : Rôle du système ANP/GC-A dans le développement du 
diabète de type 2 
I – Temps de jeune optimal avant la réalisation d’un ITT chez la 
souris 
Introduction 
 La souris est l’espèce la plus communément utilisée dans le cadre de la recherche 
préclinique portant sur la physiopathologie des maladies métaboliques. Afin que les études 
réalisées sur ces animaux apportent des informations pertinentes pour la compréhension de 
la physiopathologie humaine, les conditions expérimentales mises en œuvre doivent être 
adéquates. Dans l’étude du DT2, le test de tolérance à l’insuline (ITT) est l’approche 
expérimentale utilisée en première intention pour analyser la sensibilité systémique à 
l’insuline ou plutôt déterminer l’insulinorésistance des souris. Afin de diminuer la variabilité 
des paramètres physiologiques entre les souris avant la réalisation des tests métaboliques, 
celles-ci sont soumises à un jeûne qui consiste en l’absence de nourriture avec un accès à l’eau 
(Ayala et al. 2010; Jensen et al. 2013; McGuinness et al. 2009). Habituellement, les souris sont 
soumises à un jeûne toute la nuit, comme le sont les humains avant un test métabolique, ou 
bien à un jeûne de 6h, comme recommandé par le centre de phénotypage métabolique chez 
la souris à l’institut national de la santé (NIH). Cependant des études ont montré que des 
longues périodes de jeûne chez ces petits mammifères induisaient de profonds changements 
cataboliques et une perte de poids importante. Le but de ce travail a été de déterminer le 
temps de jeûne minimal requis pour diminuer la variabilité des paramètres métaboliques 
entre les souris avant de réaliser un ITT tout en minimisant la perte de poids corporelle et 
les stress métaboliques engendrés.  
Pour répondre à cette question, nous avons choisi d’utiliser des souris mâles C57Bl6/J, la 
souche la plus utilisée pour l’étude du métabolisme énergétique, et d’étudier l’effet d’un 
jeûne de 2h, 4h, 6h, 12h toute la nuit (12h ON) et 24h sur les paramètres physiologiques 
plasmatiques ainsi que les possibles altérations cataboliques engendrées dans le muscle 
squelettique et le foie. 
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Technical ReportReappraisal of the optimal fasting time for
insulin tolerance tests in miceDeborah Carper 1,2, Marine Coué 1,2, Claire Laurens 1,2, Dominique Langin 1,2,3, Cedric Moro 1,2,*ABSTRACT
Objective: Most studies routinely use overnight or 6 h of fasting before testing metabolic glucose homeostasis in mice. Other studies used
empirically shorter fasting times (<6 h). We attempted to determine the shortest fasting time required for optimal insulin responsiveness while
minimizing metabolic stress.
Methods: A course of fasting for up to 24 h (0, 2, 4, 6, 12, and 24 h) was conducted in C57Bl/6J male mice. Body weight, metabolic parameters,
and insulin tolerance were measured in each experimental group. The organs were collected at the same time on separate occasions and
glycogen and metabolic gene expression were measured in the liver and skeletal muscle.
Results: Our data show that blood glucose levels do not significantly change during a 6 h fast, while plasma insulin levels decrease to similar
levels between 2 h and 6 h of fasting. During overnight (12 h) and 24 h fasts, a robust decrease in blood glucose and plasma insulin was observed
along with a profound depletion in liver glycogen content. Insulin tolerance was comparable between baseline and 6 h fasts while 4 h and 6 h
fasts were associated with a greater depletion of liver glycogen than 2 h fasts, impacting the glucose counter-regulatory response. Fasting
induced progressive weight loss that was attenuated at thermoneutrality. Fasting longer than 4 h induced major body weight loss (>5%) and
significant changes in catabolic gene expression in the liver and skeletal muscle.
Conclusion: Collectively, these data suggest that 2 h of fasting appears optimal for the assessment of insulin tolerance in mice as this duration
minimizes major metabolic stress and weight loss.
 2020 The Author(s). Published by Elsevier GmbH. This is an open access article under the CC BY-NC-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/).
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Fasting is a common procedure used to reset metabolism and reduce
variability in physiological parameters in experimental studies of mice
[1,2]. Fasting refers to a state in which the animal is completely deprived
of food but has ad libitum access to water. For instance, a primary
screen to evaluate whether a treatment or genetic manipulation alters
glucose homeostasis is the measurement of fasting glucose and insulin
levels [3,4]. Fasting mice reduces the range of baseline glucose read-
ings and can reveal significant differences between experimental
groups that would not reach significance in non-fasted animals [1]. In
larger species, animals are typically fasted overnight, as in humans, to
obtain a more consistent baseline glucose concentration [5]. In mice,
overnight fasting was routinely used prior to glucose tolerance tests and
was recommended as a standard operating procedure until recently
[6,7]. However, long periods of fasting in small mammals induce pro-
found catabolic states and weight loss, particularly at housing tem-
peratures below thermoneutrality [8]. In addition, althoughmicemay eat
up to 60% of their daily food intake at night, they usually nibble1Inserm, UMR1048, Institute of Metabolic and Cardiovascular Diseases, Toulouse, Fra
Hospitals, Department of Clinical Biochemistry, Toulouse, France
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www.molecularmetabolism.comthroughout the day and rarely undergo a true fast to maintain a constant
body core temperature and avoid torpor. Therefore, daytime fasting
likely produces profound changes in mouse physiological parameters
and behavior. Shorter fasting times are now considered more physio-
logical to reducemetabolic stress in mice. Consequently, 6-h fasts were
recommended by the National Institute of Health Mouse Metabolic
Phenotyping Center (MMPC) Consortium in 2010 to conduct metabolic
tests of glucose homeostasis in mice [3]. Since then, 6-h fasts have
been widely and routinely used by most investigators in the field of
metabolism to determine whether fasting glucose levels fall within a
normal range. Other investigators used empirically shorter fasting times
(2e5 h) [9,10]. To the best of our knowledge, no study has yet deter-
mined the shortest optimal fasting time required to conduct insulin
tolerance tests while minimizing the impact on metabolic parameters
and body weight in mice. The purpose of this study was to more
exhaustively describe the metabolic impact of fasting during a 24 h
course in young leanmice. Our data indicate that a short fasting duration
such as 2 h should be recommending prior to conducting insulin
tolerance tests in mice to minimize metabolic stress and weight loss.nce 2University of Toulouse, Paul Sabatier University, France 3Toulouse University
seases, CHU Rangueil, BP84225, 1 Avenue Jean Poulhès, 31432 Toulouse Cedex 4,
 Available online 31 July 2020
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Technical Report2. MATERIALS AND METHODS
2.1. Mice
All of the experimental procedures were approved by our institutional
animal care and use committee CEEA122 (protocol#
2016122311033178) and conducted according to Inserm guidelines
and the 2010/63/UE European Directive for the care and use of lab-
oratory animals. Three-month-old male C57BL/6J mice were housed
at room temperature (21 C) in a pathogen-free barrier facility (12 h
light/dark cycles) and fed a standard chow diet (Ssniff Spezialdiäten
GmbH, Soest, Germany). A first cohort of mice (cohort 1) was randomly
assigned to 6 experimental groups (n¼ 5 per group): 0 not fasted, 2 h
fast (2), 4 h fast (4), 6 h fast (6), 12 h overnight fast (12N), and 24 h fast
(24). The entire protocol started at 7 a.m. on one day and ended at 7
a.m. on the following day except for the 12N group, which was starved
overnight from 7 p.m. to 7 a.m. The mice were investigated in two
experimental sessions: one session to assess body weight and conduct
the ITT, and one week later, another session for blood measurements
and organ collection. Two other mice cohorts (cohort 2, n ¼ 6, and
cohort 3, n¼ 5) were not fasted and used for longitudinal measures of
blood glucose and ketones, plasma triglycerides, glycerol, NEFA, in-
sulin, and body weight at the exact same times of the day (7 a.m., 9
a.m., 11 a.m., 1 p.m., and 7 p.m.) as cohort 1 to assess the potential
variability and daytime circadian rhythm of the measured parameters
(Supplementary Figures 1 and 3). A fourth cohort (cohort 4) of mice
was acclimated at thermoneutrality in a chamber with controlled
ambient temperature at 30 C for 1 week and then used for longitu-
dinal measures of body weight, blood glucose, and blood ketones
during the same course of fasting as cohort 1.
Following decapitation, blood was collected into EDTA tubes containing
protease inhibitors. Tissues were rapidly excised, weighted, and snap
frozen in liquid nitrogen before being stored at 80 C.
2.2. Insulin tolerance test
The mice were injected intraperitoneally with a bolus of 0.5 U/kg in-
sulin (NovoRapid 100 IU/ml) as previously described [11]. Blood
glucose levels were monitored from the tip of the tail vein with a
glucometer (Accu-Chek; Roche, Meylan, France) 0, 15, 30, 45, and
60 min after injection.
2.3. Blood measurements
Blood glucose was measured using a glucometer (Accu-Chek; Roche,
Meylan, France) and the blood ketone level was measured using a
blood b-ketone body meter (Freestyle Optium H meter, Abbot) from the
tip of the tail vain. Plasma insulin was measured using an ultrasensitive
ELISA kit (ALPCO Diagnostics, Salem, NH, USA), glycerol was
measured by enzymatic assays (Free Glycerol reagent, Sigma), and
non-esterified fatty acids (NEFA), and triglycerides (TG) were measured
using a NEFA C kit (Wako) and TG reagent (Sigma), respectively.
2.4. Real-time RT-qPCR
Total RNA from tissue was isolated using a Qiagen RNeasy kit (Qiagen,
GmbH Hilden, Germany) following the manufacturer’s protocol. The
RNA quantity was determined on a Nanodrop ND-1000 (Thermo Fisher
Scientific, Rockford, IL, USA). Reverse-transcriptase PCR was con-
ducted using the MultiScribe Reverse Transcriptase method (Applied
Biosystems, Foster City, CA, USA). Quantitative real-time PCR (qRT-
PCR) was performed in duplicate using a ViiA 7 real-time PCR system
(Applied Biosystems). All of the expression data were normalized by2 MOLECULAR METABOLISM 42 (2020) 101058  2020 The Author(s). Published by Elsevier GmbH. Tthe 2(DCt) method using 18S as a housekeeping gene. For TaqMan
chemistry, the primers used were 18S (TaqMan assay ID:
Hs99999901_s1), Bnip3 (TaqMan assay ID: Mm01275600_g1),
MyoD1 (TaqMan assay ID: Mm00440387_m1), and Pck1 (TaqMan
assay ID: Mm00440636_m1). The SYBR chemistry primer sequences
are listed in Supplementary Table 1.
2.5. Determination of total glycogen
Liver and tibialis anterior muscle samples were weighed and ho-
mogenized in acetate buffer (0.2 M and pH 4.8). After centrifuging the
samples at 12,000 g for 10 min, supernatant was transferred into
clean tubes and divided in two aliquots. An aliquot of each homogenate
was mixed with amyloglucosidase (Sigma) and incubated at 55 C for
15 min. The other was mixed with water and incubated at 4 C for
15 min. The glucose content was determined using a spectropho-
tometer. The samples were analyzed in duplicate, and the results were
determined as mg of glycogen per mg tissue.
2.6. Statistical analyses
All of the statistical analyses were conducted using GraphPad Prism
8.0 for Windows (GraphPad Software Inc., San Diego, CA, USA).
Normal distribution and homogeneity of data variance were tested
using ShapiroeWilk and F tests, respectively. One-way ANOVA fol-
lowed by Tukey’s post hoc tests were conducted to determine dif-
ferences between groups. Two-way ANOVA and Bonferroni’s post hoc
tests were used when appropriate. All of the values in the figures are
presented as means  SEM. Statistical significance was set at
p < 0.05.
3. RESULTS
3.1. Influence of fasting on glucose homeostasis
Fasting up to 6 h did not significantly change blood glucose levels
(Figure 1A) while reducing plasma insulin levels by w50% (p ¼ 0.01)
(Figure 1B). Blood glucose variability decreased during 2, 6, 12N, and
24 h fasts (SD ¼ 12.4 at 0 h, SD ¼ 7.1 at 2 h, SD ¼ 8.9 at 6 h,
SD ¼ 9.6 at 12N, and SD ¼ 5.0 at 24 h). The plasma insulin level
during 0 h fasting (7 a.m.) was 0.71  0.08 ng/ml and rapidly
decreased to w0.33  0.09 ng/ml within 2 h of fasting (p ¼ 0.007)
(Figure 1B). Long-term fasting for 12 and 24 h markedly lowered blood
glucose (Figure 1A) and plasma insulin (70% compared to baseline
levels) (Figure 1B). These changes could not be attributed to circadian
rhythm as blood glucose levels measured throughout the day in the
non-fasted mice did not significantly change (Supplementary
Figure 1A). The ability of insulin to lower blood glucose, that is, in-
sulin responsiveness, assessed during an insulin tolerance test (ITT)
was similar between 0, 2, 4, and 6 h fasts, particularly during the first
15 min (Figure 1C). Blood glucose levels decreased by approximately
20e25% during this first phase in the four experimental groups
(Figure 1D and E). However, blood glucose levels remained signifi-
cantly lower at 60 min after insulin injection in the 6 h fast group
(Figure 1C and D). In contrast, blood glucose levels during the ITT were
dramatically lower in the 12N and 24 h groups (Figure 1C), and insulin
responsiveness was impaired in these two groups compared to the 6 h
fast (Figure 1EeF).
3.2. Influence of fasting on liver metabolism
We next investigated the impact of the fasting duration on the liver
glycogen content. We observed a time-dependent depletion of liverhis is an open access article under the CC BY-NC-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/).
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Figure 1: Blood glucose (A) and insulin (B) levels in the mice after 0, 2, 4, 6, 12N, and 24 h of fasting. Blood glucose (C) and changes in the blood glucose (D) levels in the mice
fasted for 0, 2, 4, 6, 12N, or 24 h during an ITT. Blood glucose suppression at 15 min of the ITT (E) and the area above the curve (AAC) of the ITT (F) during fasting. (n ¼ 5/group).
*p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, and ****p < 0.0001 vs time point 0.glycogen content starting at 4 h fasting and maximal at 12 h
(Figure 2A). At 2 h fasting, liver glycogen was not significantly different
from baseline. There was a 44% depletion in the liver glycogen content
at 6 h fast that reached a steady state at 12 h fast with an 81%
depletion of the total glycogen pool in the liver at 12N and 24 h fasts
(Figure 2B). Notably, there was a strong positive correlation between
the liver glycogen content and blood glucose (Supplementary
Figure 1B) and insulin (Supplementary Figure 1C) levels. Interest-
ingly, this considerable liver glycogen depletion was associated with an
upregulation of liver Pck1 gene expression at 12N and 24 h fasts that
reached statistical significance at 24 h fast (Figure 2C). No significant
change in liver G6pc gene expression was noted (Figure 2D). In
contrast, we observed a significant upregulation of liver Ppara
(Figure 2E) and Cpt1a (Figure 2F) mRNA levels from 6 h fast onward.
This was accompanied by an upregulation of Bdh1 mRNA levels
(Supplementary Figure 2A), the rate-limiting enzyme of b-hydrox-
ybutyrate production, and a time-dependent upregulation of the
PPARa-responsive hepatokine Fgf21 (Supplementary Figure 2B), both
reaching statistical significance at 12N and 24 h fasts. This occurred in
light of no significant change in the liver Cd36 (Supplementary
Figure 2C) and Lpl (Supplementary Figure 2D) mRNA levels.MOLECULAR METABOLISM 42 (2020) 101058  2020 The Author(s). Published by Elsevier GmbH. This is an open
www.molecularmetabolism.comInterestingly, liver Ppara gene expression was strongly correlated with
the total liver glycogen content (Supplementary Figure 2E).
3.3. Fasting induces robust weight loss and metabolic changes at
room temperature
Fasting induced a time-dependent weight loss that reached w10% at
12N andw14% at 24 h fasts (Figure 3AeB). At 2 h fasting, there was
already a significant although moderate (3.5%) body weight loss
(Figure 3B). At 6 h fast, body weight loss (5.5%) was significantly
higher than at 2 h fast (Figure 3B). In parallel to body weight changes,
there were profound changes in systemic lipid metabolism. Increased
circulating NEFA levels were observed after 2 h, 12 h, and 24 h fasting
(Figure 3C). Interestingly, plasma NEFA levels were strongly inversely
correlated to the total liver glycogen content (Supplementary Figure 3).
Similarly, fasting augmented circulating glycerol levels from 2 h on-
ward, although it did not reach statistical significance at 6 h fast
(Figure 3D). Consistent with the upregulation of Ppara (Figure 2E) and
other lipid metabolism genes in the liver (Figure 2F and Supplementary
Figure 2), we noted a robust 3-fold induction of circulating ketone body
levels at 12N and 24 h fasts (Figure 3F), consistent with the observed
upregulation of liver Bdh1 at 12N and 24 h (Supplementary Figure 2A).access article under the CC BY-NC-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/). 3
Figure 2: Total liver glycogen content in the mice after 0, 2, 4, 6, 12N, and 24 h of fasting (A) and liver glycogen depletion at 2, 4, 6, 12N, or 24 h relative to 0 (B). Relative Pck1
(C), G6pc (D), Ppara (E), and (F) Cpt1a mRNA expression the in liver of the mice after 0, 2, 4, 6, 12N, or 24 h of fasting. (n ¼ 5/group). *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, and
****p < 0.0001 vs time point 0.
Technical ReportImportantly, body weight (Supplementary Figure 4A) measured in the
non-fasted mice in cohorts 2 and 3 did not significantly change
throughout the day. Blood ketone levels were slightly elevated at 1
p.m. but remained within a low physiological range (<0.4 mM)
(Supplementary Figure 4B). Similar to body weight, plasma NEFA
(Supplementary Figure 4C), glycerol (Supplementary Figure 4D), tri-
glycerides (Supplementary Figure 4E), and insulin (Supplementary
Figure 4F) did not change throughout the day. We also noticed that
12 h overnight fasting (12N) induced a greater percentage of weight
loss than 12 h of daytime fasting (9.94  0.77 vs 6.12  0.49%,
p ¼ 0.0031 for 12N and 12D, respectively).
3.4. Fasting-induced weight loss is attenuated at thermoneutrality
Because mice must constantly fight against thermal stress to maintain
a constant body core temperature, we hypothesized that fasting-
induced weight loss and metabolic stress would be minimized at
thermoneutrality. In the mice housed at room temperature, we
observed a time-dependent weight loss both in absolute terms
(Figure 4A) and percentages (Figure 4B). Blood glucose (Figure 4C) and
ketones (Figure 4D) decreased with fasting and followed a similar4 MOLECULAR METABOLISM 42 (2020) 101058  2020 The Author(s). Published by Elsevier GmbH. Tpattern as in the mice housed at room temperature. However, blood
glucose variability remained greater at each time point compared to
room temperature (SD ¼ 17.4 at 0 h, SD ¼ 20.4 at 2 h, SD ¼ 21.7 at
4 h, SD ¼ 15.4 at 6 h, SD ¼ 10.3 at 12N, and SD ¼ 14.7 at 24 h).
Importantly, in agreement with our hypothesis, both the absolute
(Figure 4D) and percentage of body weight loss (Figure 4E) were
significantly lower in the mice housed at thermoneutrality.
3.5. Fasting activates atrophy signaling and promotes muscle
atrophy
Since we observed significant muscle atrophy and reduction in the
soleus muscle mass at 12N and 24 h fasts (Supplementary Figure 5A),
we investigated the impact of the fasting duration on skeletal muscle
mass and atrophy. This was related to a marked upregulation of major
atrophy genes such asMurf1 (Figure 5A and Supplementary Figure 5B)
and Atrogin-1 (Figure 5B and Supplementary Figure 5C) after 12N and
24 h fasts. Actrb2b, a gene involved in hypertrophy, was down-
regulated by fasting from 2 h onward, although it reached statistical
significance only at 4 h fast (Figure 5C and Supplementary Figure 5D).
In addition, Bnip3 and Drp1, two genes involved in autophagy andhis is an open access article under the CC BY-NC-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/).
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Figure 3: Body weight loss (A) and percentage of body weight loss (B) of the mice after 0, 2, 4, 6, 12N, or 24 h of fasting. Plasma NEFA (C), glycerol (D), triglycerides (E), and
ketone (F) levels of the mice during fasting. (n ¼ 5/group). All of the measurements were conducted in the mice housed at normal room temperature (21 C). *p < 0.05,
**p < 0.01, ***p < 0.001, and ****p < 0.0001 vs time point 0.mitochondrial fission, respectively, were upregulated after 12N and
24 h fasts (Figure 5DeE and Supplementary Figure 5E). More strik-
ingly, we observed a rapid and robust suppression of MyoD1, a key
transcription factor of myogenesis, mRNA levels after 4 h of fasting and
onward (Figure 5F and Supplementary Figure 5F). Consistent with the
marked metabolic stress and muscle atrophy, we also observed a
significant downregulation in the total muscle glycogen content at 12N
and 24 h fasts (Supplementary Figure 6).
4. DISCUSSION
Fasting is widely used in metabolic research to reduce variability of
various physiological readouts such as blood glucose levels in mice
[1,3,12,13]. However, unlike in humans, small mammals such as mice
have large body surface area and constantly fight to maintain a con-
stant body core temperature when they are housed belowMOLECULAR METABOLISM 42 (2020) 101058  2020 The Author(s). Published by Elsevier GmbH. This is an open
www.molecularmetabolism.comthermoneutrality [14]. Consequently, mice are very sensitive to food
deprivation even during the daytime despite the common belief that
mice eat mostly during the night. This study demonstrated that the
widely and routinely used 6 h fast model prior to assessing glucose
homeostasis in mice induces major metabolic stress and weight loss
(>5%) that significantly alters mice physiology and is a major frailty
factor [15]. The major difference between humans and mice is that
humans reduce their blood glucose levels and variability after an
overnight fast of 12 h in the absence of measurable weight loss. Thus,
using anthropomorphism, researchers have extrapolated this to mice.
However, mice exhibit higher metabolic rates than humans to maintain
euthermia. This species difference renders mice highly susceptible to
fasting, and as reported in our study, 12 h fasting provokes major
weight loss (w10%) and catabolic processes in the liver and skeletal
muscles. This metabolic stress is inevitably associated with induction
of muscle atrophy and profound changes in systemic lipid metabolism,access article under the CC BY-NC-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/). 5
Figure 4: Body weight loss (A), percentage of body weight loss (B), blood glucose (C), and blood ketone bodies (D) were measured in the mice after 0, 2, 4, 6, 12N, or 24 h of fasting
(n ¼ 5/group). All of the measurements were conducted in the mice housed at thermoneutrality (30 C). *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001, and ****p < 0.0001 vs time point
0. Body weight loss (E) and percentage of body weight loss (F) were compared in the mice housed at 21 C vs 30 C. *p < 0.05, **p < 0.01, and ****p < 0.0001 vs 21 C.
Technical Reportseverely hindering insulin tolerance. Therefore, fasting longer than 4 h
prior to investigating glucose homeostasis in mice is not physiological
and should be proscribed. Thus, a 2 h fast minimizes weight loss and
should be used prior to conducting insulin tolerance tests to maximize
research results and attenuate the discomfort of mice to ensure greater
animal welfare.
Our data show that fasting rapidly downregulated plasma insulin levels
by approximately 40% within 2 h of fasting to maintain steady blood
glucose levels. The plasma insulin levels at 0 h fast (7 a.m.) were
already approximately half of those classically found in the fed mice
(>1 ng/ml) [16]. This was paralleled by a time-dependent depletion of
liver glycogen reflecting an elevated rate of hepatic glucose output
during fasting to maintain steady blood glucose levels [17]. It is
reasonable to posit that the observed sustained decrease in blood
glucose levels at 12 h overnight and 24 h fasts was directly related to
robust liver glycogen depletion (>80%), since mice genetically engi-
neered to maintain high liver glycogen content during 36 h fasts are
capable of maintaining their blood glucose levels within a normal6 MOLECULAR METABOLISM 42 (2020) 101058  2020 The Author(s). Published by Elsevier GmbH. Tphysiological range despite significant weight loss [16]. Since the
decrease in circulating insulin during fasting derepresses Pck1
expression through Foxo1 in the liver [17,18], we observed an increase
in liver Pck1 expression at 12N and 24 h fasts. Although G6pc is also
considered an insulin-regulating gene in the liver, we did not observe
significant changes in liver G6pc mRNA levels during fasting. PPARa, a
nuclear hormone receptor activated by FA, is a transcription factor that
is central to the metabolic shift from glucose to fat utilization initiated
by fasting [19,20]. Upon activation of PPARa, FA oxidation is stimulated
and increased amounts of acetyl-CoA are produced. A large proportion
of acetyl-CoA derived from FA b-oxidation is utilized for ketogenesis
[21]. Liver Ppara and Cpt1a mRNA levels were significantly upregu-
lated from 6 h fasting onward, thus reflecting a major metabolic switch
occurring in the liver to activate FA b-oxidation and ketogenesis [19].
The metabolic switch was also visible at the systemic level with a rapid
induction of whole-body lipolysis reflected by elevated circulating
levels of NEFA and glycerol within 2 h of fasting. More strikingly, we
noted a rapid and sustained reduction in circulating TG levels after 2 hhis is an open access article under the CC BY-NC-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/).
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Figure 5: Relative Murf1 (A), Atrogin1 (B), ActrIIb (C), Bnip3 (D), Drp1 (E), and MyoD1 (F) mRNA expression in the tibialis anterior muscles of the mice after 0, 2, 4, 6, 12N, or 24 h
of fasting. (n ¼ 5/group). *p < 0.05, **p < 0.01, and ****p < 0.0001 vs time point 0.of fasting, possibly due to substantial uptake by peripheral organs
through lipoprotein lipase [22]. Consistent with liver activation of
Ppara, Cpt1a, and Bdh1, circulating levels of ketone bodies increased
by >3-fold after 12 h of fasting. Ketone bodies such as b-hydrox-
ybutyrate can be used as fuel by a number of peripheral organs to
spare glucose utilization during fasting [23].
Although fasting expectedly promoted a metabolic switch in the liver
and at the systemic level, it inevitably induced substantial weight loss.
Thus, mice are very sensitive to food deprivation even during the
daytime and particularly at temperatures below thermoneutrality [8].
To maintain a constant body core temperature, mice must nibble
throughout the day, even during the daytime. In line with this, our data
showed that the mice housed at thermoneutrality lost less weight in
response to fasting than the mice housed at room temperature. Indeed,
when investigating the mice feeding patterns over 24 h, it was found
that mice had an average of 36 food bouts during one day and night,
each lasting approximately 3 min. The average interval between food
bouts was 34 min [24]. In addition, fed mice maintained at thermo-
neutrality at 30 C ate approximately 50% less than mice kept at
23 C, suggesting that mice exhibit high metabolic rates under stan-
dard animal care facility temperatures [8]. Consistent with these
studies, our data showed that the non-fasted mice housed at roomMOLECULAR METABOLISM 42 (2020) 101058  2020 The Author(s). Published by Elsevier GmbH. This is an open
www.molecularmetabolism.comtemperature in our animal care facility (21 C), therefore under thermal
stress, had very stable body weights across the photophase (daytime)
from 7 a.m. to 7 p.m. This finding suggests that mice eat during the
daytime to maintain a stable body weight and defend their body core
temperature. In contrast, due to their high metabolic rate and need to
maintain euthermia under thermal stress, mice experience rapid and
profound weight loss during fasting. In line with other studies [3,25],
we demonstrated that lean mice experience major weight loss within
6 h of fasting that reached an ethical limit of 10% weight loss after 12 h
overnight fasting. In addition to a major metabolic switch observed in
the liver and at the systemic level, one detrimental effect of fasting is
also the loss of lean body mass and particularly skeletal muscle mass.
Skeletal muscle is a key insulin-sensitive tissue that can contribute up
to 85% of glucose disposal in response to insulin stimulation [26]. In
this study, we found that both 12 h overnight and 24 h fasting were
associated with a significant loss of muscle mass and blunted insulin
responsiveness. A downregulation in total muscle glycogen content at
the same time points likely contributed to water loss and muscle mass
loss. In addition, muscle wasting occurs as a physiological response to
fasting triggered by low insulin levels in which the loss of muscle
proteins primarily results from increased degradation of cell proteins
[27]. Two major protein degradation pathways, the ubiquitin-access article under the CC BY-NC-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/). 7
Technical Reportproteasome and autophagy-lysosome systems, are activated during
muscle atrophy and variably contribute to loss of muscle mass [28].
Fasting for 12 h and 24 h promotes robust induction of Atrogin-1 and
Murf-1, two key canonical genes encoding E3-ubiquitin ligases
involved in muscle atrophy in a variety of pathophysiological states
[29,30]. Fasting also induces a weaker transcriptional induction of
Bnip3, a key player in autophagy, and Drp1, a major player in mito-
chondrial fission, after 12 h and 24 h of fasting. Muscle atrophy pri-
marily involves a loss of intracellular and myofibrillar proteins [30,31].
Among these, myosin-related proteins and myogenic factors such as
MyoD1 have been identified as atrogin-1 targets [29]. Food deprivation
was associated with the rapid suppression of myogenic transcription
factor MyoD1, which plays a major role in muscle differentiation and
the transcriptional activation of heavy and light myosin chains [32].
For practical reasons inherent to experimental research, the fasting
was conducted during the daytime and the mice were investigated at
varying times throughout the day. Although this could influence data
outcomes as reported in humans with early vs late time-restricted
feeding studies [33e35], our data support the hypothesis that fast-
ing induces greater time-dependent weight loss and metabolic stress if
started at night when mice eat the majority of their daily food. In this
study, we investigated lean chow diet-fed mice while high fat diet-fed
mice are typically used in metabolic research to assess insulin
sensitivity and susceptibility to type 2 diabetes. Based on previous
reports summarized in [1], body weight loss appears more dependent
on fasting time than initial body weight in mice. Thus, our observations
could be extrapolated to obese HFD-fed mice.
5. CONCLUSION
Collectively, our data demonstrated that laboratory mice, in contrast
with humans, experience rapid and time-dependent weight loss during
fasting. We showed that the widely and routinely used 6 h fast model
prior to assessing glucose homeostasis is sub-optimal due to major
weight loss (>5%) and liver glycogen depletion. Thus, 2 h of fasting
during the photophase period should be conducted prior to assessing
insulin responsiveness in mice to minimize metabolic stress induced
by weight loss. We believe that these findings will maximize the sci-
entific outcomes of experimental studies carried out in mice while
ensuring greater animal welfare.
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Figure S1: (A) Blood glucose levels in mice with ad libitum access to food at 7am, 9am, 11am, 7 
1pm and 7pm. (n=11/time point). Linear regression of total liver glycogen with blood glucose 8 
(B) and plasma insulin levels (C) (n=26).   9 









































































Figure S2: Relative Bdh1 (A), Fgf21 (B), Cd36 (C), and (D) Lpl mRNA expression in liver of 11 
mice after 0, 2, 4, 6, 12N or 24 hours of fasting (n=5/group). * p<0.05, *** p<0.001 vs. time 12 
point 0. (E) Linear regression of total liver glycogen and liver Ppara mRNA levels in mice 13 
(n=28).  14 
15 











































































































































































Figure S3: Linear regression of total liver glycogen and plasma NEFA levels in mice housed 17 
at room temperature (n=29).  18 




















Figure S4: Body weight (A), blood ketone (B) (n=11/time point), plasma NEFA (C), plasma 20 
glycerol (D), plasma triglycerides (E), and plasma insulin levels (F) (n=5/time point) in mice 21 
with ad libitum access to food at 7am, 9am, 11am, 1pm and 7pm. * p<0.05 vs. time point 7am.  22 
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Figure S5: Soleus muscle weight of mice after 0, 2, 4, 6, 12N or 24 hours of fasting (A). 24 
Relative Murf1 (B), Atrogin1 (C), ActrIIb (D), Bnip3 (E), MyoD1 (F) mRNA expression in 25 
Soleus muscle of mice during the time-course of fasting. (n=5/group). * p<0.05, ** p<0.01, *** 26 


































































































































































































Figure S6: Tibialis anterior muscle glycogen content of mice after 0, 2, 4, 6, 12N or 24 hours 29 
of fasting. (n=5/group) * p<0.05 vs. time point 0.  30 









































Supplementary Table 1 31 
Gene Reverse Forward 
G6pc 5’-ACACCGACTACTACAGCAACAG-3’ 5’-CCTCGAAAGATAGCAAGAGTAG-3’ 
Pparα 5’-AGTTCACGCATGTGAAGGCTG-3’ 5’-TGTTCCGGTTCTTCTTCTGAATC-3’ 
Murf1 5’-TGCCTGGAGATGTTTACCAAGC-3’ 5’- AAACGACCTCCAGACATGGACA-3’ 
Atrogin1 5’- ACGTAGTAAGGCTGTTGGAGC-3’ 5’-GTTCTTTTGGGCGATGCCAC-3’ 
ActrIIb 5’-GAAGGCAACTTCTGCAACGAG-3’ 5’-TGGCTCGTACGTGACTTCT-3’ 
Drp1 5’-TCACCCGGAGACCTCTCATT-3’ 5’- TTCCATGTGGCAGGGTCATT-3’ 
Cpt1a 5’-TTGGAAGTCTCCCTCCTTCA-3’ 5’-GCCCATGTTGTACAGCTTCC-3’ 
Bdh1 5’-CTTGTATTTGCTGGCTGTTTG-3’ 5’-CATTGAGCTGGATGGTTCTC-3’ 
Fgf21 5’-CGTCTGCCTCAGAAGGACTC-3’ 5’-AAGGCTCTACCATGCTCAGG-3’ 
Cd36 5’-CGCTGTGGAAATGGTGTGTT-3’ 5’-GAAGGCAGCAACTTCTAGAACAG-3’ 
Lpl 5’-TTATCCCAATGGAGGCACTTT-3’ 5’-CACGTCTCCGAGTCCTCTCTC-3’ 
 32 









 Dans un premier temps, nous montrons qu’après 0, 2, 4 et 6h de jeûne, la glycémie est 
maintenue à des valeurs physiologiques en parallèle d’une diminution des niveaux 
plasmatiques d’insuline et d’une diminution du contenu en glycogène hépatique. En effet, en 
absence d’apport énergétique le pancréas répond par une diminution de la sécrétion 
d’insuline et une augmentation de la sécrétion de glucagon, une hormone hyperglycémiante. 
Le glucagon stimule de manière rapide la formation de glucose hépatique à partir de 
glycogène via la glycogénolyse (Shikama, Yajima, et Ui 1980). Cependant, après des temps de 
jeûne longs de 12h toute la nuit et 24h, la stabilité de la glycémie n’est plus maintenue, les 
niveaux plasmatiques de glucose et d’insuline chutent en parallèle d’une déplétion très 
importante en glycogène (>80%) hépatique. De manière intéressante nous montrons que les 
niveaux plasmatiques d‘AG corrèlent négativement avec le contenu en glycogène hépatique. 
En effet, lorsque les apports en glucose ne sont plus suffisants, une transition métabolique se 
met en place et se sont les lipides qui sont utilisés (D. E. Kelley et al. 1999; Shetty 1990). Dès 
2h de jeûne, la lipolyse du WAT est activée en parallèle d’une augmentation de la 
consommation en TG plasmatiques. Pour pallier à l’absence de glucose, les corps cétoniques 
peuvent également être utilisés comme source énergétique par plusieurs organes 
périphériques. La cétogenèse a lieu dans le foie grâce à l’utilisation d’AG. Cependant, une 
étude récente a montré que des niveaux élevés de corps cétoniques et notamment de β-
hydroxybutyrate, induisent une insulinorésistance périphérique (Geisler et al. 2019). Dès 6h 
de jeûne, une activation des gènes impliqués dans l’oxydation des AG et de la cétogenèse est 
observée mais ce n’est qu’après 12h de jeûne que les niveaux sanguins de corps cétoniques 
sont augmentés. Après des jeûnes de 12h toute la nuit et 24h, la sensibilité à l’insuline est 
fortement diminuée. Bien que la sensibilité des animaux à l’insuline n’est pas différente après 
0, 2, 4 et 6h de jeûne, après 4h et 6h de jeûne, la déplétion en glycogène observée impacte la 
réponse contre-régulatrice du glucose. L’ensemble de ces résultats montre l’impact du temps 
de jeûne sur les mécanismes énergétiques mis en place par l’organisme des souris pour 




maintenir la stabilité de leur glycémie et nous observons qu’après des jeûnes longs 
l’homéostasie glucidique est altérée.  
 
 Par la suite, nous montrons qu’après 6h de jeûne, les souris perdent plus de 5% de leur 
poids corporel et après 12h de jeûne sur la nuit elles en perdent plus de 10%. Une perte de 
poids de 10% a été définie comme marqueur de fragilité chez la souris et comme le seuil limite 
éthique à ne pas dépasser pour le bien-être animal (Martinez de Toda et al. 2018). De plus, 
cette perte de poids après 12h de jeûne s’accompagne d’une diminution de la masse maigre 
et notamment de la masse musculaire. Dès 4h de jeûne, le programme atrophique est induit 
dans le muscle squelettique mais c’est après 12h toute la nuit et 24h de jeûne qu’on observe 
une diminution significative de la masse musculaire. Le muscle contribuant jusqu’à 85% à la 
consommation de glucose en réponse à l’insuline (DeFronzo et al. 1981), c’est sans surprise 
que cette perte de masse musculaire s’accompagne également d’une diminution de la 
sensibilité à l’insuline systémique.  
 La perte de poids corporel observée chez la souris, qui n’est pas observée chez l’homme, 
peut s’expliquer par le fait que comme d’autres petits mammifères, les souris ont une grande 
surface corporelle pour une faible masse corporelle et luttent constamment pour maintenir 
leur température corporelle lorsqu’elles sont hébergées à des températures inférieures à leur 
thermoneutralité (Bastías-Pérez et al. 2020). Lorsque les souris sont hébergées à 
thermoneutralité, leur prise alimentaire est diminuée de 50% par rapport à des souris 
hébergées à 23°C. Pour maintenir leur température corporelle, les souris ont besoin d’apports 
énergétiques. Il a été montré que chez la souris 2/3 de la nourriture est mangée la nuit et 1/3 
la journée. Nos résultats montrent qu’au cours de la journée, en condition normale de 
température d’hébergement qui est déjà un stress thermique (21°C), le poids corporel ainsi 
que la glycémie des souris est stable. Cela confirme que les souris ont une prise alimentaire 
majoritairement nocturne mais également diurne leur permettant de maintenir l’euthermie 
et peut alors expliquer la susceptibilité importante des souris au jeûne. En accord avec cette 
hypothèse, nous montrons que la perte de poids corporel induite par le jeûne est atténuée 
quand les souris sont hébergées à thermoneutralité. Pour des raisons pratiques, les différents 
temps de jeûne ont été réalisés la journée et les souris ont été étudiées à différentes heures 
de la journée. Au vu de la prise alimentaire majoritairement diurne des souris on pourrait 
s’attendre à une perte de poids et un stress métabolique plus important si le jeûne avait été 




réalisé la nuit. Les ITT sont souvent réalisés sur des souris soumises à un régime hyperlipidique 
pour stimuler leur métabolisme énergétique et analyser leur susceptibilité au DT2. Il aurait 
été également intéressant de regarder l’effet du temps de jeûne sur ces souris-là.  
 En résumé, le jeûne de 6h communément utilisé avant un ITT n’est pas optimal puisqu’il 
engendre déjà une perte de poids supérieure à 5% et une déplétion en glycogène. Les temps 
de jeûne plus longs, de 12h toute la nuit ou 24h sont à proscrire au vu de la perte de poids 
corporel, de l’altération de l’homéostasie glucidique et des stress musculaires et hépatiques 
induits. Un jeûne de 2h doit être privilégié avant la réalisation d’un ITT afin de minimiser le 
stress métabolique induit par la perte de poids et permettre une meilleure pertinence et 




Figure 20 : Le temps de jeûne optimal avant la réalisation d’un test de tolérance à l’insuline chez la 
souris est de 2h. 
  









 Plusieurs études épidémiologiques ont révélé une altération du système ANP/GC-A chez 
les patients diabétiques de type 2 et les individus obèses. En effet, ces deux pathologies sont 
associées à une diminution de la concentration plasmatique de PN ainsi qu’une diminution du 
ratio GC-A/NPRC dans le tissu adipeux et le muscle squelettique. De façon intéressante, il a 
également été montré que les niveaux circulants de PN sont prédictifs du développement du 
DT2.  Le but de ce travail a été de déterminer s’il existe un lien causal entre un déficit du 
système ANP/GC-A et le développement du DT2. 
Pour répondre à cette question, nous avons utilisé deux modèles murins : des souris 
déficientes pour l’ANP et des souris haploinsuffisantes pour le récepteur GC-A. Les souris ont 
été soumises à un régime hyperlipidique et leur phénotype métabolique a été analysé.  
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ABSTRACT 21 
Type 2 diabetes and obesity are strongly associated with low natriuretic peptide (NP) plasma 22 
levels and impaired NP signaling with a decrease of GC-A (guanylyl cyclase A)/NPRC 23 
(natriuretic peptide receptor C) in skeletal muscle and adipose tissue. However, no study has so 24 
far provided evidence for a causal link between ANP/GC-A deficiency and the development of 25 
insulin resistance. We show here that ANP/GCA deficiency induces insulin resistance under 26 
high fat diet. In GC-A happloinsufficient mice we revealed skeletal muscle insulin resistance 27 
associated with altered mitochondria phenotype and metabolism. This is accompanied by an 28 
increased GPX activity and PTEN protein level. Moreover, GCA haploinsufficiency induced 29 
mitochondria deficiency decreases endurance capacity of mice which is not restored by an 30 
endurance training program. Together, these results indicate that the ANP/GCA system play a 31 
causal role in the development of insulin resistance  32 
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INTRODUCTION 33 
Obesity is a major risk factor of type 2 diabetes (T2D) and is generally characterized by 34 
peripheral insulin resistance and a poor oxidative capacity in skeletal muscles (Roden and 35 
Shulman, 2019). Obesity is also associated with neuroendocrine abnormalities. 36 
Epidemiological studies demonstrated that obese and T2D patients present low circulating 37 
levels of the cardiac hormone atrial natriuretic peptide (ANP) (Wang et al., 2007). ANP binds 38 
to a guanylyl cyclase receptor-A (GCA) to regulate blood volume and pressure (Kuhn, 2016). 39 
ANP is rapidly cleared from the bloodstream through its binding to a clearance receptor called 40 
natriuretic peptide receptor C (NPRC) (Potter et al., 2006). Recently, prospective studies in 41 
large clinical cohorts revealed that individuals with low circulating levels of ANP are at high 42 
risk of new onset T2D (Lazo et al., 2013; Magnusson et al., 2012). Genetic variants of ANP or 43 
its biological receptor GCA are also related to T2D development. We and others further 44 
demonstrated a reduced expression of GCA in skeletal muscle and subcutaneous abdominal 45 
adipose tissue of obese and/or T2D patients (Coué et al., 2015; Kovacova et al., 2016). Low 46 
adipose and skeletal muscle GCA expression was tightly correlated with insulin resistance 47 
(Coué et al., 2018). In contrast, high expression of GCA in skeletal muscle associates with high 48 
oxidative capacity and exercise training up-regulates GCA together with mitochondrial 49 
oxidative capacity in skeletal muscle of middle-aged obese individuals (Engeli et al., 2012). 50 
Collectively, this suggests that the ANP/GCA system may play a key role in the pathogenesis 51 
of obesity-related metabolic disorders and T2D. Yet, it is still unclear if ANP/GC-A deficiency 52 
causes T2D and what are the underlying molecular mechanisms.  53 
 We here analyzed ANP-/- and GC-A+/- mice to investigate the causal link between 54 
ANP/GC-A deficiency and the development of insulin resistance and T2D. Both ANP-/- and 55 
GCA+/- mice rapidly developed insulin and glucose intolerance in response to high fat diet 56 
(HFD). This was associated with impaired insulin sensitivity, altered mitochondrial function 57 
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and decreased endurance capacity in skeletal muscle of GCA+/- mice. Collectively, our data 58 
indicate that the ANP/GCA system plays a major role in the maintenance of insulin sensitivity 59 
and endurance capacity by controlling skeletal muscle oxidative capacity.   60 
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RESEARCH DESIGN AND METHODS 61 
Animals 62 
Eight weeks old Nppa-/- and GC-A+/- male mice (B6.129P2-Nppatm1Unc/J and B6.129-63 
Npr1tm1Gar/J mice were backcrossed to C57BL/6J mice for at least ten generations), and their 64 
littermate control Nppa+/+ and GC-A+/+ respectively were used. Mice were fed with a normal 65 
chow diet (Ssniff) or high fat diet (60% kcal lipids) for 12 weeks and were housed in a pathogen-66 
free barrier facility (12h light/dark cycle) with ad libitum access to water and food in standard 67 
animal care facility rooms at 21°C (RT). Mice were weight weekly and the body composition 68 
was assessed by the use of an EchoMRI. At the end of the protocol, mice were decapitated and 69 
blood was collected into EDTA tubes containing protease inhibitors. Organs and tissues were 70 
rapidly excised and either snap frozen in liquid nitrogen before being stored at -80°C or 71 
processed for histology or ex vivo testing. All experimental procedures were approved by our 72 
institutional animal care and use committee CEEA122 (protocol# 2016122311033178) and 73 
performed according to INSERM guidelines for the care and use of laboratory animals. 74 
 75 
Acclimatation to treadmill and maximal running capacity test 76 
Mice were acclimated to the treadmill (TSE system) four times by running for 2 min at a speed 77 
of 0,10m/s, then 3 min at a speed of 0,10ms/s and finally 7min at a speed of 0.20 m/saat 0° 78 
incline during te week prior the maximal running capacity test. The maximal running capacity 79 
test was performed at 0.15 m/s and was increased by 0.05 m/s every 2 min until exhaustion. 80 
 81 
Endurance exercise test 82 
For the endurance exercise test, after a warm up of 2 min at a speed of 0.10m/s, mice ran 80 83 
min at 60% of maximal capacity previously determined for each mice. At exhaustion mice were 84 
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removed from the test and running time to exhaustion, distance covered and average running 85 
speed were measured. 86 
 87 
Endurance training  88 
Then endurance training group ran 30 min per day, 5 days a week for 4 weeks. The first week 89 
of training, running speed was fixed at 60% of maximal capacity for each mice and was 90 
increased at 65%, 70% and 75 % for weeks 2, 3 and 4 respectively of training. 91 
 92 
Blood analyses 93 
Mouse plasma ANP and BNP were measured with Mouse Atrial Natriuretic Peptide ELISA kit 94 
(Cusabio) and Mouse Brain Natriuretic Peptide ELISA kit (Cusabio), respectively following 95 
manufactory instructions. Plasma insulin was measured using an ultrasensitive ELISA kit 96 
(ALPCO Diagnostics, Salem, New Hampshire). 97 
 98 
Glucose and Insulin Tolerance Tests 99 
After 2h of fasting, mice were injected intraperitoneally with a bolus of insulin or glucose and 100 
blood glucose levels were monitored from the tip of the tail vein with a glucometer (Accucheck; 101 
Roche, Meylan, France) at 0, 15, 30, 45, and 60 minutes after injection. For insulin tolerance 102 
test, mice under standard diet and HFD were injected with 0.5U/kg and 0.75U/Kg of insulin 103 
(NovoRapid 100 IU/ml) respectively. For glucose tolerance test, mice under standard diet and 104 
HFD were injected with 1.5g/kg of glucose (Sigma-Aldrich, Saint-Quentin Fallavier, France). 105 
 106 
Echocardiography 107 
Echocardiography was carried out with a Vivid7 echograph (GE Healthcare) and a 14 MHz 108 
transducer (i13L, GE) on lightly anesthetized (1% isoflurane in air) mice placed on a heating 109 
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pad. Left ventricular walls and cavity dimensions were obtained from parasternal short axis 110 
view at mid-ventricular level during Time Movement mode acquisition. LV mass was 111 
estimated by a spherical approximation. LV ejection fraction was measured from parasternal 112 
long axis view by delineating LV chamber area in diastole and systole. The operator was blind 113 
from mice genotype. 114 
 115 
Ex vivo insulin stimulation 116 
Just after removal, EDL muscles were incubated 20min at 37°C in a KRHA buffer (1.18M 117 
NaCl, 10mM CaCl2, 10mM MgSO4, 10mM KH2PO4, 60mM KCl, 0.2% BSA, 20mM Hepes, 118 
2mM Sodium Pyruvate) supplemented or not with insulin 100mM. Muscles were then dry and 119 
frozen at -80°C.  120 
 121 
Tissue specific 2-deoxyglucose uptake in vivo 122 
To determine 2-DG uptake in muscle and adipose tissue, a bolus injection of 2-[1,2-123 
3H(N)]deoxy-D-glucose (PerkinElmer, Boston, Massachusetts) (0.4 µCI/g body weight) and 124 
insulin (3mU/g body weight) was injected intraperitoneal in mice. Then, 30 min after injection, 125 
mice were euthanized and tissues were excised and quickly frozen at -80°C until further 126 
processing.  127 
 128 
Catalase, SOD and GPX activity 129 
Anti-oxidative activities including superoxide dismutases, catalase and glutathione peroxidase 130 
(GPx) activities were measured in skeletal muscle according to the methods of Beers and Sizer 131 
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Histology 135 
Adipose tissues and liver were fixed with 4% paraformaldehyde in PBS, dehydrated, embedded 136 
in paraffin, and cut into 7µm sections. Sections were stained with hematoxylin and eosin using 137 
standard protocols.  138 
 139 
Fiber typing 140 
Skeletal muscles were mounted in OCT freezing medium, snap-frozen in liquid N2-cooled 2-141 
methylbutane and stored at -80°C for cryo-sectioning. Tissues were cut into 10µm section using 142 
eica CM1850 cryostat. For immunostaining, tissue were treated with mouse-on-mouse reagents 143 
(M.O.Mkit, Vectr Laboratories) to block endogenous Fc receptor binding sites. Section were 144 
then labeled with a mixture of mouse monoclonal antibodies BA-D5 (anti-MYH7, fiber type 145 
I), SC-71 (anti-MYH2, fiber type IIa), and BF-F3(anti-MYH4, fiber type IIb) (hybridoma 146 
supernates, Developmental Studies Hybridoma Bank) supplemented with rabbit polyclonal 147 
anti-laminin antibody (2 μg/ml, Sigma) overnight at 4°C. Sections were then incubated with 148 
isotype-specific Alexa Fluor (AF) conjugated secondary antibodies (Jackson immune lab) : 149 
anti-mouse Blue-AF 405 IgG2b (#115-475-207), anti-mouse Green-AF 488 IgG1 (115-545-150 
205), anti-mouse Red-AF 546 IgM (#115-295-020), anti-rabbit Far Red-AF 647 (#711-175-151 
153): to mark type I, IIa, IIb fibers and laminin, respectively. Sections were mounted using 152 
Fluoromount G medium (Interchim, #FP-483331). All images were obtained using a Nikon 153 
Eclipse Ti-E inverted epifluorescent microscope equipped with a motorized stage. Images were 154 
acquired in NIS-Elements software (Nikon) with a 10x/0.3NA PlanFluor objective to form a 155 
single image of the entire muscle crosssection (approximately 20 - 30 mm2) used for analysis. 156 
The analyses were performed on the entire muscle crossection using Open-CSAM tool in the 157 
FIJI/ImageJ software (Desgeorges et al., 2019). 158 
 159 
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G6Pase activity 160 
Frozen tissues were homogenized using Fast Prep® in 10 mM HEPES and 0.25 M sucrose, pH 161 
7.4 (9 vol./g tissue). G6Pase activity was assayed in homogenates for 10 min at 30°C at pH 7.3 162 
in the presence of a saturating glucose-6-phosphate concentration (20 mM) (Mithieux et al., 163 
2004). 164 
 165 
Liver glycogen content 166 
Liver samples were weighed and homogenized in acetate buffer (0,2M, pH 4.8). After 167 
centrifuging the samples at 12 000g for 10min, supernatant was transferred into clean tubes and 168 
divided in two aliquots. An aliquot of each homogenate was mixed with amyloglucosidase 169 
(Sigma) and incubated at 55°C for 15 minutes. The other one was mixed with water and 170 
incubated at 4°C for 15 minutes. Glucose content was measured as previously described below. 171 
Samples were analyzed in duplicate and the results determined as μg glycogen per mg tissue. 172 
 173 
Mitochondria isolation from skeletal muscle 174 
Freshly dissected red part of gastrocnemus was placed in ice-cold buffer 1 for mitochondrial 175 
isolation (IBM1) containing 67mM of sucrose, 50mM Tris/ HCl, 50mM KCl, 10mM EDTA/ 176 
Tris, and 0.2% BSA, pH 7.4. The muscle was minced into very small pieces. The tissue was 177 
transferred to a cell strainer, rinsed withIBM1, and placed in IMB1/ 0.05% trypsin for digestion 178 
for 30 minutes in ice. The sample was then centrifuged at 300g for 3 minutes at 4°C, the 179 
supernatant removed and the pellet was resuspended in IBM1. The sample was homogenized 180 
using a Potter Ehlvejhem glass/ teflon homogenizer (Thomas Scientific, Swedesboro, NJ), 181 
centrifuged at 700g for 10 minutes at 4°C. The supernatant was transferred to a polypropylene 182 
tube and was centrifuged at 8000g for 10 minutes at 4°C. The supernatant was carefully 183 
removed and the pellet suspended in buffer 2 for mitochondrial isolation (IBM2) containing 184 
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200mM mannitol, 70mM sucrose, 5mM EGTA/ Tris, 10mMTris HCl, pH 7.4 and then 185 
centrifuged again at 8000g for 10 minutes at 4°C. Finally, the supernatant was carefully 186 
discarded and the pellet was resuspended in 100μL of IBM2. Protein concentration was 187 
determined using the BCA pierce assay. 188 
 189 
SeaHorse 190 
XF24 instrument was equilibrated at 37 °C overnight. 5 μg of mouse skeletal muscle 191 
mitochondria was plated in each well of the XF24 v7 plate in a volume of 50 μl containing 1 × 192 
MAS ( 70mM sucrose, 220mM mannitol, 10mM KH2PO4, 5 mM MgCl2, 1mM EGTA, 2mM 193 
HEPES, 0.2% BSA; pH 7.2) with 10 mM pyruvate and 5 mM malate. The XF plate containing 194 
mitochondria with substrate was centrifuged for 20 min at 2000 rpm at 4°C. After 195 
centrifugation, 450 μl of substrate containing 1 × MAS with pyruvate and malate was added to 196 
each well, and the plate was incubated in a 37 °C non-CO2 incubator for 10 min. While the 197 
plate was centrifuged the XF cartridge was prepared for injections for ports A, B, C and D. 198 
ADP (40 mM), oligomycin (25µM), FCCP (40 μM), and rotenone (40µM) were loaded into 199 
ports A, B, C and D respectively. The final concentrations were 4 mM ADP, 2.5 μM 200 
oligomycin, 4 mM FCCP and 4 μM antimycin A. The cartridge was calibrated by the XF 201 
machine, and following calibration the XF plate with mitochondria attached to the bottom was 202 
introduced into the machine for the run. 203 
 204 
RNA Extraction and Real-time qPCR  205 
Total RNA from tissue was isolated using Qiagen RNeasy kit (Qiagen, GmbH Hilden, 206 
Germany) following manufacturer’s protocol. The quantity of the RNA was determined on a 207 
Nanodrop ND-1000 (Thermo Scientific, Rockford, IL, USA). Reverse-transcriptase PCR was 208 
performed using the Multiscribe Reverse Transcriptase method (Applied Biosystems, Foster 209 
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City, CA). Quantitative Real-time PCR (qRT-PCR) was performed in duplicate using the ViiA 210 
7 Real-time PCR system (Applied biosystems). All expression data were normalized by the 2(-211 
ΔCt) method using 18S in mice Data were Primer sequences are listed in Supplementary Table 212 
1. 213 
 214 
Western blot  215 
Proteins were extracted from tissues using Ripa buffer and protease inhibitor cocktail (Sigma-216 
Aldrich). Tissues homogenates were centrifuged twice for 20 min at 12700 rpm and 217 
supernatants were quantified with BCA pierce kit (ThermoScientific). Equal amount of proteins 218 
were run on a 4-20% SDS-polyacrylamide gel electrophoresis (Biorad), transferred onto 219 
nitrocellulose membrane (Bio-Rad) and incubated overnight at 4°C with primary  antibodies, 220 
Rabbit anti-ATLG (1:1000, CST #2138s), Rabbit anti-GAPDH (1:1000, CST, #2118), Rabbit 221 
anti-pS660 HSL (1:1000, CST, #4126), Rabbit anti-HSL (1:1000, CST, #4107), Rabbit anti-222 
NPRA (1:1000, Abcam, ab154266), Goat anti-NPRC (1 :1000, Sigma, SAB2501867, Rabbit 223 
anti-PEPCK (1:7000, Santa cruz, #32879) anti-ps473 AKT (1:1000, CST, #4060L ), anti AKT 224 
(1:1000, CST, #4691L), anti-PTEN (1:1000,CST, #9552), anti OXPHOS (1:1000, Abcam, 225 
ab110411) and Rabbit anti-Actin (1 :10000, CST, #4970). Subsequently, immuno-reactive 226 
proteins were blotted with anti-rabbit or goat horseradish peroxidase-labeled secondary 227 
antibodies for 1h at room temperature and revealed by enhanced chemiluminescence reagent 228 
(SuperSignal West Femto, Thermo Scientific), visualized using ChemiDoc MP Imaging 229 
System and data analyzed using the ImageLab 4.2 version software (Bio-Rad Laboratories, 230 
Hercules, USA). 231 
 232 
Statistical analyses 233 
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All statistical analyses were performed using GraphPad Prism 8 for Windows (GraphPad 234 
Software Inc., San Diego, CA). Normal distribution and homogeneity of variance of the data 235 
were tested using Shapiro-Wilk and F tests, respectively. Student’s t-tests, Mann-Whitney test 236 
and Two-way ANOVA followed by Bonferonni’s post hoc tests were applied when appropriate. 237 
All values in Figures are presented as mean ± SEM. Statistical significance was set at P < 0.05.  238 
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RESULTS 239 
ANP deficiency promotes insulin resistance in mice  240 
 We first examined the influence of ANP deficiency on insulin and glucose tolerance in 241 
mice under standard (SD) and high fat diet (HFD) nutritional conditions. Beforehand, Nppa-/- 242 
mice were backcrossed on a C57Bl6/J background which are susceptible to diet-induced obesity 243 
and T2D. Cardiac Nppa mRNA levels, the product of the gene coding for ANP, was virtually 244 
null in Nppa-/- mice compared to WT littermates Nppa+/+ (Supplementary Fig. 1A), while 245 
cardiac Nppb mRNA levels remained unaffected (Supplementary Fig. 1B). No change in Npr1 246 
and Npr3 mRNA expression, genes coding for NP receptors GC-A and NPRC respectively, 247 
were found in skeletal muscle and adipose tissue of Nppa-/- versus WT mice (Supplementary 248 
Fig. 1C and 1D). As expected, a cardiac hypertrophy reflected by a 31% increase of heart weight 249 
to body weight ratio (p<0.0001) was found in Nppa-/- mice (Supplementary Fig. 1E). However 250 
this hypertrophy occurred in absence of systolic dysfunction as left ejection fraction remained 251 
unchanged in ANP deficient mice (Supplementary Fig. 1F). 252 
 We here show that ANP deficiency has no major influence of body weight gain (Fig. 253 
1A), body composition (Supplementary Fig. 1G and 1H) and obesity development under 254 
nutritional stress (HFD). However, glucose tolerance was slightly impaired under SD (Fig. 1B), 255 
while insulin tolerance was blunted both under SD and HFD (Fig. 1C & E). Although glucose 256 
tolerance was not significantly affected under HFD (Fig. 1D), ANP knockout mice exhibited 257 
clear signs of whole-body insulin resistance reflected by elevated concentrations of fasting 258 
blood insulin (Fig. 1F) and fasting blood glucose (Fig. 1G).  259 
 Altogether, these results indicate than ANP deficiency causes insulin resistance in mice. 260 
 261 
GCA haploinsufficiency exacerbates HFD-induced insulin resistance  262 
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 Since previous data indicated that GCA protein expression is reduced by about half in 263 
adipose tissue and skeletal muscle of obese humans and mice (Coué et al., 2015), we next 264 
investigated the influence of Npr1+/- haploinsufficiency on metabolic phenotypes and T2D 265 
development. 266 
Npr1+/- mice presented a 45% and 47% decrease of Npr1 mRNA expression in skeletal muscle 267 
and adipose tissue respectively compared to Npr1+/+ mice (Supplementary Fig. 2A), without 268 
any change in Npr3 expression (Supplementary Fig. 2B). Plasma ANP and BNP levels 269 
remained unchanged compared to WT mice (Supplementary Fig. 2C and 2D). As observed in 270 
Nppa-/- mice, Npr1+/- displayed a cardiac hypertrophy (Supplementary Fig. 2E) with a preserved 271 
left ventricular ejection fraction (Supplementary Fig. 2F). 272 
 Npr1+/- mice had similar body weight gain under HFD (Fig. 2A) and body composition 273 
(Supplementary Fig. 2G and 2H) under SD and HFD. Npr1+/- mice developed glucose 274 
intolerance (Fig. 2B) in face of unchanged insulin tolerance (Fig. 2C). However, when 275 
challenged by HFD for 4, 8 and 12 weeks, Npr1+/- mice exhibited a time-dependent decline of 276 
insulin tolerance in Npr1+/- vs WT mice (Fig. 2D-G). After 12 weeks of HFD, Npr1+/- mice also 277 
had reduced glucose tolerance (Supplementary Fig. 2I). Blood insulin and glucose 278 
concentrations were increased by HFD but remained nearly unchanged in Npr1+/- mice (Fig. 279 
2H), except a slight decrease of blood glucose levels that was observed in Npr1+/- mice (Fig. 280 
2I).  281 
 In summary, our data indicate that GCA haploinsufficiency, which closely recapitulate 282 
the neuroendocrine defects observed in obese humans, impairs glucose homeostasis. 283 
 284 
Impaired glucose homeostasis in GCA haploinsufficient mice is associated with marginal 285 
changes in adipose tissue and liver metabolism 286 
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 Adipose tissue weight of various depots (Supplementary Fig. 3A) as well as adipocytes 287 
area and number in eWAT (Supplementary Fig. 3B and 3C) were similar between Npr1+/- and 288 
Npr1+/+ mice. No significant difference in insulin-stimulated glucose uptake was found in 289 
various white adipose tissues depots (i.e. epididymal white adipose tissue (WAT) (eWAT), 290 
inguinal WAT (iWAT) and brown adipose tissue (BAT)) (Supplementary Fig. 3D). In parallel, 291 
mRNA levels of ATGL and HSL (Supplementary Fig. 3E), the two main rate-limiting enzymes 292 
of lipolysis, as well as the mRNA expression of G0S2 and CGI58, two co-enzymatic regulator 293 
of ATGL activity (Supplementary Fig. 3F), remained unchanged between Npr1+/- and Npr1+/+ 294 
mice. Similarly, the protein content of ATGL and HSL was unaffected in both groups 295 
(Supplementary Fig. 3G and 3H). There was also no visible signs of inflammation and 296 
macrophage accumulation in eWAT of Npr1+/- mice (Supplementary Fig. 3I). Finally, since the 297 
ANP/GCA system has been related to brown adipose tissue (BAT) activation and 298 
thermogenesis (Bordicchia et al., 2012),  we further showed that the expression of PGC1α and 299 
UCP1 was similar in both genotypes under HFD where BAT activation and function is 300 
suppressed (Supplementary Fig. 3J). 301 
 In the same line, insulin resistance in Npr1+/- mice appeared independent of major 302 
differences in hepatic lipid (Supplementary Fig. 4A) and glycogen content (Supplementary Fig. 303 
4B). We next measured the expression of key limiting enzymes of gluconeogenesis in liver. 304 
PEPCK protein content was similar between Npr1+/- and Npr1+/+ mice (Supplementary Fig. 4C) 305 
whereas G6Pase activity was significantly increased (Supplementary Fig.4D). This occurred in 306 
absence of major changes in  the expression of genes involved in lipid oxidation 307 
(Supplementary Fig. 4E), glucose metabolism (Supplementary Fig. 4F) and de novo lipogenesis 308 
(Supplementary Fig. 4G) in liver of Npr1+/- and Npr1+/+ mice. 309 
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 Collectively, our results suggest that GC-A haploinsufficiency does not blunt adipose 310 
tissue morphology and glucose uptake, while an elevated activity of a rate-limiting enzyme in 311 
gluconeogenesis in liver is observed. 312 
 313 
GCA haploinsufficiency causes insulin resistance in skeletal muscle 314 
Considering the major contribution of skeletal muscle to total glucose disposal, we next 315 
investigated skeletal muscle insulin sensitivity and signaling in HFD-fed Npr1+/- mice.  316 
 We first observed a significantly reduced 2-deoxyglucose uptake in various muscles of Npr1+/- 317 
mice (Fig 3A). This was associated with a trended reduced insulin-stimulated Akt 318 
phosphorylation on the serine 473 residue (Fig. 3B). Importantly, impaired insulin signaling 319 
remained when titbialis anterioir muscles were incubated ex vivo with insulin (Fig. 3C), thus 320 
indicating a muscle-autonomous acquired insulin resistance in GCA haploinsufficient mice.  321 
We further investigated the potential molecular mechanisms of this muscle insulin resistant 322 
phenotype. Muscle insulin resistance was not associated with changes in inflammatory markers 323 
F4/80, IL-6, TNF-α, Mcp1, IL1β,  or endoplasmic reticulum (ER) stress  ATF4, XBP-1s and 324 
XBP1-us in Npr1+/- mice skeletal muscles (Supplementary Fig. 5A and Fig. 5B). Previous 325 
studies reported that oxidative stress can negatively impact insulin-induced Akt signaling in 326 
skeletal muscles (Bonnard et al., 2008). We therefore measured the activity of the three main 327 
antioxidant enzymes (i.e. superoxide dismutase (SOD), catalase (CAT) and glutathione 328 
peroxidase (GPX)). Both SOD and CAT activities remained unchanged in skeletal muscles of 329 
Npr1+/- mice compared to WT (Supplementary Fig. 5C and 5D). However, GPX activity was 330 
significantly increased in Npr1+/- mice (Fig. 3F). This was associated with a significant increase 331 
of PTEN protein expression, a negative regulator of the PI3K/Akt pathway, in skeletal muscles 332 
of Npr1+/- mice (Fig. 3G). 333 
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 Altogether, we here demonstrate that GCA haploinsufficiency induces muscle-334 
autonomous insulin resistance and defects in insulin signaling through the GPx/PTEN axis. 335 
 336 
GCA haploinsufficiency induces mitochondrial dysfunction in skeletal muscle  337 
Previous reports suggested that GPx activity is tightly coupled to mitochondrial oxidative 338 
capacity and oxidative stress. Strikingly, we first observed a consistent down-regulation of 339 
various proteins from the OXPHOS pathway encoding mitochondrial respiratory complexes in 340 
three different muscle types (i.e. soleus, tibialis anterior and EDL (extensor digitorum longus)) 341 
of Npr1+/- mice (Fig. 4A, 4B and Supplementary Fig. 5E). Paradoxically, mitochondria isolated 342 
from muscles of Npr1+/- mice presented a significantly higher respiratory capacity (i.e. oxygen 343 
consumption rate (OCR)) compared to Npr1+/+ mice (Fig. 4C). However, this higher respiration 344 
rate was mostly driven by a significant increase of proton leak (Fig. 4D). This greater 345 
mitochondrial leak in Npr1+/- mice also increased maximal respiratory capacity (Fig 4E) and 346 
attended to increase basal respiration (Fig. 4F). Elevated proton leak characterizes an 347 
incomplete coupling of  oxygen consumption to ATP production and is a hallmark of defective 348 
mitochondrial function (Cheng et al., 2017; Jastroch et al., 2010). Consistent with OCR data on 349 
isolated mitochondria, we found a significantly increased citrate synthase activity per 350 
mitochondrial protein unit (Fig. 4G) while it remained unchanged in whole skeletal muscle 351 
homogenate (Fig. 4H)  of Npr1+/- mice compared to WT. 352 
 Whether mitochondrial dysfunction is a cause or a consequence of insulin resistance 353 
remains controversial. Some studies indicated that HFD induces mitochondrial abnormalities 354 
that are preceded by insulin resistance (Bonnard et al., 2008). To assess the specific role of 355 
GCA haploinsufficiency on mitochondrial function, we analyzed skeletal muscle mitochondria 356 
of Npr1+/- mice under SD. In agreement with previous observation under HFD, we showed that 357 
OXPHOS protein content was decreased in Npr1+/- mice under SD (Fig. 5A). As previously, 358 
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we further noticed a significantly increased  OCR in skeletal muscle isolated mitochondria (Fig. 359 
5B), and a trend for increased proton leak (Fig. 5C) and basal respiration (Fig. 5D) in Npr1+/- 360 
mice . Finally, these mitochondrial abnormalities were associated with a significant reduction 361 
of fast oxidative IIa fibers in the tibialis anterior muscle of Npr1+/- mice, while no significant 362 
changes in the percentage of type IIb and type IIx fibers were noted (Fig. 5E and 5F). 363 
 In summary, mitochondrial dysfunction is a primary defect of GCA haploinsufficient 364 
mice, thus indicating that mitochondrial defects are concomitant with insulin resistance and 365 
caused by GCA deficiency.  366 
 367 
Impaired endurance capacity and adaptations to training in GCA haploinsufficient mice  368 
Previous results point toward an aberrant mitochondrial function in skeletal muscle of Npr1+/- 369 
mice in the resting state. Impaired mitochondrial oxidative capacity is associated with poor 370 
endurance capacity (Wisløff et al., 2005). We next challenged Npr1+/- mice with exercise.  371 
Beforehand, we determined individual maximal speed for each mice. No difference in maximal 372 
speed (Supplementary Fig. 6A), running time (Supplementary Fig. 6B), and running distance 373 
(Supplementary Fig. 6C) were found between genotypes. However, when submitted to 374 
endurance test at 60% of their maximal speed, Npr1+/- mice exhibited a severely compromised 375 
endurance running capacity (Fig. 6A). Consistently, both running time (Fig. 6B) and distance 376 
(Fig. 6C) were significantly decreased in Npr1+/- mice. 377 
 Because muscle oxidative capacity and mitochondrial function can be improved by 378 
exercise training, we next tested whether the exercise training could partly attenuates the 379 
impaired endurance capacity and mitochondrial dysfunction of Npr1+/- mice. After 4 weeks of 380 
endurance training on a treadmill, Npr1+/+ mice markedly improved their endurance capacity 381 
since 43% of WT mice were still running after 80min while 100% had stopped running by 382 
80min prior to training (Fig. 6D). Strikingly, Npr1+/- mice conserved a poor endurance capacity 383 
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even after training since all mice had stopped running at 51min (Fig.  6D). Training compliance 384 
was similar between genotypes (Supplementary Fig. 6D) while consistently running time (Fig. 385 
6E) and distance (Fig. 6F) were both greatly lower in Npr1+/-  mice compared to WT mice. 386 
While there is a trend towards a decrease of OXPHOS protein content in skeletal muscle of 387 
Npr1+/- mice, it did not reach statistical significance (Fig. 6G). In addition, respiratory capacity 388 
of isolated mitochondria from Npr1+/- mice was higher compared to WT (Fig. 6H). In addition, 389 
the proton leak was higher in Npr1+/- mice, and the basal respiration trended to be increased 390 
(Fig. 6I and 6J).  391 
 Collectively, our data indicate that GCA haploinsufficiency impairs endurance capacity 392 
and adaptations to endurance training in mice.  393 
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DISCUSSION 394 
In summary, we here show that ANP/GCA deficiency primarily causes insulin 395 
resistance and mitochondrial dysfunction in skeletal muscle. This study provides strong 396 
experimental evidences to prospective cohort studies in humans that ANP/GCA deficiency 397 
causes insulin resistance and T2D.  398 
 Previous studies reported a lower body weight in NPRC KO compared to WT mice 399 
(Ishikawa et al., 2019; Wu et al., 2017), thus suggesting a role for natriuretic peptide in the 400 
control of energy balance. Here, after 12 weeks of HFD, no differences in body weight and 401 
body composition were observed neither between Npr1+/+ and Npr1+/- mice nor between Nppa+/+ 402 
and Nppa-/- mice. We cannot exclude that ANP or GCA deficient mice exhibit a decreased food 403 
intake or an increased energy expenditure compared to WT littermate. However, both ANP and 404 
GCA deficiency altered glucose homeostasis. Under standard SD, Nppa-/- mice are insulin and 405 
glucose intolerant while Npr1+/- mice are only glucose intolerant. Under HFD, Nppa-/- mice are 406 
insulin intolerant and display increased fasting plasma insulin level compared to WT 407 
littermates. This phenomenon is similar to the pre-diabetic state in humans. In Npr1+/- mice, 408 
fasting blood glucose in decreased while insulin is not affected. Moreover, these mice display 409 
an increase of G6Pase activity, reflecting liver insulin resistance (Rooney et al., 1993). 410 
 Contrarily to NPRC knockout mice, which do not display skeletal muscle alterations 411 
(Wu et al., 2017), we observed a decrease of insulin signaling in the skeletal muscle of Npr1+/- 412 
mice. Previous studies identified a role of ANP in mitochondria oxidative capacities. ANP 413 
induces mitochondria biogenesis and increases lipid oxidation in vitro (Engeli et al., 2012). 414 
Moreover, transgenic mice overexpressing cGK, the downstream protein in GCA signaling, 415 
showed an improved insulin sensitivity and an increased mitochondria biogenesis associated 416 
with the presence of giant mitochondria in skeletal muscles (Miyashita et al., 2009). In 417 
agreement with these studies, we show here that Npr1+/- mice have dysfunctional mitochondria. 418 
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Indeed, the increased proton leak is a reflect of defective mitochondria (Cheng et al., 2017; 419 
Jastroch et al., 2010). The decrease of proton gradient across the inner mitochondrial membrane 420 
by proton leak reduces mitochondrial efficiency and induces energy loss. The increased basal 421 
respiration observed in Npr1+/- mice could be an adaptive mechanism to counteract this defect. 422 
However, it is well-known that the electron transport chain is the primary source of reactive 423 
oxygen species (ROS) and that oxidative stress may be induced by defective mitochondria 424 
(Cheng et al., 2017; Jastroch et al., 2010). Thus, we investigated anti-oxidant enzyme activities 425 
and unexpectedly found an increased GPx activity in Npr1+/- mice. However, a study on GPx 426 
KO mice revealed that Gpx1 deficiency enhances insulin signaling in vivo by the inhibition of 427 
PTEN (phosphatase with tensin homology), a negative modulator of the PI3K/Akt pathway, to 428 
attenuate the development of insulin resistance (Loh, 2009).  In line with these findings, a 429 
previous study indicated that GPX1 overexpression induces insulin resistance in mice 430 
(McClung et al., 2004). Also, it has been showed that GPx can be induced in response to 431 
oxidative stress (Zhou et al., 2001). Consequently, we propose that in Npr1+/- mice, defective 432 
leaky mitochondria increase GPx activity which in turn increase PTEN protein level and impair 433 
insulin signaling in skeletal muscle. 434 
  As the causal effect of defective oxidative capacities in the development of insulin 435 
resistance remains controversial, we aimed to explore mitochondrial function in Npr1+/- mice 436 
before the apparition of insulin resistance. Under SD, Npr1+/- mice already display deficient 437 
mitochondria, with a trend towards an increased proton leak and basal respiration associated 438 
with a reduction of OXPHOS protein content. In addition, skeletal muscle fiber composition is 439 
altered with a decrease of type IIa oxidative fibers content in Npr1+/- mice. This is in agreement 440 
with a recent study showing an increase of Myh7 expression, the major myosin heavy chain 441 
isoform of oxidative fibers (i. e. type I fibers) and a decrease of Myh1 expression, the major 442 
isoform of type IIX fibers, in skeletal muscles of NPRC KO mice (Ishikawa et al., 2019). These 443 
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results reveal that mitochondria deficiency is already present under SD, and induces insulin 444 
resistance when Npr1+/- mice are challenged by a HFD.  445 
  446 
 In conclusion, these results provide compelling evidences for a causal link between 447 
ANP/GCA deficiency and the development of insulin resistance and poor endurance capacity 448 
in mice. Thus, ANP/GCA deficiency seems to primarily impact on skeletal muscle insulin 449 
signaling and oxidative capacity. The precise underlying mechanisms linking ANP/GCA 450 
signaling to mitochondrial function and fiber-type determination should be further investigated 451 
in future studies.  452 
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Figure legends  545 
 546 
Figure 1 – ANP deficiency promotes insulin resistance in mice  547 
Body weight of Nppa-/- and Nppa+/+ mice under standard diet (SD) (n=7-8) or high fat diet 548 
(HFD) (n=15-16) (A).  Blood glucose in Nppa-/- and Nppa+/+ mice fed a SD during a glucose 549 
tolerance test (GTT) (n=8) (B) and an insulin tolerance test (ITT) (n=13) (C). Blood glucose in 550 
Nppa-/- and Nppa+/+ mice fed a HFD during a GTT (D) and an ITT (n=6-7) (E). Blood insulin 551 
(n=4-11) (F) and blood glucose (n=6-15) (G) in Nppa-/- and Nppa+/+ mice fed a SD or HFD.* 552 
p≤0.05, ** p<0.01, **** p<0.0001. 553 
 554 
Figure 2 – GCA haploinsufficiency exacerbates HFD-induced insulin resistance 555 
Body weight of Npr1+/- and Npr1+/+ mice under HFD (n=8-14) (A).  Blood glucose in Npr1+/- 556 
and Npr1+/+ mice fed a SD during a GTT (n=7-9) (B) and an ITT (n=17-21) (C). Blood glucose 557 
in Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed a HFD for 4 (n=17-25) (D), 8 (n=17-25) (E) or 12 (n=9-11) (F) 558 
weeks during an ITT and area above the curve of these ITT (G). Fasting blood insulin (n=7-9) 559 
(H) and blood glucose (n=24-34) (I) in Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed a SD or HFD.* p≤0.05, ** 560 
p<0.01, *** p<0.001, **** p<0.0001.  561 
 562 
Figure 3 – GCA haploinsufficiency causes insulin resistance in skeletal muscle 563 
2DG-glucose uptake in the soleus, EDL and tibialis of Npr1+/- and Npr1+/+ mice after in vivo 564 
insulin stimulation (n=6) (A). Akt-ser473/Akt ratio in the EDL from Npr1+/- and Npr1+/+ mice 565 
after in vivo insulin stimulation (n=6) (B) or ex vivo insulin stimulation (n=8-14) (C). GPx 566 
activity in the skeletal muscle of Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=7) (D). PTEN protein expression 567 
in the tibialis and the soleus of Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=7-14) (E). * p≤0.05, ** p<0.01, $ 568 
p=0.06. 569 
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 570 
Figure 4 – GCA haploinsufficiency induces mitochondrial dysfunction in skeletal muscle 571 
under HFD  572 
OXPHOS protein expression in the soleus (A) and tibialis (B) of Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed 573 
a HFD (n=8-14). Oxygen consumption rate (OCR) (C), proton leak (D), maximal respiration 574 
capacity (E) and basal respiration (F) of isolated mitochondria from skeletal muscle of Npr1+/- 575 
and Npr1+/+ mice under fed a HFD (n=8). Citrate synthase activity of total skeletal muscle (n=7-576 
11) (G) or isolated mitochondria from skeletal muscle (n=8) (H) of Npr1+/- and Npr1+/+ mice 577 
fed a HFD. * p≤0.05, ** p<0.01, *** p<0.001. 578 
 579 
Figure 5 – GCA haploinsufficiency induces mitochondria dysfunction in skeletal muscle 580 
under SD  581 
OXPHOS protein expression in the skeletal muscle of Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed a SD (n=6-582 
7) (A). Isolated mitochondria OCR (B), proton leak (C) and basal respiration (D) from skeletal 583 
muscle of Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed a SD (n=3). Representative Tibialis fiber typing in 584 
Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed a SD with in green type IIa fibers, in ref type IIb fibers and in 585 
black type IIx fibers. (E) Percentage of type IIa, IIb and IIx fiber in the tibialis of Npr1+/- and 586 
Npr1+/+ mice fed a SD (n=5-7) (F). ** p<0.01. 587 
 588 
Figure 6 – Impaired endurance capacity and adaptations to training in GCA 589 
haploinsufficient mice  590 
 591 
Percent mice running (A), running time (B) and running distance (C)  of Npr1+/- and Npr1+/+ 592 
mice during an endurance tolerance test (n=14). Percent mice running (D), running time (E) 593 
and running distance (F) of Nppa-/- and Nppa+/+ mice during an endurance tolerance test after 4 594 
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weeks of training (n=20-23). OXPHOS protein expression in the skeletal muscle of Npr1+/- and 595 
Npr1+/+ mice after training (n=7-8) (G). OCR (H), proton leak (I) and basal respiration (J) of 596 
isolated mitochondria from skeletal muscle of Npr1+/- and Npr1+/+ mice after training (n=3). * 597 
p≤0.05, ** p<0.01.  598 
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Supplementary Table 1 599 
Taqman chemistry:  600 




















SYBR chemistry : 602 
 603 
Gene symbol Forward Revers
e 
Acc1 GCCTCTTCCTGACAAACGAG TGACTGCCGAAACATCTCTG 
Atgl TCCTTAGGAGGAATGGCCTAC TCCTCTTCCTGGGGGACAAC 
Fas TGGTGAATTGTCTCCGAAAAG CACGTTCATCACGAGGTCATG 
G6p ACACCGACTACTACAGCAACAG CCTCGAAAGATAGCAAGAGTAG 
Nppa CTGCTTCGGGGGTAGGATTG TTCGGTACCGGAAGCTGT 
Nppb GCTGCTTTGGGCACAAGATA ACAACAACTTCAGTGCGTTACAG 
Pparα AGTTCACGCATGTGAAGGCTG TGTTCCGGTTCTTCTTCTGAATC 
Il-6 TCCAGTTGCCTTCTTGGGAC GTGTAATTAAGCGCCGACTTG 
Il-10 GCTCTTACTGACTGGCATGAG CGCAGCTCTAGGAGCATGTG 
Mcp1 ACTGAAGCCAGCTCTCTCTTCCTC TTCCTTCTTGGGGTCAGCACAGAC 
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Il1β CAGGCAGGCAGTATCACTCA AGGCCACAGGTATTTTGTCG 
Atf4 GAGCTTCCTGAACAGCGAAGTG TGGCCACCTCCAGATAGTCATC 
Xbp1-s TGAGAACCAGGAGTTAAGAACACGC CCTGCACCTGCTGCGGAC 
Xbp1-us TGAGAACCAGGAGTTAAGAACACGC CCTGCACCTGCTGCGGAC 
Pparα AGTTCACGCATGTGAAGGCTG TGTTCCGGTTCTTCTTCTGAATC 
 604 
Supplementary Figure legends 605 
 606 
Supplementary Figure 1 – ANP deficiency promotes insulin resistance in mice  607 
Cardiac Nppa (A) and Nppb (B) expression in Nppa-/- and Nppa+/+ mice (n=6-8). Npr1 (C) and 608 
Npr3 (D) expression in the skeletal muscle and the adipose tissue of Nppa-/- and Nppa+/+ mice 609 
(n=4-8). Heart weight to body weight ratio (n=32-33) (E) and left ventricular ejection fraction 610 
(n=7) (F) in Nppa-/- and Nppa+/+ mice. Lean mass (G) and fat mass (H) of Nppa-/- and Nppa+/+ 611 
mice fed a SD (n=22-26) or HFD (n=6-7). * p≤0.05, **** p<0.0001. 612 
 613 
Supplementary Figure 2 – GCA haploinsufficiency exacerbates HFD-induced insulin 614 
resistance 615 
Npr1 (A) and Npr3 (B) expression in the skeletal muscle and the adipose tissue of Npr1+/- and 616 
Npr1+/+ mice (n=5-12). Plasma ANP (C) and BNP (D) levels in Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=5-617 
8). Heart weight to body weight ratio (n=16-22) (E) and left ventricular ejection fraction (n=7-618 
14) (F) in Npr1+/- and Npr1+/+ mice. Lean mass (G) and fat mass (H) of Npr1+/- and Npr1+/+ mice 619 
fed a SD (n=4-6) or HFD (n=8-14). Blood glucose in Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed a HFD during 620 
a GTT (n=26-32) (I). * p≤0.05, *** p<0.001, **** p<0.0001.  621 
 622 
Supplementary Figure 3. Impaired glucose homeostasis in GCA haploinsufficient mice is 623 
associated with marginal changes in adipose tissue  624 
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Adipose tissues (eWAT, iWAT, retroperitonel WAT (rpWAT) and BAT) weight in Npr1+/- and 625 
Npr1+/+ mice (n=7-9) (A). Adipocytes area (B) and number (C) in the WAT of Npr1+/- and 626 
Npr1+/+ mice (n=3-5). 2DG-glucose uptake induced by insulin in the epididymal white adipose 627 
tissue (eWAT), inginal WAT (iWAT) and brown adipose tissue (BAT) of Npr1+/- and Npr1+/+ 628 
mice (n=6) (D). Hsl, Atgl (E) and Cgi58, G0s2 (F) mRNA expression in WAT of Npr1+/- and 629 
Npr1+/+ mice (n=7-11). Protein expression of ATGL (G) and LHS-s660 (H) in the WAT of 630 
Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=7-9). Inflammation markers mRNA expression in the WAT of 631 
Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=7-14) (I). Thermogenic gene and Npr1 expression in the BAT of 632 
Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=6-14) (J). ** p<0.01 633 
 634 
Supplementary Figure 4. Impaired glucose homeostasis in GCA haploinsufficient mice is 635 
associated with marginal changes in liver  636 
Representative images of liver H&E staining of Npr1+/- and Npr1+/+ mice and quantification of 637 
lipid content (n=10-16) (A). Liver glycogen content of Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=6-8) (B). 638 
PEPCK protein content (C) and G6Pase activity (D) in the liver of Npr1+/- and Npr1+/+ mice 639 
(n=4-5). Lipid oxidation (E), glucose metabolism (F) and de novo lipogenesis gene expression 640 
in the liver of Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=5-7). ** p<0.01. 641 
 642 
Supplementary Figure 5. GCA haploinsufficiency induces mitochondrial dysfunction in 643 
skeletal muscle  644 
F4/80, IL6, TNFα, MCP1 and IL1β mRNA expression in the skeletal muscle of Npr1+/- and 645 
Npr1+/+ mice (n=14-23) (A). ATF4, XBP1-s and XBP1-us mRNA expression in the skeletal 646 
muscle of Npr1+/- and Npr1+/+ mice (n=14-23) (B). SOD (C) and CAT (D) activity in the skeletal 647 
muscle of Npr1+/- and Npr1+/+ mice fed a HFD. OXPHOS protein content in EDL of Npr1+/- and 648 
Npr1+/+ mice fed a HFD (E). * p≤0.05 649 
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 650 
Supplementary Figure 6. Impaired endurance capacity and adaptations to training in 651 
GCA haploinsufficient mice  652 
 653 
Maximal speed (A), running time (B), running distance (C) during a maximal capacity test 654 
(n=13-16). Compliance of Npr1+/- and Npr1+/+ mice during training (D). 655 
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 Premièrement nous avons montré qu’un déficit en ANP ou en GC-A était suffisant pour 
induire une insulinorésistance. Des études précédentes ont montré qu’une déficience en 
NPRC, le récepteur de clairance des PN, induit une diminution du poids corporel des souris qui 
est attribuée à une diminution de la masse grasse (Ishikawa et al. 2019; W. Wu et al. 2017). 
Cependant, dans notre étude, nous n’avons pas observé d’altération du poids corporel et de 
la composition corporelle chez les souris déficientes pour l’ANP ou haploinsuffisantes pour 
GC-A soumises à un régime HFD. Néanmoins, en accord avec l’amélioration du statut 
glucidique chez les souris NPRC déficientes (Ishikawa et al. 2019; W. Wu et al. 2017), 
l’homéostasie glucidique est altérée chez ces deux modèles de souris présentant un déficit du 
système ANP/GC-A.  
 Par la suite, le travail a consisté à déterminer par quel(s) mécanisme(s) le déficit en 
ANP/GC-A induisait une insulinorésistance. Comme il y a une diminution d‘environ 50% de 
l’expression de GC-A dans les tissus métaboliques des patients diabétiques de type 2, nous 
avons choisi d’utiliser le modèle de souris GC-A haploinsuffisantes qui, pour une perspective 
physiopathologique, est plus pertinent que les souris déficientes pour l’ANP. Chez les souris 
GC-A haploinsuffisantes, nous avons étudié les trois tissus cibles de l’insuline et nous avons 
observé une insulinorésistance musculaire et une augmentation de l’activité G6Pase dans le 
foie sans altération du tissu adipeux. L’augmentation de l’activité G6Pase hépatique ne 
pourrait être qu’un reflet, une conséquence, de l’insulinorésistance des souris GC-A 
haploinsuffisantes (Rooney et al. 1993). Or le muscle squelettique peut capter jusqu’à 85% de 
glucose en réponse à l’insuline, une insulinorésistance musculaire peut largement altérer la 
sensibilité à l’insuline systémique. Nous avons voulu comprendre le(s) mécanisme(s) à 
l’origine de l’insulinorésistance musculaire. 
 Plusieurs études ont identifié un rôle de l’ANP dans les capacités oxydatives 
mitochondriales. En effet, l’équipe a montré in vitro que l’ANP peut induire une augmentation 
des capacités oxydatives et de la biogénèse mitochondriale dans le muscle squelettique, 
notamment par l’activation de l’expression de PGC1α (Engeli et al. 2012). De plus, les souris 
qui surexpriment la PKG I, cible de GMPc, présentent une augmentation de la biogenèse 




mitochondriale avec la présence de mitochondries géantes dans leurs muscles squelettiques 
(Miyashita et al. 2009). Nous nous sommes alors demandé si les capacités oxydatives 
musculaires des souris haploinsuffisantes pour GC-A étaient altérées. Bien que nous voyions 
une diminution de la quantité des complexes OXPHOS de la chaine de transfert des électrons 
dans différents muscles squelettiques des souris GC-A haploinsuffisantes, de façon contre-
intuitive la respiration basale des mitochondries isolées est augmentée. Cependant, ces 
mitochondries présentent aussi une augmentation de la fuite de protons qui est une 
caractéristique de mitochondries défectueuses (Cheng et al. 2017; Jastroch et al. 2010). En 
effet, la diminution du gradient de protons à travers la membrane interne mitochondriale, 
induite par la fuite de ceux-ci, diminue l’efficacité des mitochondries ce qui induit une perte 
d’énergie. L’augmentation de la respiration basale observée pourrait être un mécanisme 
compensatoire de cette perte d’énergie. Nous regarderons prochainement l’expression de 
protéines impliquées dans la fuite de protons comme les protéines découplantes ANT 
(adenine nucleotide translocator) et UCP (uncoupling protein). Aussi, de façon intéressante, 
l’activité citrate synthase des mitochondries isolées est augmentée chez les souris GC-A 
haploinsuffisantes alors que celle du muscle entier est inchangée comparée aux souris 
sauvages. Ceci pourrait être un reflet d’une diminution du nombre de mitochondries dans le 
muscle squelettique des souris déficientes pour le système ANP/GC-A. Des investigations 
supplémentaires sont nécessaires afin de caractériser la dysfonction mitochondriale observée 
chez les souris GC-A haploinsuffisantes: 
- La biogenèse mitochondriale est-elle altérée ? Pour cela, nous analyserons la quantité des 
mitochondries musculaires par des analyses de MET ainsi que des quantifications du ratio 
d’ADNmt sur l’ADN nucléaire (ADNn) dans les muscles de souris haploinsuffisantes pour GC-A 
et sauvages. Nous regarderons également l’expression de facteurs impliqués dans la 
biogenèse mitochondriale et notamment PGC1α qui a déjà été défini comme une cible de 
l’ANP  (Engeli et al. 2012).  
 - La dynamique mitochondriale est-elle altérée ? Les mitochondries sont continuellement 
entrain de fusionner et fissionner. Il a été montré qu’une altération de cette dynamique 
mitochondriale engendre un dysfonctionnement de celles-ci et peut moduler la signalisation 
à l’insuline (Holmström et al. 2012; Jheng et al. 2012; Joseph et al. 2012; Leduc-Gaudet et al. 
2018). Nous analyserons les niveaux d’expression de protéines clés de la fusion et de la fission 
comme OPA1 et DRP1 respectivement. 




- La mitophagie est-elle altérée ? La mitophagie est importante pour le maintien d’une 
population mitochondriale « saine ». Si elle est altérée, une accumulation de mitochondries 
défectueuses a lieu. Nous regarderons les niveaux d’expression de protéines clés de la 
mitophagie comme PINK1 et LC3.  
 
 Nous avons observé une insulinorésistance musculaire associée à une dysfonction 
mitochondriale. Après avoir écarté l’implication de l’inflammation, du stress du RE, et de la 
lipotoxicité, nous nous sommes intéressés au stress oxydant. En effet, la chaine de transfert 
des électrons est la source majeure de production des ROS et, des mitochondries 
défectueuses peuvent induire un stress oxydant (Cheng et al. 2017). Aussi, il a été montré que 
le stress oxydant peut altérer la voie de signalisation de l’insuline (Jastroch et al. 2010). Le 
stress oxydant résulte d’un déséquilibre en faveur des ROS par rapport aux antioxydants mais 
de façon surprenante, l’activité de l’enzyme anti-oxydante GPx est augmentée dans le muscle 
des souris GC-A haploinsuffisantes. Néanmoins, il a été montré que les souris déficientes pour 
GPx ne présentent pas une meilleure sensibilité à l’insuline mais au contraire elles y sont plus 
sensibles. En effet, la GPx active PTEN, un modulateur négatif de la voie de signalisation de 
l’insuline. Chez les souris GPx déficientes, il y a alors une diminution de l’expression de PTEN 
associée à une levée d’inhibition de la voie de signalisation de l’insuline (Loh et al. 2009; 
McClung et al. 2004). En accord avec ces études, nous observons une augmentation de 
l’expression de PTEN chez nos souris insulinorésistantes. Nous proposons alors le mécanisme 
suivant : le déficit du système ANP/GC-A induit un dysfonctionnement mitochondrial attesté 
par une fuite de proton augmentée. Ces mitochondries, devant augmenter leur activité 
respiratoire pour compenser la fuite de proton, produisent plus de ROS et ainsi augmentent 
l’activité de la GPx. L’augmentation de l’activité GPx augmente l’expression de PTEN qui en 
déphosphorylant PIP3 en PIP2 court-circuite la voie de signalisation de l’insuline et conduit à 
une insulinorésistance musculaire.  
 L’effet causal d’une dysfonction mitochondriale dans le développement de 
l’insulinorésistance est un sujet débattu. Cependant, lorsque les souris GC-A 
haploinsuffisantes sont en régime standard, avant l’apparition de l’insulinorésistance, on 
observe déjà les mêmes altérations mitochondriales que lorsqu’elles sont insulinorésistantes 
(i.e. fuite de proton et respiration basale augmentées). Cela suggère que la dysfonction 
mitochondriale est une cause plutôt qu’une conséquence de l’insulinorésistance dans notre 




modèle murin. Par rapport aux souris WT, en régime standard, on observe également une 
diminution de la quantité de fibres oxydatives (i.e. types IIa) dans les muscles de souris GC-A 
haploinsuffisantes. Ces résultats sont en accord avec l’observation d’une augmentation des 
fibres oxydatives (type I) associée à une diminution de fibres glycolytiques (type IIx) dans le 
muscle de souris déficientes pour le NPRC (Ishikawa et al. 2019). Les fibres oxydatives 
présentent une meilleure sensibilité à l’insuline que les fibres glycolytiques, ce qui pourrait 
aussi expliquer l’altération de la sensibilité à l’insuline chez les souris GC-A haploinsuffisantes. 
Nous avons réalisé le typage de fibres dans le tibialis anterior et avons prévu de compléter ces 
données avec un typage de fibres dans le gastrocnémien qui est un muscle mixte dans lequel 
des fibres de type I sont présentes et quantifiables.  
 Dans ce travail, nous avons également montré que ces altérations mitochondriales sont 
associées à une diminution des capacités oxydatives musculaires in vivo, puisque les souris 
haploinsuffisantes pour GC-A ont une diminution de leur capacité d’endurance comparée aux 
souris WT. Suite à un entrainement physique, les souris GC-A haploinsuffisantes n’améliorent 
pas leur capacité d’endurance et ont également des mitochondries défectueuses dans leurs 
muscles squelettiques. Une précédente étude a montré une augmentation de la sécrétion 
pulsatile d’ANP suite à un exercice (Ohba et al. 2001). Ces résultats indiquent que l’ANP 
pourrait être un médiateur des adaptations musculaires à l’entrainement physique. En effet, 
nous pouvons penser que l’ANP, sécrété au cours d’un exercice, permet la biogenèse 
mitochondriale ainsi que le « switch » de types de fibres observés dans les muscles 
squelettiques après un entrainement. Pour étudier ceci,  un typage de fibres dans les muscles 
tibialis anterior et gastrocnémiens ainsi qu’une quantification du nombre de mitochondries 
par MET associée à une mesure du ratio ADNmt/ADNn seront réalisés chez des souris GC-A 
haploinsuffisantes et sauvages, suite à un entrainement physique. De manière intéressante, 
nous avons également observé une altération de la capacité d’endurance et des adaptations 
à l’entrainement physique chez des souris déficientes pour l’ANP (data non montrées), ce qui 
suggère que c’est l’absence de la signalisation induite par l’ANP et non par le BNP qui est 
responsable des altérations observées chez les souris GC-A haploinsuffisantes.  
 Une question qui reste également à élucider est le lien entre le déficit du système ANP/GC-
A et la dysfonction mitochondriale. Nous avons réalisé un séquençage d’ARN (RNAseq) sur des 
muscles de souris GC-A haploinsuffisantes et sauvages soumises à un régime hyperlipidique, 
ainsi que des expériences de puces à ADN sur des muscles de souris GC-A haploinsuffisantes 




et sauvages en condition basale ou après un entrainement physique. Les résultats seront 
analysés et ils contribueront peut-être à la caractérisation du/des mécanisme(s) 
moléculaire(s) impliqué(s) dans la dysfonction mitochondriale chez les souris GC-A 
haploinsuffisantes, via l’identification de nouveaux programmes géniques et de nouvelles 
cibles contrôlés par l’ANP. 
 En résumé, le système ANP/GC-A joue un rôle important dans le maintien de la fonction 
mitochondriale musculaire et nous montrons avec ce travail un lien causal entre un déficit du 
système ANP/GC-A et le développement de l’insulinorésistance, caractéristique du DT2.  
 
 
Figure 21 : Le déficit du système ANP/GC-A est causal d’une insulinorésistance, une diminution des 
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 La fonction principale du cœur est de propulser le sang à travers tout le corps pour fournir 
de l’oxygène et des nutriments à tous les tissus. Néanmoins son rôle ne s’arrête pas là puisqu’il 
exerce également une fonction endocrine. Largement étudié dans la sphère cardiovasculaire 
et rénale, les travaux réalisés au cours de cette thèse démontrent que le cœur assure 
également une fonction endocrine importante dans le contrôle du métabolisme énergétique. 
En effet, nous avons montré d’une part que l’hormone cardiaque ANP agit comme un 
activateur physiologique important de la thermogenèse sans frisson et, d’autre part, qu’un 
déficit du système ANP/GC-A joue un rôle causal dans le développement du DT2. 
 La première partie de cette thèse a permis de révéler que l’ANP est important pour la 
thermogénèse sans frisson. En effet, au cours d’une exposition au froid, l’ANP est sécrété par 
le cœur. Ceci induit l’activation des adipocytes bruns et beiges ainsi que l’approvisionnement 
de ces cellules en substrats énergétiques via notamment un effet lipolytique dans le WAT. 
Cependant, sachant que les lipides peuvent per se activer l’expression d’UCP1, nous ne savons 
pas si l’ANP a un effet direct sur l’activation du BAT et/ou si l’activation thermogénique du 
BAT est une conséquence de l’effet lipolytique de l’ANP dans le WAT. In vitro nous avons 
montré que l’ANP induit l’activation du programme thermogénique ainsi que de la respiration 
mitochondriale dans des adipocytes humains ; ces résultats suggèrent un effet direct de l’ANP 
dans les adipocytes thermogéniques. Néanmoins, in vivo chez la souris, nous ne connaissons 
pas à quelle proportion l’ANP contribue à la thermogenèse de par son effet direct dans le BAT, 
après liaison sur son récepteur GC-A, versus son action lipolytique dans le WAT. Pour étudier 
l’effet de l’ANP spécifiquement dans le BAT et sa contribution dans la thermogénèse sans 
frisson in vivo nous avons généré au laboratoire des souris déficientes pour le récepteur GC-A 
spécifiquement dans les adipocytes bruns/beiges. Grâce à une collaboration avec Michaela 
Kuhn, qui nous a fourni des souris dont le gène codant pour GC-A est floxé, et Audrey Carrière, 
qui nous a fourni des souris Ucp1-Cre-ERT2, nous avons obtenu des animaux doubles 
transgéniques d’intérêt après les croisements suivants : flox-GC-A-flox X Ucp1-Cre-ERT2. Dans 
ce modèle de contrôle spatio-temporel, il existe donc une délétion du gène codant pour le GC-
A spécifiquement dans les cellules exprimant UCP1, après traitement au tamoxifène. La 
tolérance au froid de ces souris sera testée et l’activité du BAT analysée. Si la délétion de GC-




A dans les cellules positives pour UCP1 diminue l’activité du BAT et la tolérance au froid des 
souris, alors l’effet thermogénique de l’ANP directement dans le BAT sera démontré in vivo.  
  
 Dans la deuxième partie de cette thèse, nous avons montré chez la souris que le déficit en 
ANP/GC-A induit des altérations mitochondriales associées à une insulinorésistance 
musculaire. Cependant nous devons encore approfondir nos recherches sur les mécanismes 
moléculaires impliqués. Nous pouvons nous demander si l’insulinorésistance musculaire 
observée chez les souris GC-A haploinsuffisantes, provient bien de défauts intrinsèques au 
muscle ou pas.  Pour répondre à cette hypothèse, nous avons choisi de travailler avec un 
modèle de souris délétées pour le GC-A spécifiquement dans les muscles squelettiques. Nous 
avons commencé la mise au point d’injections intramusculaires d’AAV-CRE chez des souris GC-
A floxées dans le but de déléter GC-A spécifiquement dans le muscle. Nous analyserons les 
effets directs d’une délétion de GC-A sur la fonction mitochondriale musculaire et nous 
regarderons les répercussions possibles sur la sensibilité à l’insuline musculaire.   
Dans cette deuxième partie nous avons également montré que le système ANP/GC-A était 
impliqué dans les capacités d’endurance lors d’un exercice physique ainsi que dans 
adaptations musculaires à l’entrainement physique. Lors d’un exercice physique, les muscles 
ont besoin d’être approvisionnés en substrats pour pouvoir produire de l’ATP et assurer 
ensuite leur contraction. La capacité d’endurance va dépendre essentiellement de la capacité 
de production d’énergie par les muscles et de la capacité d’approvisionnement des muscles 
en substrats énergétiques. Bien que nous ayons vu une dysfonction mitochondriale 
musculaire chez les souris haploinsuffisantes pour le GC-A, pouvant expliquer leur diminution 
de capacité d’endurance, nous n’avons pas analysé leur phénotype glucidique et lipidique. En 
effet, au vu de l’effet lipolytique de l’ANP, il est envisageable que les souris déficientes pour 
le système ANP/GC-A aient un défaut de lipolyse ne permettant pas aux muscles de 
fonctionner correctement. Aussi, nous pourrions nous demander quelle est la contribution 
d’une altération de la lipolyse par rapport à celle du dysfonctionnement mitochondrial dans 
la diminution des capacités d’endurance des souris haploinsuffisantes pour le GC-A. Pour 
répondre à cette question, des souris délétées pour GC-A spécifiquement dans le tissu adipeux 
(par exemple des souris issues du croisement GC-A flox x adiponectine-cre) et des souris 
délétées pour GC-A spécifiquement dans le muscle (par exemple des souris issues de 
croisements GC-A flox x MyoD-Cre) pourrait être générées. Leur capacité d’endurance ainsi 




que les mécanismes d’adaptations métaboliques mis en place lors d’un exercice physique 
d’endurance seraient étudiés. 
 
 Les niveaux plasmatiques des PN ainsi que leur signalisation dans les tissus métaboliques 
(i.e. le WAT et le muscle squelettique) sont altérés chez des patients obèses et/ou diabétiques 
de type 2. Nous montrons avec ce travail de thèse que cette déficience est causale du 
développement de l’insulinorésistance. Afin de prévenir le développement du DT2, 
comprendre pourquoi et comment ces altérations du système ANP/GC-A se mettent en place 
est d’un grand intérêt. Dans le tissus adipeux d’individus obèses, l’expression du GC-A est 
diminuée et celle du NPRC augmentée (Coué et al. 2015; Kovacova et al. 2016). Aussi, les 
niveaux plasmatiques de NT-proANP et de BNP sont diminués chez des individus obèses 
comparés à des individus minces (T. J. Wang et al. 2004).  Cependant, dans nos travaux, nous 
n’avons pas mis en évidence de lien causal entre un déficit du système ANP/GC-A et une 
augmentation du poids corporel chez les souris. Ces résultats suggèrent que l’altération du 
ratio GC-A/NPRC et la diminution des niveaux plasmatiques des PN seraient plutôt des 
conséquences que des causes de l’obésité. La diminution des niveaux plasmatiques des PN 
peut-être due à un défaut de production de ceux-ci et/ou une augmentation de leur 
dégradation. L’obésité est caractérisée par une inflammation à bas bruit associée à un 
recrutement important de macrophages au niveau des adipocytes. La sécrétion d’IL-6, une 
cytokine pro-inflammatoire, est augmentée dans des SVF de WAT d’individus obèses 
comparés à des individus normopondérés et elle est également positivement corrélée à l’IMC 
des individus. De façon intéressante, une corrélation négative a été décrite entre les niveaux 
de sécrétion d’IL-6 et le ratio GC-A/NPRC ainsi qu’entre les niveaux de sécrétion d’IL-6 et les 
niveaux plasmatiques de BNP. De plus, lorsque des cellules de WAT en culture primaire sont 
traitées par de l’IL-6, une diminution de l’expression de GC-A et une augmentation de 
l’expression de NPRC sont observées. Ces résultats suggèrent que l’IL-6 contrôle l’expression 
des récepteurs aux PN et est impliquée dans la diminution du ratio GC-A/NPRC (Gentili et al. 
2017). D’autre part, une étude a montré que le TGF-β, un facteur de croissance à fonction 
immunomodulatrice, diminue l’expression du GC-A et augmente l’expression du NPRC dans 
des cellules stromales thymiques (Agui et al. 1995). Il est alors possible que l’inflammation, 
induite au cours de l’obésité, soit à l’origine de l’altération du système ANP/GC-A observée. 
Par ailleurs, comme l’insuline possède un effet anti-lipolytique, il est possible qu’elle diminue 
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la signalisation à l’ANP dans les adipocytes afin d’inhiber les effets lipolytiques de celui-ci. En 
effet, dans des cultures primaires d’adipocytes de WAT humain, l’insuline stimule l’expression 
du NPRC sans modifier l’expression du GC-A (Bordicchia et al. 2012; Pivovarova et al. 2012). 
Aussi, les souris déficientes pour l’insuline présentent des niveaux d’expression de NPRC 
diminués et de GC-A augmentés (Nakatsuji et al. 2010). Au cours de l’obésité, les pics 
récurrents de sécrétion d’insuline dus à une hyperphagie et/ou un apport hypercalorique 
pourraient être à l’origine du déficit du système ANP/GC-A.  
 L’ensemble de ces données suggère que chez des individus obèses, les sécrétions répétées 
d’insuline associées à l’inflammation à bas bruit diminueraient le ratio GC-A/NPRC dans le 
muscle squelettique et le WAT. L’augmentation de l’expression du NPRC engendrerait la 
diminution de la concentration plasmatique des PN. Cette altération du système ANP/GC-A 
induirait des altérations musculaires et le développement de l’insulinorésistance conduisant 
au DT2. Cette hypothèse placerait l’altération du système ANP/GC-A comme un lien possible 
entre l’obésité et le DT2. 
 La perte de poids corporel est l’intervention de premier choix pour la prévention du DT2. 
En effet, une diminution du poids corporel a été montrée comme améliorant la sensibilité à 
l’insuline (Knowler et al. 2002). Même si un mode de vie plus sain permet de manière 
irréfutable une perte de poids corporel et une amélioration du profil glucidique et lipidique, 
la plupart des patients éprouvent des difficultés à maintenir un mode de vie sain sur du long 
terme. Deux contextes physiologiques ont été montrés comme stimulant les dépenses 
énergétiques et améliorant le statut glucidique des individus : l’exposition au froid et l’exercice 
physique (Colberg et al. 2010, 2; Hanssen et al. 2015). En effet, ce sont deux conditions dans 
lesquelles l’utilisation du glucose et des lipides est augmentée afin d’approvisionner la 
production d’énergie nécessaire pour, maintenir la température corporelle à une valeur 
physiologique ou permettre la contraction des muscles squelettiques. L’identification de 
molécules impliquées dans l’activation des mécanismes mis en place dans ces deux conditions 
pourrait permettre la découverte de nouvelles cibles pharmacologiques intéressantes dans la 
prévention du DT2. Au cours de cette thèse, nous avons montré que le système ANP/GC-A 
était impliqué dans les mécanismes mis en place en réponse à ces deux conditions 
physiologiques. Augmenter les niveaux circulants d’ANP pourrait alors mimer les effets 
bénéfiques d’une exposition au froid et/ou d’un exercice physique et par conséquent 




améliorer le statut glucidique de patients obèses ou diabétiques de types 2. Une étude 
réalisée par l’équipe a mis en évidence qu’une infusion chronique au BNP protège les souris 
de l’obésité et de l’intolérance au glucose induites par un régime hyperlipidique. Ceci s’est 
traduit par une diminution de la lipotoxicité consécutive à une augmentation des capacités 
oxydatives lipidiques dans le muscle squelettique (Coué et al. 2015). Cette étude révèle le 
potentiel préventif d’un traitement aux PN dans le développement du DT2. Le Carperitide est 
un recombinant de l’ANP humain commercialisé au japon depuis 25 ans. Il est prescrit lors 
d’une insuffisance cardiaque aigue et ses effets potentiellement bénéfiques dans la déficience 
rénale font l’objet de plusieurs études cliniques récentes (Fujii et al. 2019; H. Yamada et al. 
2019). Nous pourrions alors envisager des études cliniques testant les effets bénéfiques que 
pourraient avoir le Carperitide dans la prévention d’un DT2 chez des individus obèses ou 
prédiabétiques. Néanmoins, si la diminution des niveaux circulants de PN est principalement 
due à une diminution du ratio GC-A/NPRC chez les individus obèses, il pourrait être plus 
pertinent de bloquer la liaison de l’ANP au NPRC. Plusieurs études semblent montrer une 
augmentation de la signalisation de l’ANP suite à un traitement avec un agoniste du NPRC 
(Egom et al. 2017; Quinteiro et al. 2011). 
 
 
 Le système ANP/GC-A a des effets plutôt bénéfiques contre le diabète de type 2 et l’obésité. 
Cependant, nous pouvons également penser que s’il est suractivé, il peut être délétère. L’IC 
est définie comme l’incapacité du cœur à suffisamment approvisionner en sang les tissus 
périphériques. Généralement précédée d’une hypertrophie cardiaque due à une surcharge 
non contrôlée de pression ou de volume, elle peut également s’accompagner de cachexie 
cardiaque si elle perdure. La cachexie cardiaque correspond à une perte de masse grasse et 
de masse maigre. Il a récemment été montré chez la souris qu’une IC avec une fraction 
d’éjection préservée est associée à une diminution de la taille adipocytaire et à l’induction de 
l’expression d’UCP1 dans le WAT. De façon intéressante, l’induction de l’expression d’UCP1 
est associée à une augmentation de l’expression du GC-A dans le WAT (Valero-Muñoz et al. 
2016). De plus, lors d’une IC, la sécrétion des PN par le myocarde hypertrophié est élevée. 
Nous pouvons alors émettre l’hypothèse que l’ANP, sécrété lors de l’IC, se fixe sur son 
récepteur GC-A dans le tissu adipeux devenu répondeur par l’augmentation du ratio GC-
A/NPRC et y induit la lipolyse, le brunissement dans le WAT et l’activité thermogénique dans 
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le BAT. Aussi, il est envisageable que l’ANP augmente les dépenses énergétiques au cours 
d’une IC en stimulant les capacités oxydatives musculaires.  Pour vérifier cette hypothèse, 
nous avons réalisé des expériences préliminaires. En collaboration avec une équipe de l’I2MC, 
des premières souris déficientes pour l’ANP ou haploinsuffisantes pour le GC-A, et des souris 
« contrôles », ont subi une chirurgie de constriction trans-aortique (TAC) qui induit une IC. 
Malheureusement, dû au taux élevé de mortalité consécutif à cette chirurgie associée à la 
forte mortalité « naturelle » prénatale des souris  ANP KO nous n’avons pas eu assez 
d’animaux pour adresser cette question au cours de cette thèse. Néanmoins, si le lien causal 
de l’ANP dans le développement de la cachexie est vérifié, à l’inverse du DT2/obésité, 
l’inhibition de la sécrétion d’ANP ou le blocage de sa liaison au récepteur GC-A pourrait 
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Résumé
Les peptides natriurétiques (PN) émergent depuis quelques années comme des 
régulateurs importants du métabolisme énergétique et sont associés au diabète de type 
2. Ces peptides modulent l’activité métabolique des tissus adipeux blancs et bruns,
ainsi que la capacité oxydative et la sensibilité à l’insuline du muscle squelettique. Le
système PN apparait comme une cible potentielle dans la prévention et le traitement
du diabète de type 2.
Mots-clés : Métabolisme oxydatif – muscle squelettique – tissu adipeux.
Summary
Natriuretic peptides (NP) have emerged as important regulators of energy metabolism 
and are associated with type 2 diabetes. These peptides influence white and brown 
adipose tissue metabolic activity, as well as oxidative capacity and insulin sensitivity in 
skeletal muscle. These data indicate that the NP system appears as a potential target 
for the prevention and treatment of type 2 diabetes.
Key-words: Oxidative metabolism – skeletal muscle–- adipose tissue.
Les peptides natriurétiques : une cible 
potentielle dans le diabète de type 2 ?
Natriuretic peptides: A potential target for type 2 diabetes?
D. Carper, C. Moro
Institut des maladies métaboliques et 
cardiovasculaires, Inserm UMR1048, CHU 
Rangueil ; Université Paul Sabatier, Toulouse.
Introduction
• L’ANP (atrial natriuretic peptide) et le
BNP (B-type natriuretic peptide) sont
les membres phares de la famille des
peptides natriurétiques (PN). Ils sont
synthétisés sous forme de pré-pro-
hormones, stockés dans des granules
de sécrétion dans l’oreillette cardiaque
droite, et sécrétés par les cardiomyocytes 
en réponse à un étirement de la paroi
cardiaque. Ces hormones peptidiques se 
lient à un récepteur membranaire à acti-
vité guanylyl cyclase intrinsèque, appelé 
GCA (guanylyl cyclase receptor  A).
Le récepteur activé génère du GMPc
(guanosine monophosphate cyclique) à
partir de GTP (guanosine triphosphate),
un second messager qui active une 
autre des protéines kinases GMPc-
dépendantes (PKG) pour contrôler divers 
processus biologiques. L’ANP et le BNP 
lient également, avec une moindre affi-
nité, un récepteur de clairance appelé 
NPRC (natriuretic peptide receptor C), 
qui internalise et inactive ces peptides.
• L’ANP a été initialement identifié pour
son rôle dans la régulation de l’homéos-
tasie hydrosodée et le contrôle de la
volémie. Il induit une augmentation de
la diurèse, de la natriurèse, et une vaso-
dilatation conduisant à une diminution
de la pression artérielle. Le BNP, quant à 
lui, semblerait exercer un rôle local dans 
le cœur via un effet anti-hypertrophique
et anti-fibrotique [1].
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en mitochondries, leur permettant alors 
de produire de la chaleur en partie via 
l’activation de la protéine découplante 
UCP1 (Uncoupling protein 1). La voie 
de signalisation implique l’activation 
d’une protéine clé du stress cellulaire 
qui est la p38 MAPK (Mitogen-activated 
protein kinases) par la PKG-I, ce qui 
conduit à l’induction de PGC1  (PPAR  
Coactivator 1 ), un coactivateur trans-
criptionnel du métabolisme oxydatif, 
et de ATF2 (Activating transcription 
factor 2), un facteur de transcription, 
tous deux capables de transactiver la 
transcription du gène UCP1 [8]. Le bru-




du diabète de type 2
• Plusieurs études de cohortes ont mis
en évidence ces dix dernières années un
lien entre un déficit du système des PN
et le diabète de type 2 (DT2).
– Les résultats de l’étude Malmö Diet
and Cancer, dont le suivi prospectif
des patients a été de 16 ans, montrent
que les concentrations plasmatiques
de mid-regional proANP (MR-proANP)
sont inversement corrélés à la glycémie 
à jeun et prédisent le développement
du DT2 [2].
– Il a également été montré qu’un poly-
morphisme fonctionnel du gène de
l’ANP, associé à des concentrations
augmentées d’ANP plasmatiques, s’ac-
compagne d’une diminution du risque
de développer un DT2 [3].
– L’étude Atherosclerosis Risk In
Communities (ARIC) a montré chez
7 822 hommes et femmes sans
antécédents de DT2 et de maladies car-
diovasculaires, suivis prospectivement
pendant 12 ans, que des concentrations 
plasmatiques faibles de N-terminal pro-
brain natriuretic peptide (NT-proBNP)
étaient associés à un plus haut risque
de développer un DT2 [4].
• À côté des concentrations circulantes 
des PN prédictives du DT2, nous avons 
montré que l’expression du récepteur de
l’ANP (GCA) est diminuée, tandis que
celle du récepteur de clairance NPRC
est augmentée, dans le tissu adipeux
et le muscle squelettique d’individus
obèses et DT2 [5] (figure 1).
Mécanismes d’action 
des peptides natriurétiques 
dans le contrôle du 
métabolisme énergétique
Effets sur les tissus adipeux
Des travaux antérieurs du laboratoire 
ont révélé que le tissu adipeux était 
une cible privilégiée des PN. L’ANP a 
un puissant effet lipolytique sur des 
adipocytes humains isolés. D’un point 
de vue mécanistique, ceci s’explique 
par l’activation PKG-dépendante d’une 
enzyme limitante de la lipolyse, la lipase 
hormono-sensible, et d’une protéine de 
surface des gouttelettes lipidiques, la 
périlipine 1 [6]. L’effet lipolytique de l’ANP 
est altéré dans les adipocytes de sujets 
obèses [7]. Le laboratoire de Sheila Collins 
a également observé que les PN acti-
vaient le tissu adipeux brun et pouvaient 
induire un programme transcriptionnel 
thermogénique dans les adipocytes 
blancs. Ce processus est aujourd’hui 
appelé brunissement, c’est-à-dire la 
transformation d’adipocytes blancs en 
adipocytes beiges qui sont caractérisés 
par des gouttelettes lipidiques multilo-
culaires et un enrichissement important 
 • Une faible concentration plasmatique de peptides natriurétiques prédit le diabète
de type 2.
 • La signalisation des peptides natriurétiques dans le tissu adipeux blanc et le muscle
squelettique sont un déterminant de la sensibilité à l’insuline.
 • Une perfusion chronique de peptides natriurétiques et/ou une inactivation du récepteur 
de clairance NPRC (natriuretic peptide receptor C) améliore la sensibilité à l’insuline
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Figure 1. Modèle physiopathologique reliant un déficit des niveaux circulants d’ANP avec 
un sur-risque d’obésité et de diabète de type 2 (DT2). Nous avons également démontré qu’il 
existe un défaut de signalisation tissulaire de l’ANP reflété par une diminution de l’expression de 
son récepteur biologiquement actif GCA et une augmentation de l’expression de son récepteur de 
clairance NPRC. Restaurer les niveaux circulants d’ANP et/ou sa signalisation tissulaire, notamment 
dans les tissus adipeux et le muscle squelettique, pourrait améliorer l’insulino-sensibilité et diminuer 
le risque de développer un DT2.
ANP : guanylyl cyclase receptor A ; GCA : atrial natriuretic peptide ; 
NPRC : natriuretic peptide receptor C.
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également un état hypermétabolique 
avec une augmentation de l’utilisation 
des acides gras, mais aussi du glucose. 
Les PN stimulent également le transport 
de glucose via un axe Akt-mTOR (mam-
malian target of rapamycin) [9]. L’effet 
stimulant de l’ANP sur le transport de 
glucose est diminué sur des adipocytes 
isolés issus de patients obèses non dia-
bétiques, en lien avec une diminution de 
l’expression du récepteur GCA.
Effets sur le muscle squelettique
D’autres travaux indiquent que les PN 
jouent un rôle clé au niveau des muscles 
squelettiques en favorisant l’utilisation 
des lipides comme substrats énergé-
tiques. Par exemple, chez des souris 
transgéniques surexprimant le BNP et 
la PKG-I, on observe une augmentation 
de la taille des mitochondries dans les 
muscles [10]. Il existe donc une voie de 
signalisation fonctionnelle aux PN dans 
le muscle squelettique humain. L’ANP 
active de façon GMPc-dépendante la 
transcription du coactivateur transcrip-
tionnel PGC1  qui, à son tour, stimule 
l’expression des complexes OXPHOS de 
la chaîne respiratoire mitochondriale [11].
Cibler les peptides 
natriurétiques  
dans la prévention  
du diabète de type 2
Les études de cohortes prospectives 
indiquent que des concentrations élevées 
de PN diminuent significativement le 
risque de développer un DT2. Nous 
avons étudié le lien de cause à effet 
de cette association dans des études 
précliniques chez des souris rendues 
obèses et diabétiques par un régime 
hyperlipidique, et génétiquement obèses 
diabétiques via une mutation du gène 
codant pour le récepteur de la leptine. 
Ces souris obèses diabétiques traitées 
par une perfusion chronique de BNP 
pendant 4 semaines, présentaient une 
amélioration de leur contrôle glycémique 
et de la sensibilité à l’insuline au niveau 
du muscle squelettique. Ceci s’accom-
pagnait d’une réduction de la quantité 
de céramides, diacylglycérols et sphin-
gomyélines, et d’une augmentation de la 
capacité oxydative lipidique musculaire 
[5]. Une autre stratégie thérapeutique 
possible pour augmenter les concen-
trations circulantes de PN et/ou la 
signalisation tissulaire dans les organes 
cibles serait de bloquer la liaison de 
ces peptides au récepteur de clairance 
NPRC. Pour étayer cette hypothèse, des 
travaux récents suggèrent que des sou-
ris déficientes en NPRC présentent une 
amélioration de la sensibilité à l’insuline 
et de la tolérance au glucose [12]. Cet 
effet semble impliquer une amélioration 
de la signalisation à l’insuline et du trans-
port de glucose dans les tissus adipeux, 
en particulier le tissu adipeux brun.
Conclusion
En résumé, le DT2 est associé à une 
diminution des concentrations circu-
lantes de PN ainsi qu’une altération de 
leurs voies de signalisation dans les 
principaux tissus insulino-sensibles que 
sont le muscle squelettique et les tissus 
adipeux. Ces hormones peptidiques 
activent la lipolyse et le brunisse-
ment du tissu adipeux, le transport de 
glucose dans les adipocytes thermogé-
niques, ainsi que la capacité oxydative 
musculaire (figure 1). Ces mécanismes 
concourent ensemble à préserver l’insu-
lino-sensibilité et la tolérance au glucose. 
Une perte de fonction du système PN 
pourrait ainsi contribuer au développe-
ment du DT2 dans un contexte d’obésité. 
Les données précliniques indiquent que 
la restauration des concentrations circu-
lantes et/ou la signalisation tissulaire des 
PN améliorent l’équilibre glycémique. Le 
récepteur de clairance des PN (NPRC) 
apparait comme une cible intéressante 
dans le traitement et/ou la prévention du 
DT2. Il reste maintenant à établir les meil-
leures stratégies thérapeutiques pour 
cibler ce récepteur NPRC et évaluer le 
bénéfice/risque.
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Growth and differentiation factor 15 is secreted by skeletal
muscle during exercise and promotes lipolysis in humans
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We hypothesized that skeletal muscle contraction produces a cellular stress signal, triggering adipose tissue lipolysis to
sustain fuel availability during exercise. The present study aimed at identifying exercise-regulated myokines, also known
as exerkines, able to promote lipolysis. Human primary myotubes from lean healthy volunteers were submitted to
electrical pulse stimulation (EPS) to mimic either acute intense or chronic moderate exercise. Conditioned media (CM)
experiments with human adipocytes were performed. CM and human plasma samples were analyzed using unbiased
proteomic screening and/or ELISA. Real-time qPCR was performed in cultured myotubes and muscle biopsy samples.
CM from both acute intense and chronic moderate exercise increased basal lipolysis in human adipocytes. Growth and
differentiation factor 15 (GDF15) gene expression and secretion increased rapidly upon skeletal muscle contraction.
GDF15 protein was upregulated in CM from both acute and chronic exercise–stimulated myotubes. We further showed
that physiological concentrations of recombinant GDF15 protein increased lipolysis in human adipose tissue, while
blocking GDF15 with a neutralizing antibody abrogated EPS CM-mediated lipolysis. We herein provide the first evidence
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Introduction
Exercise improves metabolic health and prevents the complications of  obesity and type 2 diabetes (1, 2). 
This is partly due to the release of  secreted factors by skeletal muscle, i.e., myokines, which can virtually 
target all organs remotely (3). Over the last decade, hundreds of  proteins secreted by skeletal muscle have 
been identified, as reviewed in detail elsewhere (4–7). However, very few myokines have been shown to 
target white adipose tissue, particularly in humans. In a previous clinical study, we observed a remarkably 
enhanced in situ and systemic lipolytic response in lean healthy endurance-trained subjects performing a 
high-intensity exercise the day after an exhaustive glycogen-depleting exercise compared with participants 
that rested (8). This greater lipolytic response could not be explained by significant changes in classical-
ly known lipolytic stimuli, such as increased catecholamines, atrial natriuretic peptide, growth hormone, 
cortisol, and IL-6 or a decrease in circulating insulin during exercise. We therefore hypothesized that skel-
etal muscle contraction in the context of  acute high-intensity exercise and chronic moderate exercise may 
produce a cellular stress signal capable of  increasing adipose tissue lipolysis to sustain fuel availability and 
delay muscle glycogen depletion.
We hypothesized that skeletal muscle contraction produces a cellular stress signal, triggering 
adipose tissue lipolysis to sustain fuel availability during exercise. The present study aimed at 
identifying exercise-regulated myokines, also known as exerkines, able to promote lipolysis. 
Human primary myotubes from lean healthy volunteers were submitted to electrical pulse 
stimulation (EPS) to mimic either acute intense or chronic moderate exercise. Conditioned media 
(CM) experiments with human adipocytes were performed. CM and human plasma samples were 
analyzed using unbiased proteomic screening and/or ELISA. Real-time qPCR was performed in 
cultured myotubes and muscle biopsy samples. CM from both acute intense and chronic moderate 
exercise increased basal lipolysis in human adipocytes. Growth and differentiation factor 15 
(GDF15) gene expression and secretion increased rapidly upon skeletal muscle contraction. GDF15 
protein was upregulated in CM from both acute and chronic exercise–stimulated myotubes. 
We further showed that physiological concentrations of recombinant GDF15 protein increased 
lipolysis in human adipose tissue, while blocking GDF15 with a neutralizing antibody abrogated 
EPS CM-mediated lipolysis. We herein provide the first evidence to our knowledge that GDF15 is 
a potentially novel exerkine produced by skeletal muscle contraction and able to target human 
adipose tissue to promote lipolysis.
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Recently, growth and differentiation factor 15 (GDF15) emerged as a biomarker of  cellular stress that 
can be produced by a number of  organs, such as lung, kidney, and liver (9–11). GDF15, also known as 
macrophage inhibitory cytokine-1 (MIC-1), is a stress-induced cytokine and an ancient member of  the 
TGF-β superfamily. High levels of  circulating GDF15 have been found in various diseases, such as cancer, 
heart failure, and mitochondrial diseases (12, 13). Very recent studies demonstrate a major role of  GDF15 
in appetite suppression through noncanonical brain neuronal networks in the brainstem, such as the area 
postrema and the nucleus tractus solitaries (14–17). Injection of  recombinant GDF15 protein in mice fed 
a high-fat diet (HFD) induces robust weight loss (16). Similarly GDF15-overexpressing mice are resistant 
to HFD-induced obesity and metabolic disturbances (18). These effects appear largely mediated by food 
intake suppression through the GDF15 cognate receptor GFRAL (GDNF receptor α-like), which heterodi-
merizes with a coreceptor called RET (15, 17). RET encodes a tyrosine kinase receptor for members of  the 
glial cell line–derived neurotrophic factor (GDNF) family (15). In mice, GFRAL expression appears strictly 
confined to the area postrema and the nucleus of  the tractus solitary. It is suggested that GDF15 behaves as 
a metabolic stress signal in response to nutritional stress to trigger conditioned taste aversion (11).
We herein describe GDF15 as a potentially novel exerkine for peripheral crosstalk between skel-
etal muscle and adipose tissue. We show that conditioned media (CM) from exercised human myo-
tubes activate lipolysis in human adipocytes in vitro. Through proteomic screening of  the CM, we next 
identified GDF15 as an exercise-regulated myokine that is rapidly released upon muscle contraction. 
Neutralization of  GDF15 in CM abolishes lipolysis, while treatment of  adipose tissue explants with 
recombinant GDF15 promotes lipolysis. Collectively, we herein provide what we believe to be the first 
evidence that GDF15 is produced by skeletal muscle upon contraction and that it is able to promote 
lipolysis in human adipose tissue.
Results
CM from exercised myotubes trigger lipolysis in adipocytes. The physiological and metabolic adaptations of  skeletal 
muscle to exercise are well known (1). Using electrical pulse stimulation (EPS) of  human myotubes to induce 
forced contraction, we modeled two exercise paradigms: an acute high-intensity exercise model (EPS3h) and 
a chronic moderate exercise training model (EPS24h). EPS activates canonical exercise signaling pathways, 
such as p38 MAPK and Ca2+/calmodulin-dependent protein kinase II (CaMKII) for up to 48 hours (Sup-
plemental Figure 1A; supplemental material available online with this article; https://doi.org/10.1172/jci.
insight.131870DS1). As expected, EPS3h, which mimics an acute high-intensity exercise, induced a pro-
nounced glycogen depletion (Figure 1A) and concomitant increase in lactate production (~4-fold, P < 0.01) 
(Figure 1B). Consistent with this type of  exercise, no major change in glucose oxidation rate was observed 
(Figure 1C), while the lipid oxidation rate was reduced by 35% (Figure 1D). EPS3h also induced gene expres-
sion of  classically known myokines, such as IL-6, IL-15, and FGF21 (Supplemental Figure 1B).
We further found that EPS24h, which mimics chronic moderate exercise training, did not significantly 
reduced glycogen content (Figure 1E) while increasing basal glycogen storage capacity (~1.5-fold, P < 0.05) 
(Figure 1F), glucose oxidation rate (~2-fold, P < 0.05) (Figure 1G), and lipid oxidation rate (~3-fold, P < 
0.05) (Figure 1H). EPS24h also increased lactate production (2.2-fold, P < 0.01), but to a lesser degree than 
EPS3h (Supplemental Figure 2A). EPS24h increased the IL-6 mRNA level (~3-fold, P < 0.01), slightly 
induced myostatin, and decreased fibronectin type III domain–containing 5 (FNDC5) and brain-derived 
neurotrophic factor (BDNF) mRNA levels (Supplemental Figure 1C). To test our hypothesis that skeletal 
muscle contraction produces a cellular stress signal that triggers lipolysis to sustain fuel availability during 
exercise, we next incubated human multipotent adipose-derived stem (hMADS) adipocytes with CM of  
EPS-stimulated myotubes (Figure 1I). Interestingly, CM from EPS3h-stimulated myotubes induced a mod-
est increase of  basal lipolysis, as reflected by glycerol production (~1.3-fold, P < 0.001) in the absence of  
any lipolytic stimuli (Figure 1J). Similarly, CM from EPS24h-stimulated myotubes induced a more robust 
basal lipolysis (~3-fold, P < 0.001) (Figure 1K). Similarly, CM from EPS24h induced a significant increase 
of  NEFA release (1.7-fold, P < 0.05) (Supplemental Figure 2B).
In summary, exercise-mediated skeletal muscle contraction produces secreted factors able to activate 
lipolysis in adipocytes in vitro.
GDF15 is a potentially novel exerkine rapidly induced by skeletal muscle contraction. To identify potential 
secreted proteins produced by skeletal muscle contraction, we performed a proteomic screen of  CM 
from EPS-stimulated and nonstimulated myotubes (Figure 2, A and D). We quantified 1311 classically 
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and nonclassically secreted proteins. Among the significantly upregulated proteins, GDF15 caught 
our attention (Figure 2A), as recent studies described GDF15 as a novel metabolic hormone (14–17). 
GDF15 protein levels were increased by about 2.5-fold in EPS3h CM (Figure 2B). We confirmed this 
finding by ELISA: GDF15 increased from 21.7 ± 2.1 pg/ml to 29.6 ± 3.4 pg/ml in EPS3h CM (P < 
0.01) (Figure 2C). Importantly, we also identified GDF15 as a significantly upregulated protein in 
EPS24h CM (3-fold, P < 0.05) (Figure 2, D–F). The concentration of  GDF15 in EPS24h CM ranged 
from 19.4 to 110.9 pg/ml and was nearly 2-fold higher (41.2 ± 4.0 vs. 21.7 ± 2.1 pg/ml) than that in 
EPS3h CM. The time course of  EPS in human primary myotubes showed that GDF15 was signifi-
cantly upregulated within 1 hour (Figure 2G). Overall, we here identify GDF15 as a potentially novel 
exercise-regulated myokine.
GDF15 gene expression is responsive to skeletal muscle contraction and exercise mimetics. Since GDF15 is a 
stress-responsive hormone, we tested whether acute EPS can modulate GDF15 mRNA levels. We observed 
a rapid upregulation of  GDF15 mRNA levels within 30 minutes of  exposure to EPS (Figure 3A). A sec-
ond peak of  mRNA levels was observed at 3 hours of  EPS. In agreement with protein secretion data, we 
observed a significant upregulation of  GDF15 mRNA levels for EPS3h-stimulated myotubes (1.7-fold, P < 
0.01) (Figure 3B). We similarly observed an upregulation of  GDF15 mRNA levels in EPS24h-stimulated 
myotubes (Figure 3C). Since exercise activates a complex integrative response, including neuroendocrine 
Figure 1. Acute intense and chronic moderate exercise model validation in human myotubes. (A–D) Acute intense exercise model, EPS3h: (A) total glycogen 
content, (B) lactate secretion, (C) glucose oxidation rate, and (D) palmitate oxidation rate in human myotubes cultured for 5 days submitted to 3 hours of EPS to 
mimic an acute high-intensity exercise in vitro. Data are expressed as mean ± SEM (n = 8). *P < 0.05, **P < 0.01, ***P < 0.001 compared with control by 2-tailed 
unpaired Student’s t test. (E–H) Chronic moderate exercise model, EPS24h: (E) total glycogen content, (F) basal glycogen synthesis rate, (G) glucose oxidation 
rate, and (H) palmitate oxidation rate in human myotubes cultured for 5 days submitted to 24-hour EPS to mimic moderate chronic exercise training in vitro. 
Data are expressed as mean ± SEM (n = 8). *P < 0.05 compared with control by 2-tailed unpaired Student’s t test. (I–K) Conditioned media experiments between 
human myotubes and human adipocytes: (I) experimental design, (J) conditioned media of EPS3h-stimulated myotubes, and (K) conditioned media of EPS24h-
stimulated myotubes were applied on differentiated hMADS adipocytes for 24 hours to measure glycerol output, a surrogate of lipolysis. Data are expressed as 
mean ± SEM (n = 16–20). ***P < 0.01 compared with control by 2-tailed unpaired Student’s t test.
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changes beyond muscle contraction, we assessed the influence of  exercise mimetics on GDF15 mRNA lev-
els. Forskolin, which increases intracellular levels of  the second messenger cAMP, did not change GDF15 
gene expression (Figure 3D), while, interestingly, both ionomycin, which facilitates calcium release (Figure 
3E), and the peroxisome proliferator–activated receptor β agonist GW0742 (Figure 3F) increased GDF15 
mRNA levels (1.5-2-fold, P < 0.01). We next investigated GDF15 mRNA levels in muscle biopsy samples 
Figure 2. Identification of GDF15 as an exercise-regulated myokine. (A–C) Proteomic screen of conditioned media from EPS3h-stimulated myotubes: 
(A) Volcano plot of the unbiased proteomic screen reveals GDF15 as a significantly upregulated protein in conditioned media, (B) quantification of GDF15 
protein in media from the protein screen, and (C) quantification of GDF15 protein secretion by ELISA in human myotubes cultured for 5 days submitted 
to 3 hours of EPS to mimic an acute intense exercise in vitro. Data are expressed as mean ± SEM (n = 16). *P < 0.05, **P < 0.01 compared with control 
by 2-tailed paired Student’s t test. (D–F) Proteomic screen of conditioned media from EPS24h-stimulated myotubes: (D) Volcano plot of the unbiased 
proteomic screen reveals GDF15 as a significantly upregulated protein in conditioned media, (E) quantification of GDF15 protein in media from the protein 
screen, and (F) quantification of GDF15 protein secretion by ELISA in human myotubes cultured for 5 days submitted to 24-hour EPS to mimic a moderate 
chronic exercise training in vitro. Data are expressed as mean ± SEM (n = 16). *P < 0.05 compared with control by 2-tailed paired Student’s t test. (G) Time 
course of GDF15 protein secretion in acutely EPS-stimulated myotubes. Data are expressed as mean ± SEM (n = 6). **P < 0.01 compared with control by 
2-way ANOVA followed by a Bonferroni post hoc test.
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from lean healthy individuals in response to 1 hour of  acute exercise at 55% peak power output on a bicycle 
ergometer (human study 1). We found that GDF15 mRNA levels increased up to 18-fold in skeletal muscle 
in response to exercise (Figure 3G).
GDF15 plasma levels in response to exercise, obesity, and lifestyle. Since our in vitro work revealed GDF15 as a 
exerkine, we measured GDF15 in plasma of lean healthy individuals randomly assigned in a crossover design 
to either 1 hour of endurance exercise performed at 60% of VO2 peak or sprint interval exercise consisting of  
7 repetitions of 30 seconds at 130% of maximal aerobic power (human study 2) (Figure 4, A–C). In line with 
a recent report (19), we observed that both types of exercise, endurance (Figure 4A) and sprint interval (Figure 
4B), augmented plasma GDF15 circulating levels. Interestingly, the exercise response (exercise minus rest) 
tended to be lower (P = 0.07) for the sprint interval exercise, which produced overall a lower energy expenditure 
and energetic stress, despite a greater power output during very short periods of time (30 s) (Figure 4C).
We further show that acute endurance exercise (45 min at 50% VO2max) raised plasma GDF15 levels in 
both middle-aged and elderly obese subjects (human study 3) (Figure 4, D and E). Plasma GDF15 levels 
were measured at rest and immediately after exercise at baseline and in response to an 8-week lifestyle 
intervention program combining moderate calorie restriction and aerobic and resistance exercise. Obese 
subjects lost in average 5.1 ± 0.5 kg after lifestyle intervention (data not shown). An exercise-induced 
increase of  plasma GDF15 was observed in both groups at baseline and after lifestyle intervention (Fig-
ure 4, D and E). When combining all subjects, we observed a slight but significant increase of  plasma 
GDF15 levels in response to lifestyle intervention–induced weight loss (Figure 4F). This increase of  plas-
ma GDF15 tended to be positively correlated with lifestyle intervention–induced weight loss in elderly 
obese subjects (r = 0.66; P = 0.07). Lean healthy and middle-aged obese subjects had plasma GDF15 lev-
els within the same range (Figure 4G), while BMI-matched elderly obese subjects had higher circulating 
levels of  GDF15 compared with middle-aged obese individuals (Figure 4H). Consistent with this finding, 
we observed a significant positive correlation between resting plasma GDF15 levels and age in human 
study 3 (r = 0.512, P = 0.043). Interestingly, no sex difference in resting plasma GDF15 levels was found 
in human study 4 (men, 475 ± 56 pg/ml vs. women, 472 ± 46 pg/ml).
Figure 3. GDF15 gene expression changes in contracting skeletal muscle. (A) Time course of GDF15 mRNA level in acutely EPS-stimulated myotubes. Data 
are expressed as mean ± SEM (n = 6). **P < 0.01, ***P < 0.001 compared with control by 2-way ANOVA followed by a Bonferroni post hoc test. (B) GDF15 
mRNA level in EPS3h-stimulated myotubes and (C) in EPS24h-stimulated myotubes. Data are expressed as mean ± SEM (n = 12). *P < 0.05, **P < 0.01 com-
pared with control by 2-tailed unpaired Student’s t test. (D–F) GDF15 mRNA level changes in response to exercise mimetics: human myotubes cultured for 5 
days were treated for 3 hours with (D) 10 μM forskolin, (E) 4 μM ionomycin, (F) and the PPARδ agonist GW0742 (100 nM). Data are expressed as mean ± SEM 
(n = 6). **P < 0.01, ***P < 0.001 compared with control by 2-tailed unpaired Student’s t test. (G) GDF15 mRNA level changes in the muscle vastus lateralis 
biopsy samples taken before and immediately after a 1-hour acute exercise bout in lean healthy volunteers (human study 1). Data are expressed as mean ± 
SEM (n = 18). ***P < 0.001 compared with control by 2-tailed paired Student’s t test.
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Collectively, we here show that plasma GDF15 responds to various modalities of  exercise in lean and 
obese individuals and increases with age.
GDF15 targets human adipose tissue to promote lipolysis. We noted a positive correlation between plasma 
glycerol and GDF15 level in all obese subjects investigated at rest and during exercise (human study 3) 
(Supplemental Figure 3A). We further observed a nearly significant positive relationship (r = 0.35, P = 
0.067) between changes in plasma GDF15 levels and changes in BMI in obese individuals in response 
to very low calorie diet–induced weight loss (human study 4) (Supplemental Figure 3B). We therefore 
hypothesized that GDF15 was able to target white adipose tissue to induce lipolysis and weight loss. 
We first examined mRNA levels of  GDF15 receptors GFRAL and RET in human abdominal adipose 
Figure 4. Changes in plasma GDF15 levels with exercise, obesity and lifestyle intervention. (A–C) Human study 2: plasma GDF15 changes in lean healthy 
volunteers in response to (A) endurance exercise for 1 hour at 60% VO2max, (B) sprint interval exercise of 7 repetitions at 130% of maximal workload, and 
(C) delta change from rest to exercise during endurance versus sprint interval exercise. Data are expressed as mean ± SEM (n = 8–15). **P < 0.01 com-
pared with control by 2-tailed paired Student’s t test. (D–F) Human study 3: plasma GDF15 changes in obese middle-aged (D) and elderly (E) subjects at 
baseline and in response to a 8-week lifestyle intervention-induced weight loss program. Data are expressed as mean ± SEM (n = 8). **P < 0.01, ***P < 
0.001 compared with control by 2-tailed paired Student’s t test. (F) Plasma GDF15 changes in response to lifestyle intervention–induced weight loss in 
obese individuals (all subjects). Data are expressed as mean ± SEM (n = 16). *P < 0.05 compared with control by 2-tailed paired Student’s t test. (G) Plasma 
GDF15 levels in lean healthy (study 2) versus middle-aged obese individuals (study 3). (H) Plasma GDF15 levels in middle-aged obese versus elderly obese 
individuals (study 3). *P < 0.05 compared with Young by 2-tailed unpaired Student’s t test.
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tissue biopsy samples (human study 4). We found substantial expression of  the GDF15 cognate receptor 
GFRAL in the whole adipose tissue fraction as well as in isolated adipocytes (Supplemental Figure 4A). 
Interestingly, GFRAL expression was virtually null in whole human muscle tissue. The coreceptor RET 
followed a similar pattern of  expression as GFRAL in adipose tissue, except for whole skeletal muscle 
tissue, where its expression was comparable to whole adipose tissue (Supplemental Figure 4B). As both 
GFRAL and RET were expressed to comparable levels in adipocytes and adipose stroma vascular cells, 
we further examined expression of  both GDF15 receptors in sorted stromal cells. We observed that both 
GFRAL (Supplemental Figure 4C) and RET (Supplemental Figure 4D) were predominantly expressed 
in preadipocytes, again confirming a metabolic role of  GDF15 in adipocytes. Neither GFRAL (Supple-
mental Figure 4E) nor RET (Supplemental Figure 4F) adipose gene expression was influenced by obesity 
grade. However, they were both associated with a number of  biological and clinical variables, such as 
plasma triglycerides, HOMA-IR, and Matsuda index, while adipose RET mRNA levels were inversely 
related to BMI (Table 1).
We then investigated the effect of  recombinant human GDF15 (rhGDF15) protein on lipolysis in 
human abdominal adipose tissue explants. rhGDF15 significantly modestly increased lipolysis at the 
physiological concentration of  1 ng/ml (~10%, P < 0.05), reflected by both glycerol (Figure 5A) and 
NEFA release (Figure 5B). This lipolytic response was weak compared with those observed for for-
skolin and the nonselective β-adrenergic agonist isoprenaline, which increased lipolysis to about 2- to 
3-fold. A higher supraphysiological concentration of  rhGDF15 at 100 ng/ml did not further raised bas-
al lipolysis (~11%, P < 0.05) in adipose explants from 6 independent donors (Figure 5, C and D). Even
more remarkable, we demonstrate that blocking GDF15 with a neutralizing IgG antibody of  hGDF15
completely abrogates the lipolytic response of  EPS24h CM (Figure 5E), thus indicating that GDF15
likely triggers most, if  not all, the EPS24h CM lipolytic effect in hMADS adipocytes. To validate this
finding, we verified that incubating a nonspecific IgG antibody in control wells did not affect basal
lipolysis (data not shown). We finally wondered whether this lipolytic effect of  GDF15 was a human
specificity. We measured gene expression of  both GFRAL and GDF15 in whole brain, perigonadic
Table 1. Relationship between biological and anthropometric variables and subcutaneous abdominal adipose tissue GFRAL and RET 
mRNA levels
Biological variable Gene symbol r P value n
Triglycerides
GFRAL 0.126 0.022 329
RET 0.178 0.001 326
Total cholesterol
GFRAL 0.056 0.308 332
RET 0.114 0.034 329
Glucose
GFRAL 0.112 0.046 316
RET 0.085 0.135 313
HOMA-IR
GFRAL 0.137 0.017 306
RET 0.157 0.006 303
Matsuda index
GFRAL –0.127 0.027 305
RET -0.166 0.004 302
BMI
GFRAL 0.028 0.693 330
RET –0.121 0.029 327
Waist circumference
GFRAL 0.106 0.053 329
RET 0.041 0.460 326
These data were obtained from human study 4. HOMA-IR, homeostatic model assessment of insulin resistance; r, Pearson correlation coefficients. The 
Matsuda index was calculated as 10,000/square root of [(fasting glucose × fasting insulin) × (mean glucose × mean insulin during OGTT)].
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white adipose tissue, and skeletal muscle of  adult female mice. Although GDF15 was expressed in all 3 
organs (Supplemental Figure 5A), GFRAL was only detectable in brain (Supplemental Figure 5B), thus 
confirming recent findings (16).
Altogether, our data provide the first evidence to our knowledge that GDF15 can target human adipose 
tissue to trigger lipolysis.
Discussion
Investigators have been searching for a link between muscle contraction and metabolic changes in other 
organs, such as the liver and the adipose tissue, for a few decades. The targets of  an “exercise factor” have been 
humoral proteins released from skeletal muscle during contraction that mediate the adaptations of  chronic 
exercise training (4, 20). This has suggested a novel paradigm in which skeletal muscle is an endocrine organ 
Figure 5. GDF15 promotes lipolysis in human adipose tissue. (A and B) Lipolytic response measured by glycerol release (A) and nonesterified fatty 
acid release (B) in human abdominal subcutaneous adipose tissue explants in basal condition and in response to 1 and 100 ng/ml recombinant human 
GDF15, 10 μM forskolin (FK), and 1 μM isoprenaline (ISO). Data are expressed as mean ± SEM (n = 18, 3 replicates of 6 independent donors). *P < 0.05, 
**P < 0.01 compared by unpaired Student’s t test. (C and D) Lipolytic response measured by glycerol release (C) and nonesterified fatty acid release 
(D) in human abdominal subcutaneous adipose tissue explants in basal condition and in response to 100 ng/ml recombinant human GDF15. Data are 
expressed as mean ± SEM (n = 6 independent donors). *P < 0.05 compared by unpaired Student’s t test. (E) Conditioned media of EPS24h-stimulated 
myotubes were applied on differentiated hMADS adipocytes for 24 hours to measure glycerol output, a surrogate of lipolysis, in absence or presence of 
a GDF15-neutralizing antibody. Data are expressed as mean ± SEM (n = 5). *P < 0.05 compared with control by 1-way ANOVA. (F) Integrative model of 
the skeletal muscle-adipose tissue crosstalk orchestrated by GDF15. Upon muscle contraction, GDF15 is released, reaching its target receptors GFRAL/
RET on adipose tissue to activate lipolysis, which releases nonesterified fatty acid, which further serves as fuel to supply muscle contraction.
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producing and releasing hormones, i.e., myokines, which exert endocrine effects on remote organs (4, 21). We 
here provide compelling evidence that GDF15 behaves as a exerkine involved in a crosstalk between skeletal 
muscle and adipose tissue (Figure 5F). We show that the cellular stress mediated by skeletal muscle contrac-
tion can be translated into a systemic response through GDF15-mediated lipolysis in white adipocytes.
As we hypothesized that skeletal muscle contraction can release a cellular stress signal able to induce 
lipolysis, we developed an experimental model of  exercise in cultured human myotubes. Human primary 
culture of  skeletal muscle cells has been widely used by several investigators (22–26) and provides a powerful 
tool for mechanistic studies of  skeletal muscle and study muscle autonomous adaptations in the absence of  
the systemic milieu (27). EPS of  human myotubes can be used to induce forced contraction and mimic exer-
cise in vitro (28). Although some studies have used EPS to assess individual variability in biological response 
to exercise in vitro (29, 30) and to identify a potentially novel secreted factors by skeletal muscle contrac-
tion (31–33), very few have investigated how closely EPS recapitulates the metabolic consequences of  exer-
cise. Here, we developed two exercise models: one acute high-intensity exercise model that recapitulates the 
expected physiological responses with strong glycogen depletion and high lactate production (34) and one 
chronic moderate exercise model that more closely mimics the biological adaptations of  endurance exercise 
training with increased basal glycogen storage along with an upregulation of  substrate oxidation rates (35).
To identify potential muscle contraction–derived lipolytic factors, we analyzed CM from our two exer-
cise models with human adipocytes. Remarkably, CM from both exercise models increased basal lipolysis. 
This effect was quite modest for the acute intense exercise model but more pronounced for the chronic 
moderate exercise model. Thus, a muscle contraction–derived factor contained in CM has the potential 
to promote lipolysis. Among the currently known myokines, only IL-6 has been previously suggested to 
induce lipolysis in humans (36). After this, the same authors proposed that muscle-derived IL-6 does not 
promote fat mobilization from subcutaneous adipose tissue, at least at moderate exercise intensity (37), but 
rather selectively stimulates fat metabolism in human skeletal muscle (38). This observation was corrobo-
rated by in vitro work in adipose tissue explants showing that IL-6 inhibits lipoprotein lipase activity (39). 
Altogether, most evidence so far indicates that IL-6 does not acutely stimulate lipolysis in human adipose 
tissue. In order to unravel novel putative lipolytic myokines, we performed a proteomic screen of  EPS CM 
and identified GDF15 as a significantly upregulated protein in our two in vitro exercise models. GDF15 
mRNA levels rise within 30 minutes in response to muscle contraction, followed by an elevated secretion 
by 1 hour. GDF15 gene expression was also induced by pharmacological exercise mimetics, such as iono-
mycin and the PPARβ agonist GW0742, but remained insensitive to activation of  cAMP-signaling by for-
skolin. This indicates that other molecular pathways related to exercise are involved in GDF15 regulation 
beyond muscle contraction. As GDF15 is a stress-responsive factor, components of  the integrated stress 
response pathway, including the protein kinase R–like (PKR-like) endoplasmic reticulum kinase (PERK), 
the eukaryotic translation initiation factor 2-α (EIF2α), the activating transcription factor 4 (ATF4), and the 
CCAAT-enhancer-binding protein homologous protein (CHOP) may be involved (11). A few studies have 
already suggested that this integrated stress response pathway is activated by exercise (40, 41). Thus, several 
molecular pathways may be involved in the regulation of  GDF15 expression/secretion in skeletal muscle.
We consolidated our in vitro findings showing that GDF15 mRNA levels rise from 2- to 20-fold in skeletal 
muscle of  lean healthy subjects in response to acute aerobic exercise. This local rise of  GDF15 in skeletal mus-
cle was paralleled by an increase of  circulating GDF15 levels during endurance and sprint interval exercise in 
lean healthy volunteers. Although circulating GDF15 can originate from other tissue sources, it is tempting to 
speculate, based on our data, that contracting skeletal muscle contributes to increase circulating GDF15 levels 
during exercise. This is in contrast with a recent study suggesting that the rise of  circulating GDF15 during 
exhaustive exercise appears independent of  skeletal muscle (19). Alternatively, muscle-derived GDF15 could 
play a paracrine role within skeletal muscle to target intramuscular adipose tissue. Obesity did not alter exer-
cise-induced circulating GDF15, but, interestingly, lifestyle intervention–induced weight loss in middle-aged 
and elderly obese individuals significantly increased baseline circulating GDF15 levels. The rise of  plasma 
GDF15 levels was positively related to weight loss in response to the lifestyle program in elderly obese people, 
again highlighting a link between GDF15 and adipose tissue loss. Emmerson et al. observed that human sub-
cutaneous adipose tissue is a significant site of  expression of  the GDF15 receptor GFRAL (16). We therefore 
went on to hypothesize that GDF15 could target adipose tissue to promote lipolysis.
GDF15 is a cellular stress–responsive hormone that has recently gained much interest as antiobesity 
therapy (42, 43). Recent studies indicate that GDF15 binds to a heterodimeric receptor complex composed 
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of  GFRAL and RET, with expression restricted to the brainstem in mice (14–17). We here provide evidence 
that GFRAL and RET are substantially expressed in human adipocytes. A comparable expression is also 
found in the stroma vascular fraction of  adipose tissue, and further cell-type specific analyses revealed that 
both GFRAL and RET are predominantly expressed in preadipocytes compared with macrophages and 
lymphocytes. In contrast, GFRAL expression is skeletal muscle tissue is virtually null, thus excluding a 
potential autocrine role of  GDF15. Our data are consistent with the Genotype-Tissue Expression public 
database, indicating that GFRAL is predominantly expressed in human subcutaneous adipose tissue. Of  
interest, GFRAL and RET gene expression in subcutaneous abdominal adipose tissue is not influenced by 
adiposity and obesity grade. Adipose GFRAL and RET gene expression correlated positively with plasma 
triglycerides, HOMA-IR, and the Matsuda index. This is consistent with the recent observation that GDF15 
behaves as a nutritional stress signal induced by long-term high-fat feeding and metabolic disturbances in 
mice (9–11). In line with an effect of  GDF15 on adipose tissue, adipose RET gene expression was inversely 
related to BMI. Consistently, we here show that a physiological concentration of  rhGDF15 induces lipolysis 
in a comparable range as forskolin in human subcutaneous abdominal adipose tissue explants. In our clini-
cal studies and other studies, circulating GDF15 typically ranged between 0.3 and 1 ng/ml (43, 44). Higher 
supraphysiological concentrations of  up to 100 ng/ml, as observed in cancer cachexia (44), did not further 
increase lipolysis. Most importantly, neutralization of  GDF15 in EPS24h CM with a monoclonal antibody 
completely abrogated lipolysis, implying that GDF15 triggers most if  not all the lipolytic response in CM 
from EPS-stimulated human myotubes. The higher lipolytic response observed in EPS24h CM could be 
explained by the nearly 2-fold greater concentration of  GDF15 accumulated in the medium over 24 hours. 
Adipocyte lipolysis is a major physiological process of  fuel supply in conditions of  increased energy needs, 
such as exercise (45, 46). Our work identifies GDF15 as a potentially novel crosstalk homeostatic hormone 
between contracting skeletal muscles and adipose tissue in humans.
In summary, GDF15 is an exercise factor involved in a homeostatic regulation loop between contract-
ing skeletal muscles and adipose tissue. Our data suggest that GDF15 is rapidly produced upon skeletal 
muscle contraction and exercise mimetics. Unlike in mice, GFRAL and RET expression is not highly spe-
cific to the caudal brain and displays a nonnegligible expression in human adipose tissue. As GDF15 has 
emerged as an interesting antiobesity therapy through its central effects on appetite suppression, potential 
peripheral effects should not be neglected. Hence, future studies of  the effects of  GDF15 in humans are 
highly needed.
Methods
GDF15 protein level determination. GDF15 protein levels in cultured CM and plasma samples were deter-
mined by ELISA (R&D Systems).
Lipolysis assay. Whole-cell lipolysis in differentiated hMADS adipocytes was assessed in control media 
and EPS CM supplemented with 2% BSA. The media were changed, and following 3 hours of  treatment, 
glycerol and NEFAs released in the media were measured using commercially available kits (free glycerol 
reagent, MilliporeSigma; NEFA-C, Wako Chemicals). Data were normalized to total cell protein content.
Thirty g of subcutaneous abdominal adipose tissue were cut with scissors under aseptic conditions into 
small pieces weighing approximately 10 mg or less. In all experiments, pieces were washed 3 times with sterile 
PBS to remove blood cells. The pieces of adipose tissue were centrifuged for 1 minute at 300 g at room tempera-
ture between each wash. Then, 20 g of the pieces of tissue were resuspended in 50 ml fresh medium containing 
10% FCS. The culture medium used was DMEM F12 (Cambrex) containing 33 μmol/l biotin, 17 μmol/l 
pantothenate, and 50 μg/ml gentamicin. The pieces (200 mg/ml) were incubated for 4 hours with rhGDF15 
concentrations of 1 and 100 ng/ml and forskolin (10 μM) as positive control. Aliquots of the medium were tak-
en after 4 hours of incubation and stored at −80°C for glycerol and NEFAs measurements as described above. 
The pieces were washed 3 times with PBS, drained, and weighed for data normalization.
Adipose tissue fractionation. Briefly, after collagenase digestion (250 U/mL in PBS, 2% BSA, pH 7.4, vol/
vol) of  the adipose tissue for 20 minutes at 37°C, the floating mature adipocytes were separated from the 
SVF. Then, the different SVF cells were isolated using an immunoselection/depletion approach that used 
magnetic microbeads coupled to specific CD antibodies (CD31, CD34, CD14), which are membrane cell 
markers to select the different SVF cell types.
The preadipocytes were CD34+ and CD31– cells. The CD34– were immune cells (macrophages that are 
also CD14+ cells and lymphocytes that are CD14– cells) as described in ref. 47.
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Skeletal muscle cell primary culture. Satellite cells from rectus abdominis of  healthy male subjects (age 34.3 
± 2.5 years, BMI 26.0 ± 1.4 kg/m2, fasting glucose 5.0 ± 0.2 mM) were provided by Arild C. Rustan 
(Oslo University, Oslo, Norway). Satellite cells were isolated by trypsin digestion, preplated on an uncoated 
petri dish for 1 hour to remove fibroblasts, and subsequently transferred to T-25 collagen-coated flasks in 
DMEM low glucose (1 g/L) supplemented with 16% FBS and various factors (human epidermal growth 
factor, BSA, dexamethasone, gentamicin, fungizone, fetuin) as previously described (48). Cells from several 
donors were pooled and grown at 37°C in a humidified atmosphere of  5% CO2. Differentiation of  myo-
blasts (i.e., activated satellite cells) into myotubes was initiated at approximately 80%–90% confluence, by 
switching to α-Minimum Essential Medium with 2% penicillin-streptomycin, 2% FBS, and fetuin (0.5 mg/
ml). The media were changed every other day, and cells were grown up to 5 days.
EPS. Skeletal muscle cells were fully differentiated for 4 days, and EPS was then applied using a C-Pace 
EP multichannel culture pacer (IonOptix) for 3 hours (acute intense exercise model) with a protocol con-
sisting of  24-ms pulses at 10 V, with a frequency of  0.5 Hz, or for 24 hours (chronic moderate exercise 
model) with a protocol consisting of  2-ms pulses at 10 V, with a frequency of  0.1 Hz. Respective control 
media from unstimulated skeletal muscle cells were obtained at 3 hours and 24 hours in paired cultures. 
After completion of  EPS, CM were collected for proteomic screening and CM experiments with hMADS 
adipocytes. The EPS protocol did not induce any visible cell detachment, and assessment of  the cytotoxic 
effect of  EPS based on the release of  adenylate kinase in culture media using a colorimetric cytotoxicity 
assay (ToxiLight Non-Destructive Cytotoxicity BioAssay Kit) showed that adenylate kinase activity was 
not significantly changed in medium from stimulated compared with unstimulated myotubes.
Culture of  hMADS cells. hMADS cells were cultured and maintained in proliferation medium (1 
g/l DMEM low glucose; 10% FBS; 2 mM L-glutamine; 10 mM HEPES buffer; 50 units/ml penicillin; 
50 mg/ml streptomycin; supplemented with 2.5 ng/ml human FGF2) as previously described (49). 
The cells were inoculated in 6-well plates at a density of  44,000 cells/ml and kept at 37°C in 5% 
CO2. Six days after seeding, FGF2 was removed from proliferation medium. On the next day (day 
0), the cells were incubated in differentiation medium (serum-free proliferation medium/Ham’s F-12 
medium containing 10 μg/ml transferrin, 10 nM insulin, 0.2 nM triiodothyronine, 100 μM 3-isobu-
tyl-1- methylxanthine, 1 μM dexamethasone, and 100 nM rosiglitazone). At day 3, dexamethasone and 
3-isobutyl-1-methylxanthine were omitted from differentiation medium, and at day 10, rosiglitazone
was also omitted. Lipolysis experiments with EPS CM and the GDF15-neutralizing antibody were car-
ried out at day 14. Human FGF2, insulin, triiodothyronine, transferrin, 3-isobutyl-1-methylxanthine,
and dexamethasone were from MilliporeSigma; L-glutamine, penicillin, and streptomycin were from
Invitrogen; HEPES, DMEM low glucose, and Ham’s F-12 medium were from Lonza; and rosiglita-
zone from was Alexis Biochemicals.
Determination of  glucose metabolism. Total glycogen content was determined spectrophotometrically 
after complete hydrolysis into glucose by the α-amyloglucosidase as previously described (50). For gly-
cogen synthesis experiments, myotubes were preincubated with a glucose- and serum-free medium for 
90 minutes and then exposed to DMEM supplemented with D[U-14C] glucose (1 μCi/ml; PerkinElmer) 
for 3 hours. Following incubation, glucose oxidation was determined by counting of  14CO2 released into 
the culture medium. The cells were then solubilized in KOH 30%, and glycogen synthesis was deter-
mined as previously described (26).
Determination of  palmitate oxidation. Myotubes were preincubated for 3 hours with [1-14C]palmitate (1 
μCi/mL; PerkinElmer) and nonlabeled (cold) palmitate (100 μM final concentration). Palmitate was cou-
pled to a fatty acid–free BSA in a molar ratio of  5:1. After incubation, 14CO2 and 14C-acid soluble metab-
olite were measured as previously described (51). All assays were performed in duplicate, and data were 
normalized to cell protein content.
Mass spectrometry–based quantitative analysis of  myotube secretome. Methods are provided in the Supple-
mental Methods. After protein extraction from culture media (n = 4 per group), 1 sample pool, comprising 
equal amounts of  all protein extracts, was generated for quality assessment of  LC-MS/MS. Individual 
samples and the sample pool were electrophoresed using SDS-PAGE gels. Five protein bands (2 mm each) 
per lane were excised from the gels, and proteins were in-gel reduced and alkylated using an automatic 
pipetting device (MassPrep, Waters) and then digested at 37°C overnight with trypsin (Promega). A set of  
reference peptides (Indexed Retention Time [iRT] Kit, Biognosys) was added to the resulting peptides to 
allow the stability of  instrument performances to be measured for QC purposes.
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Samples were analyzed on a nano–ultraperformance LC system (nanoAcquity, Waters) coupled to a 
quadrupole-Orbitrap hybrid mass spectrometer (Q-Exactive plus, Thermo Fisher Scientific). Mass spectrom-
etry data were processed using MaxQuant software (v.1.5.8.3, Max Planck Institute of Biochemistry, Mar-
tinsried, Germany) (52). Peak lists were created using default parameters and searched using the Andromeda 
search engine (revert mode) implemented in MaxQuant against a protein database created using the MSDA 
software suite (53). The database contained human protein sequences (Swiss-Prot; https://www.uniprot.org/
taxonomy/; taxonomy ID, 9606; 20,195 entries), which were downloaded in October 2017. Sequences of com-
mon contaminants, such as keratins and trypsin (247 entries), were added to the database (contaminants.fasta 
included in MaxQuant). A false discovery rate of 1% for both peptide spectrum matches (minimum length of  
7 amino acids) and proteins was accepted during identification. Regarding quantification, data normalization 
and protein abundance estimation were performed using the label-free quantification (LFQ; ref. 52) option 
offered in MaxQuant. Proteins identified with only 1 unique peptide were not considered for quantification. 
Only proteins with at least 3 of 4 valid values per group as well as the ones absent (i.e., 0 valid values) in sam-
ples from a given group were kept for further analysis. The MS proteomics data have been deposited to the 
ProteomeXchange Consortium via the Pride partner repository with the dataset identifier PXD014126.
QC-related measurements showed that HPLC performance remained good and stable throughout the 
whole experiment, with a median coefficient of  variation of  0.5% concerning retention times of  all iRT 
peptides when considering all injections. The reproducibility of  quantitative data was also satisfactory, 
because we recorded low median coefficients of  variation for MaxQuant-derived LFQ values of  all quanti-
fied proteins within each of  the 4 experimental groups (31%) and in the sample pool of  all samples injected 
repeatedly during the course of  MS-based analyses (21%).
Real-time qPCR. Total RNA from cultured myotubes or vastus lateralis muscle was isolated using Qiagen 
RNeasy mini kit according to manufacturer’s instructions (Qiagen). The quantity of  RNA was determined 
on a Nanodrop ND-1000 (Thermo Scientific). Reverse-transcriptase PCR was performed on a Techne PCR 
System TC-412 using the Multiscribe Reverse Transcriptase method (Applied Biosystems). Real-time quanti-
tative PCR (qPCR) was performed to determine cDNA content. All primers were bought from Applied Bio-
systems and were as follows: 18S (Taqman assay ID: Hs99999901_s1), GDF15 (Hs00171132_m1), GFRAL 
(Hs01087628_m1), RET (Hs01120030_m1), IL6 (Hs00985639_m1), IL15 (Hs01003716_m1), FGF21 
(Hs00173927_m1), myostatin (Hs00976237_m1), FNDC5 (Hs00401006_m1), apelin (Hs00175572_m1), and 
BDNF (Hs03805848_m1). The amplification reaction was performed in duplicate on 20 ng cDNA in 96-well 
reaction plates on a StepOnePlus system (Applied Biosystems). All expression data were normalized by the 
2(ΔCt) method using 18S or PUM1 as internal controls for cell type or whole adipose tissue data, respectively.
Statistics. All statistical analyses were performed using GraphPad Prism 7.0 for Windows. Normal dis-
tribution and homogeneity of  variance of  the data were tested using Shapiro-Wilk and F tests, respectively. 
Two-tailed Student’s unpaired and paired t tests were performed to determine differences between treat-
ments. Two-way ANOVA and Bonferroni’s post hoc tests were used when appropriate. All values in figures 
and tables are presented as mean ± SEM. Statistical significance was set at P ≤ 0.05.
Study approval. All protocols were approved by the appropriate institutional review boards and ethics 
committees (Toulouse Hospital and Dublin City University), and all subjects gave written informed consent.
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(A) Representative blot of p38 MAPK and CaMKII phosphorylation in five days cultured 21 
human myotubes submitted to a time-course of EPS up to 48h.  22 
(B) Canonical myokines mRNA level in EPS3h-stimulated myotubes. Data are expressed as 23 
mean ± SEM (n=12). *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001 compared to control (CON) by two-24 
way ANOVA. 25 
(C) Canonical myokines mRNA level in EPS24h-stimulated myotubes. Data are expressed as 26 
mean ± SEM (n=12). *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001 compared to control (CON) by two-27 
way ANOVA. 28 
 29 
Supplemental Figure 2. Metabolic effects of EPS24h 30 
(A) Effect of EPS24h on lactate production in human myotubes (n=12).  31 
(B) Influence of conditioned media from EPS24h-stimulated myotubes on NEFA release in 32 
human adipocytes (n=5).  33 
 34 
 35 
Supplemental Figure 3. Relationship between GDF15, systemic lipolysis and weight loss 36 
(A) Correlation between plasma level of GDF15 and plasma glycerol levels in obese subjects 37 
at rest and during exercise (45 min at 50% VO2max) (Human study 3, n=47).  38 
(B) Correlation between changes in plasma GDF15 levels during very low calorie diet 39 
(VLCD)-induced weight loss in obese individuals and changes in body mass index (Human 40 
study 4, n=28).  41 
 42 
3 
Supplemental Figure 4. GDF15 receptors expression in subcutaneous abdominal adipose 43 
tissue as a function of adiposity 44 
(A-B) Relative gene expression of GFRAL (A) and relative gene expression of RET (B) in 45 
human whole abdominal subcutaneous adipose tissue, isolated adipocytes and stroma vascular 46 
fraction (SVF) preparations from the same samples (Human study 4), and in whole human 47 
skeletal muscle tissue. Data are expressed as mean ± SEM (n=5-7). 48 
(C-D) Relative gene expression of GFRAL (C) and RET (D) in abdominal subcutaneous 49 
adipose tissue sorted stromal cells, specifically preadipocytes, lymphocytes and macrophages 50 
(n=5). 51 
(E-F) Relative gene expression of GFRAL (E) and its co-receptor RET (F) in subcutaneous 52 
abdominal adipose tissue samples in a large cohort of Caucasians individuals as a function of 53 
adiposity and obesity grade (Human study 4). Data are expressed as mean ± SEM (n=326). 54 
55 
Supplemental Figure 5. GDF15 receptors expression in murine tissues 56 
(A-B) Relative gene expression of GDF15 (A) and GFRAL (B) in whole brain, perigonadic 57 
white adipose tissue and skeletal muscle vastus lateralis of adult female mice. Data are 58 
expressed as mean ± SEM (n=20). 59 
60 
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Supplementary Methods 61 
Human Study 1 62 
Young recreationally active (age 22.1±3.5 years; BMI 24.0±1.6 kg.m-2; VO2max 48.5±3.7 63 
ml.kg-1.min-1) males recruited to partake in this study. The protocol was approved by the64 
Ethics Committee of Dublin City University and all participants gave written informed. 65 
VO2peak was determined on a cycle ergometer starting at 70 watts and increasing in 30-watt 66 
increments every 3 minutes until exhaustion. At least 7 days later participants completed a 60 67 
min bout of exercise on an electrically braked cycle ergometer at 55% peak power output. A 68 
skeletal muscle biopsy of the vastus lateralis was performed pre and immediately post the 69 
exercise bout. Muscle samples were immediately frozen in liquid nitrogen before being stored 70 
at -80 °C. 71 
72 
Human study 2 73 
This was a cross-sectional study comparing an acute bout of moderate continuous exercise 74 
with a high intensity interval bout of exercise in young active men (VO2peak 50-65 ml.kg-75 
1.min-1). The protocol was approved by the Dublin City University Ethics Committee and all76 
subjects gave written informed consent. Participants were instructed to refrain from exercise 77 
and to replicate food intake the day before each trial. In the morning, following an overnight 78 
fast, participants lay on a bed for 1-hr after arriving at the lab. A blood sample was taken and 79 
they then exercised (i) on a bicycle ergometer at 60% VO2peak for 1-hr or (ii) by performing 80 
7 high intensity bouts of exercise at 130% peak power output. Each bout lasted 30-sec 81 
followed by 4.5-min recovery. A blood sample was taken at the end of each exercise trial. 82 





Human Study 3 86 
Middle-aged (age 36.5±0.6 years; BMI 34.2±0.8 kg.m-2) and elderly (age 64.2±0.9 years; 87 
BMI 33.9±0.4 kg.m-2) obese male subjects were enrolled in the MONA (Metabolism, Obesity, 88 
Nutrition and Age) clinical trial NCT02161926. The protocol was approved by the Ethics 89 
Committee of Toulouse University Hospitals, and all subjects gave written informed consent. 90 
They participated in an 8-week lifestyle intervention including a moderate calorie restriction 91 
of 20% below their daily energy requirement aerobic combined to two sessions of resistance 92 
exercise per week. The participants were asked to refrain from vigorous physical activity 48 93 
hours before presenting to the clinical investigation center, and they ate a weight-maintaining 94 
diet consisting of 35% fat, 15% protein, and 50% carbohydrates 2 days before the experiment. 95 
Maximal oxygen uptake (VO2max) was investigated on a bicycle ergometer by indirect 96 
calorimetry at baseline. Anthropometric and blood parameters were assessed at rest and 97 
during a 45 min acute exercise bout performed at 50% VO2max, at baseline and 48-72h after 98 
the end of the lifestyle intervention. Blood was collected on EDTA and immediately 99 
processed for plasma storage at -80°C.  100 
 101 
Human Study 4 102 
The samples investigated in this paper were collected from 2006 to 2007 during the 103 
DiOGenes study, a pan-European randomized trial, which was approved by the ethics 104 
committees of each of the 8 European centers participating to the program (NCT00390637). 105 
The DiOGenes project investigated the effects of diets with different content of protein and 106 
glycemic index on weight-loss maintenance and metabolic and cardiovascular risk factors 107 
after an 8-week very low calorie diet (VLCD) phase, in obese/overweight individuals. Written 108 
informed consent was obtained from each patient according to the local ethics committee of 109 
the participating countries as previously described (1). 110 
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Healthy overweight (body mass index (BMI) ≥ 27 kg/m2) individuals, aged <65 years were 111 
eligible for the study. Exclusion criteria were BMI >45 kg/m2, liver or kidney diseases, 112 
cardiovascular diseases, diabetes mellitus type 1, special diets/eating disorders, systemic 113 
infections/chronic diseases, cancer within the last 10 years, weight change >3 kg within the 114 
previous 3 months, and other clinical disorders or use of prescription medication that might 115 
interfere with the outcome of the study. 116 
A detailed description of inclusion and exclusion criteria has been published previously (1). A 117 
detailed description of the DiOGenes intervention trial and main outcomes can be found in the 118 
core publication (1). Briefly, among 1209 individuals screened, 932 entered a baseline clinical 119 
investigation day including anthropometric measures (height, weight, waist circumference, 120 
body composition), blood pressure measurements, fasting blood sampling, and subcutaneous 121 
adipose tissue biopsies were performed (at baseline and at the end of each phase). All 122 
procedures were standardized between the 8 study centers across Europe. Only baseline and 123 
VLCD biological samples and clinical data were used in the present investigation. Paired 124 
adipose tissue RNA samples were available at baseline and at the end of the VLCD for 359 125 
individuals (age 42.6±6.3 years; BMI 34.1±4.6 kg.m-2). Plasma GDF15 was investigated in a 126 
subset of 28 individuals (11 men and 17 women) with both clinical and RT-qPCR data 127 
available at both baseline and after VLCD. 128 
 129 
Mass spectrometry-based quantitative analysis of myotube secretome 130 
Culture media (N=4 per group) were first supplemented with 0.1% of sodium lauroyl 131 
sarcosinate (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA) and 7.5%  of trichloroacetic acid (TCA; 132 
Sigma-Aldrich), then centrifuged (5400g, 20 minutes, 4°C). Supernatants were discarded and 133 
protein pellets were washed twice, using 2ml of cold tetrahydrofuran (THF; VWR 134 
International S.A.S, Fontenay-sous-Bois, France) followed by centrifugation (5400g, 20 135 
7 
minutes, 4°C, then 15000g, 15 minutes, 4°C) and elimination of supernatants. Proteins were 136 
then solubilized in a solution composed of 5% of sodium dodecyl sulfate (SDS; Thermo 137 
Fisher Scientific, Waltham, MA, USA), 10mM of Tris pH 6.8 (Sigma-Aldrich), 1mM of 138 
ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA; Sigma-Aldrich), and 10% of glycerol (Sigma-139 
Aldrich). Protein concentration was measured using the Bradford protocol (Bio-Rad, 140 
Hercules, CA, USA). At this stage, one sample pool, comprising equal amounts of all protein 141 
extracts, was generated for quality assessment of LC-MS/MS. 142 
Dithiothreitol (DTT; 50mM; Sigma-Aldrich) and bromophenol blue (0.1%; Sigma-Aldrich) 143 
were added to aliquots of 10 µg of proteins (individual samples and sample pool). After 144 
incubation at 95°C for 5 minutes, proteins were electrophoresed using SDS-polyacrylamide 145 
gel electrophoresis (SDS-PAGE) gels composed of (4% stacking (4% acrylamide; Sigma-146 
Aldrich) and a resolving gel (12% acrylamide). After incubation in a solution composed of 147 
ethanol (50%) and phosphoric acid (3%), followed by 4 washing steps in water, staining was 148 
performed using colloidal Coomassie blue (Sigma-Aldrich). Five protein bands (2mm each) 149 
per lane were excised from the gels. Proteins were in-gel reduced and alkylated using an 150 
automatic pipetting device (MassPrep, Waters) and digested at 37°C overnight with trypsin 151 
(Promega, Madison, WI, USA) at an enzyme-to-protein-ratio of 1:50. Peptides were extracted 152 
twice in 60% acetonitrile (ThermoFisher Scientific)/0.1% formic acid (ThermoFisher 153 
Scientific) in water for 1h, then once in 100% acetonitrile at 450rpm on an orbital shaker. At 154 
this stage, a set of reference peptides [Indexed Retention Time (iRT) Kit; Biognosys, 155 
Schlieren, Switzerland] was added to each sample to allow the stability of instrument 156 
performances to be measured for QC purposes. Just before LC-MS/MS analysis, the volume 157 
of peptide extracts was reduced in a speed-vac and sample volumes were adjusted to 40 µl 158 
with 0.1% formic acid in water. 159 
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Samples were analyzed on a nano–ultraperformance LC system (nanoAcquity; Waters, 160 
Milford, MA, USA) coupled to a quadrupole-Orbitrap hybrid mass spectrometer (Q-Exactive 161 
plus; ThermoFisher Scientific). Six microliters of each sample were concentrated/desalted on 162 
a trap column (Symmetry C18, 180 µm x 20 mm, 5 µm; Waters) using 99% of solvent A 163 
(0.1% formic acid in water) and 1% of solvent B (0.1% formic acid in acetonitrile) at a flow 164 
rate of 5 µl/minute for 3 minutes. Afterwards, peptides were transferred and eluted from the 165 
separation column (BEH 130 C18, 75 µm x 250 mm, 1.7 µm; Waters) maintained at 60°C 166 
using a 80-minute gradient from 1 to 35% of solvent B at a flow rate of 450 nl/minute. All 167 
samples were injected using a randomized and blocked injection sequence (1 biologic 168 
replicate of each group plus the pool in each block). To minimize carryover, a column wash 169 
(50% ACN for 20 min) was included between each block in addition to a solvent blank 170 
injection, which was performed after each sample. The Q Exactive Plus instrument was 171 
operated in positive ion mode with source temperature set to 250°C and spray voltage set to 172 
1.8 kV. Full scan MS spectra [mass-to-charge ratio (m/z) 300–1800] were acquired at a 173 
resolution of 140,000 at m/z 200, a maximum injection time of 50 ms, and an automatic gain 174 
control target value of 3x106 charges with the lock-mass option enabled (m/z 445.12002). The 175 
10 most intense precursors per full scan were isolated using a m/z 2 window and fragmented 176 
using higher energy collisional dissociation (normalized collision energy of 27 eV). Dynamic 177 
exclusion of already-fragmented precursors was set to 60 s. MS/MS spectra were acquired 178 
with a resolution of 17,500 at m/z 200, a maximum injection time of 100 ms, and an 179 
automatic gain control target value of 1x105. The system was fully controlled by XCalibur 180 
software (v. 3.0.63; Thermo Fisher Scientific). 181 
Mass spectrometry data were processed using MaxQuant software (v.1.5.8.3; Max Planck 182 
Institute of Biochemistry, Martinsried, Germany) (2). Peak lists were created using default 183 
parameters and searched using the Andromeda search engine (revert mode) implemented in 184 
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MaxQuant against a protein database created using the MSDA software suite (3). The 185 
database contained human protein sequences (Swiss-Prot; 186 
https://www.uniprot.org/taxonomy/; Taxonomy ID: 9606; 20,195 entries), which were 187 
downloaded in October 2017. Sequences of common contaminants like keratins and trypsin 188 
(247 entries) were added to the database (contaminants.fasta included in MaxQuant). The first 189 
search was performed using a precursor mass tolerance of 20 ppm and the main search with a 190 
tolerance of 5 ppm after recalibration. Fragment ion mass tolerance was set to 20 ppm. 191 
Carbamidomethylation of cysteine residues was considered as fixed and oxidation of 192 
methionine residues and acetylation of protein N termini as variable modifications during the 193 
search. A maximum number of 1 missed cleavages and a false discovery rate of 1% for both 194 
peptide spectrum matches (minimum length of 7 amino acids) and proteins was accepted 195 
during identification. Regarding quantification, data normalization and protein abundance 196 
estimation was performed using the label-free quantification (LFQ; (2)) option offered in 197 
MaxQuant using a minimal ratio count of one. “match between runs” was enabled using a 1.5-198 
min time window after retention time alignment using a 20-min time window. Both 199 
unmodified and modified (acetylation of protein N termini and oxidation of methionine 200 
residues) peptides were considered for quantification whereas shared peptides were excluded. 201 
All other MaxQuant parameters were set as default. Proteins identified with only one unique 202 
peptide were not considered for quantification. Only proteins with at least three of four valid 203 
values per group as well as the ones absent (i.e., 0 valid values) in samples from a given group 204 
were kept for further analysis. The MS proteomics data have been deposited to the 205 
ProteomeXchange Consortium via the Pride (24) partner repository with the dataset identifier 206 
PXD014126. 207 
QC-related measurements showed that HPLC performance remained good and stable 208 
throughout the whole experiment, with a median coefficient of variation of 0.5% concerning 209 
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retention times of all iRT peptides when considering all injections. The reproducibility of 210 
quantitative data was also satisfactory because we recorded low median coefficients of 211 
variation for MaxQuant-derived LFQ values of all quantified proteins within each of the four 212 
experimental groups (31%) and in the sample pool of all samples injected repeatedly during 213 
the course of MS-based analyses (21%). 214 
 215 
Western blot 216 
Proteins were extracted from tissues using Ripa buffer and protease inhibitor cocktail (Sigma-217 
Aldrich, #R0278 and #P8340/#P5726/#P0044). Tissues homogenates were centrifuged twice 218 
for 20 min at 12700 rpm and supernatants were quantified with BCA pierce kit 219 
(ThermoScientific, #23225). A total of 30 µg of proteins were run on a 4-20% SDS-220 
polyacrylamide gel electrophoresis (Biorad), transferred onto nitrocellulose membrane (Bio-221 
Rad) and incubated overnight at 4°C with primary antibodies, Rabbit anti-P38MAPK (1/1000, 222 
CST, #9212), and Rabbit anti-CaMKII (1:1000, CST, #3362). Subsequently, immunoreactive 223 
proteins were blotted with anti-rabbit or goat horseradish peroxidase-labeled secondary 224 
antibodies for 1h at room temperature and revealed by enhanced chemiluminescence reagent 225 
(SuperSignal West Femto, Thermo Scientific), visualized using ChemiDoc MP Imaging 226 
System and data analyzed using the ImageLab 4.2 version software (Bio-Rad Laboratories, 227 
Hercules, USA).  228 
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The atrial natriuretic peptide (ANP) is a hormone secreted by the heart, which controls fluid 
homeostasis and cardiac physiology through its receptor guanylyl cyclase A (GC-A). Over the 
last 20 years, its role outside of the cardiac and renal spheres has been studied. ANP has a 
lipolytic effect on adipose tissue and increases oxidative capacity in skeletal muscle. 
Moreover, type 2 diabetic and obese patients display a reduced plasma ANP concentration 
and a lower GC-A to NPRC (natriuretic peptide receptor C; a clearance receptor) ratio in 
adipose tissue and skeletal muscle. 
In the first part of this thesis, we demonstrated that ANP orchestrates a coordinated 
physiological response to fuel non shivering thermogenesis. In the second part of this thesis, 
we first delineated that the optimal fasting time to perform an insulin tolerance test in mice 
is 2h. Indeed, longer fasting times induce an important weight loss and a metabolic stress. 
Then, we demonstrated that ANP/GC-A deficiency induces insulin intolerance in high fat diet-
fed mice, decreases endurance capacity and reduces the beneficial adaptations to an 
endurance training program in mice. Thus, ANP/GC-A deficiency plays a causal role in insulin 
resistance and is required to maintain skeletal muscle function.  
In summary, this thesis demonstrated that the heart, via its endocrine function, plays an 
important role in the control of energy metabolism and that the ANP/GC-A system could be 
an interesting target in the prevention or treatment of type 2 diabetes. 
Key words: natriuretic peptides – thermogenesis – type 2 diabetes – adipose tissues – skeletal 
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Résumé : 
 Le peptide atrial natriurétique (ANP) est une hormone sécrétée par le cœur qui, en se liant 
à son récepteur guanylyl cyclase A (GC-A), régule l’homéostasie des fluides et la fonction 
cardiaque. Ces 20 dernières années, son rôle en dehors des sphères cardiovasculaires et 
rénales a été étudié. Il s’est avéré que l’ANP a un effet lipolytique puissant dans le tissu 
adipeux et qu’il augmente les capacités oxydatives dans le muscle squelettique. De plus, les 
patients diabétiques de type 2 et les individus obèses présentent une diminution des niveaux 
plasmatiques d’ANP ainsi qu’une diminution du ratio GC-A/NPRC (natriuretic peptide receptor 
C ; un récepteur de clairance de l’ANP) dans leurs tissu adipeux et leurs muscles squelettiques. 
Dans la première partie de cette thèse, nous avons démontré que l’ANP est une hormone 
endocrine qui orchestre une réponse physiologique à une exposition au froid pour activer la 
thermogénèse sans frisson. Dans la deuxième partie de cette thèse, nous avons d’abord 
déterminé à 2h le temps de jeune optimal avant la réalisation d’un test de tolérance à 
l’insuline chez la souris. En effet, des temps de jeûne plus longs induisent une perte de poids 
importante ainsi que des stress métaboliques. Par la suite, nous avons démontré que lors d’un 
déficit du système ANP/GC-A, les souris présentent une dysfonction mitochondriale 
musculaire qui est associée à une intolérance à l’insuline sous régime hyperlipidique, une 
diminution des capacités d’endurance  ainsi qu’une absence d’adaptation à un entrainement 
physique. Le déficit du système ANP/GC-A joue alors un rôle causal dans l’insulinorésistance 
et est nécessaire pour la fonction musculaire. 
 L’ensemble de ces travaux démontre que le cœur, par sa fonction endocrine, joue un rôle  
important dans le contrôle du métabolisme énergétique et que le système ANP/GC-A 
représente un cible intéressante pour la prévention et/ou le traitement du diabète de type 2. 
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